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« La forêt se dérobe à la lumière et c’est ainsi qu’elle dure. Certes elle assimile 

les richesses du soleil, mais les transforme, les élabore, les conserve. Il y a une 

grande force dans ce retrait, dans ce recueillement. Je voudrais être un arbre, 

un arbre qui marche. »    

 Jacques de Bourbon Busset (écrivain, 1912-2001) 
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1.1. Changements climatiques et écosystèmes forestiers 

La température à la surface de la Terre ne cesse d’augmenter depuis le début du XXème siècle 

(+0.85°C) et, depuis les années 80, ce réchauffement s’est accéléré (rapport du GIEC, 2013). 

La température terrestre a atteint des niveaux inédits au cours de chacune des trois dernières 

décennies (1980, 1990, 2000) (rapport du GIEC, 2013). L’homme n’est pas étranger à cette 

augmentation soudaine des températures. En effet, la combustion d’énergies fossiles, fruit de 

l’activité industrielle humaine, produit du CO2 qui est le second gaz à effet de serre après la 

vapeur d’eau.  

Les forêts, grâce à la photosynthèse, compensent en partie ces émissions par des flux de CO2 

depuis l’atmosphère. Les écosystèmes forestiers capturent le carbone atmosphérique et le 

stockent dans le sol et sa biomasse. Par conséquent, les forêts sont un « puits de carbone » 

important puisqu’elles stockent 861,1 gigatonnes de carbone (Lousteau et Bosc, 2012), 

respectivement répartis dans la biomasse vivante (42%), le bois mort (8.5%) et dans la litière 

(49.5%) (Louteau et Bosc, 2012).  

En Europe, les forêts représentent également un puits de carbone important (Nabuurs et al., 

2003 ; Loustau, 2010) avec une production primaire nette (NPP) en augmentation de 67% au 

cours des 50 dernières années (Ciais et al., 2008). Cette augmentation provient majoraitrement 

d’une meilleure gestion forestière faite en concertation avec les acteurs de la recherche 

forestière. 

Une conséquence des changements climatiques (CC) est une hausse des températures et celle-

ci peut avoir une incidence sur la phénologie. En effet, une augmentation de la température dans 

les zones tempérées peut avancer la date de débourrement et/ou reculer la sénescence 

(Lebourgeois et al., 2010 ; Migliavacca et al., 2012) et par conséquent, augmenter la durée des 

saisons de végétation. Des saisons de végétations plus longues engendreraient un décalage dans 

le début et la fin de l’assimilation carbonée et une augmentation de l’accumulation de la 

biomasse (Migliavacca et al., 2012 ; Richardson et al., 2013). En effet, lors d’une étude réalisée 

au moyen de tours à flux sur plus de 25 sites, Churkina et al. (2005) ont montré qu’une relation 

existe entre la production nette de l’écosystème et la durée de la saison de végétation.  

Cependant, à court et moyen termes (horizon 2020-2050, prévision GIEC, rapport 2013), les 

effets des CC pourraient inverser cette tendance positive sur la productivité forestière (Dezi et 

al., 2010). Il est quasiment certain que les températures extrêmes chaudes seront plus élevées 
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au fur et à mesure de l’augmentation de la température moyenne du globe et il est aussi très 

probable que les vagues de chaleur seront plus fréquentes et dureront plus longtemps, de même 

que les vagues de froid (Figure I.1, rapport du GIEC, 2013).  

 

Figure I.1. Carte de l’évolution des températures en surface observée entre 1901 et 2012. 

Une couleur bleue indique un déficit de température entre ces deux périodes alors qu’une 

couleur chaude indique une différence positive (extrait du rapport du GIEC, 2013). 

Bien que les écosystèmes forestiers soient résilients et historiquement adaptés aux aléas, les 

futurs CC risquent de se produire à une magnitude et à un rythme qui sont au-delà des capacités 

d’adaptation naturelle des espèces forestières. Ces CC conduiraient à des pertes importantes 

dans les services écosystémiques offerts par les forêts avec notamment des réductions dans 

leurs capacités de puits de carbone (Seppala et al., 2009).  

Par conséquent, les probables effets positifs des CC sur les écosystèmes forestiers risquent 

d’être dépassés par des effets négatifs. De plus, l’impact de l’homme sur le climat ne se résume 

pas seulement à l’augmentation du CO2 atmosphérique mais également à une augmentation des 

concentrations en ozone dans les basses couches atmosphériques, le dépôt de polluants azotés 

ou encore par l’augmentation des feux de forêts par exemple, ce qui peut aggraver les effets des 

CC (Bernier et Schone, 2009). Suivant les prédictions des modèles de répartition des espèces, 

les régions dont les conditions climatiques sont actuellement favorables pourraient devenir 

inhospitalières pour certaines espèces végétales, et impacter la productivité des forêts voire leur 

survie (Dupouey, 1992; Badeau et al., 2004 ; Fischlin et al., 2009).  

Si les forêts ont des sensibilités différentes aux contraintes avec des capacités de résilience plus 

ou moins importantes selon les biomes, elles seront néanmoins toutes vulnérables aux CC. Si 
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la capacité des forêts tropicales à faire face à ces changements est sujet à débat aujourd’hui 

(Corlett, 2011 ; Huntingford et al., 2013), les forêts tempérées, elles, seront sujettes à des 

risques importants de dépérissement voire de mortalité.   

1.2. Notion de dépérissement: processus mis en jeu. 

La notion de « dépérissement » désigne un ensemble de symptômes (au niveau du houppier 

comme une augmentation de la transparence ou au niveau du tronc comme des suintements, 

champignons sur les blessures …) qui pourrait précéder la mortalité (Krause et al., 1986 ; 

Sinclair et Hudler 1988). Un dépérissement est un phénomène évolutif, caractérisé par plusieurs 

phases successives et qui peut aboutir à la mort d’un arbre ou, a contrario, à sa résilience (la 

résilience écologique peut être définie comme la capacité d’un écosystème, ici un arbre, une 

forêt, un écosystème forestier, à retrouver un fonctionnement normal après avoir subi des 

perturbations importantes).  

Les facteurs liés aux dépérissements peuvent être classés en trois catégories : les facteurs 

prédisposants, déclenchants ou aggravants (Manion, 1981 ; Sinclair et Hudler, 1988). 

Cependant, un facteur n’est pas exclusif à une catégorie. Par exemple, une sécheresse pourra 

être classée comme facteur prédisposant, déclenchant ou aggravant suivant qu’elle intervient 

au début, milieu ou en fin du processus de dépérissement. Aussi, l’impact d’une sécheresse peut 

être variable en fonction de sa durée, son intensité mais également en fonction du moment où 

elle intervient durant l’année. En 1981, Manion a représenté ces facteurs sous la forme d’une 

spirale (Figure I.2). 
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Figure I.2. Figure issue de Manion (1981) illustrant la spirale du dépérissement. 

Par exemple, dans les années 60, un important dépérissement a touché les hêtraies en 

Normandie (Nageleisen, 2010). Deux facteurs ont été associés à la perte de l’état sanitaire des 

arbres : la cochenille du hêtre et le champignon (N. fagineta) responsable de la maladie de 

l’écorce du hêtre. Cependant, ces facteurs n’expliquaient pas à eux seuls un tel déclin de l’état 

sanitaire des arbres. Des caractères prédisposant à ce dépérissement ont été identifiés comme 

le caractère monospécifique du peuplement mais surtout des épisodes de sécheresse prolongée 

permettant l’installation de cochenilles (Nageleisen, 2010). Ainsi, dans cet exemple, pour que 

l’installation d’un agent biotique ait un impact considérable sur la santé d’un arbre, il est 

nécessaire que des facteurs prédisposants (ici les sécheresses et la monospécificité) entrent en 

action.  
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Un autre exemple est à noter plus récemment. En 2003, une sécheresse intense a perturbé les 

hêtraies de Lorraine, en particulier les populations localisées à des endroits où la réserve utile 

en eau du sol était faible. Ces populations ont montré des signes de dépérissement (pertes 

foliaires, descentes de cime…) et ont, par la suite, été soumises à une attaque par des parasites 

de faiblesse (scolytes, agriles, armilliaire…). Néanmoins, les hêtraies n’ont présenté que de 

faible taux de mortalité indiquant que des caractéristiques propres à l’arbre ont permis cette 

résistance (Nageleisen, 2010). En effet, malgré des dépérissements dans les années 90 et 2000, 

le hêtre est l’essence feuillue qui montre un des meilleurs états sanitaires en France (IFN, 2013 ; 

Figure I.3). 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure I.3. Proportion d’arbres morts rapportée au nombre total d’arbres recensés lors de 

campagnes d’inventaires, cas de F.Sylvatica. Source : IFN, 2013. 

Cependant, via l’augmentation en fréquence et en sévérité des événements extrêmes, les 

changements d’aires de répartition des espèces et les dynamiques démographiques des 

ravageurs, les changements climatiques vont jouer un rôle prépondérant dans l’évolution de 

l’état sanitaire de nos forêts. Malgré la capacité des arbres à pouvoir s’adapter à des contraintes 

sévères, des épisodes de dépérissement allant jusqu’à la mortalité ont été rapportés dans le 

monde entier dans la dernière décennie et cette tendance est prédite à l’augmentation avec les 

futurs changements climatiques globaux (Lloret et al., 2012 ; Anderegg et al., 2013 ; Allen et 

al., 2015 ; Hartmann, 2015 ; Meir et al., 2015).  
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1.3. Le hêtre : une espèce décidue menacée 

Le hêtre (Fagus Sylvatica L.) est une espèce très bien représentée dans les forêts françaises, 

présentant un volume sur pied de 263 Mm3, ce qui la place seconde espèce feuillue en France 

derrière le chêne (IFN, 2013). Le hêtre est une espèce d’ombre en milieu mésophile (conditions 

de température modérée) à sec (Teissier du Cros et al., 1981) qui, pour avoir un développement 

optimal, a besoin d’une pluviométrie de 600 mm par an, bien répartie dans l’année (Bastien, 

2000). La répartition du hêtre en France est située en plaine dans la moitié nord et en montagne 

dans la moitié sud, jusqu’à 1700 m d’altitude.  

D’un point de vue écophysiologique, le hêtre présente le paradoxe d’avoir une croissance 

radiale très sensible au déficit hydrique du sol (Magnani et Borghetti, 1995 ; Backes et 

Leuschner, 2000 ; Lebourgeois et al., 2005) mais de ne présenter que rarement de la mortalité 

(0,3% de mortalité annuelle en moyenne en France depuis 20 ans, communication personnelle 

Louis-Michel Nageleisen, DSF). Cet arbre, appelé aussi fayard, atteint sa limite sud d’aire de 

répartition en France dans la région PACA. En deçà de cette ligne, le hêtre ne retrouve pas les 

ressources nécessaires, notamment l’humidité, pour avoir un développement optimal.  

Les modèles de distribution des espèces prédisent cependant une large rétractation de son aire 

de répartition vers le nord d’ici 2100 (Badeau et al., 2010 ; Kramer et al., 2010 ; Cheaib et 

al., 2012). Les changements climatiques contraignent désormais cette espèce à des choix 

restreints : l’adaptation, la migration ou la disparition. 

Ces modèles de répartition se basent sur une approche pédoclimatique qui intègre des 

descripteurs climatiques et de sol pour caractériser les évolutions potentielles de niches 

écologiques des espèces. Pour améliorer ces prédictions, d’autres variables devraient être 

inclues dans ces modèles. Des facteurs internes à l’arbre telle qu’une capacité à résister à une 

perturbation par une allocation des ressources carbonées ou azotées modifiée par exemple (Liu 

et al., 2017). Le maintien de processus physiologiques indispensables pour sa survie comme le 

transport de solutés, le maintien d’un statut carboné ou azoté suffisant pourrait expliquer 

pourquoi le hêtre semble résistant face aux contraintes climatiques. En effet, des études récentes 

ont montré que le hêtre peut être résistant à la sécheresse et présenter de la résilience (Tegel et 

al., 2014 ; Hentschel et al., 2016). Mais l’impact de changements climatiques de plus grande 

ampleur risque d’être important sur cette espèce (Simon et al., 2017) entrainant de fortes 

conséquences sur toute la forêt française et ses dérivés ; particulièrement en Lorraine, région 

d’étude de ces travaux, première région de récolte de hêtres en France.   
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1.4. Objectifs de ce travail de thèse 

Il est donc nécessaire de créer des expérimentations menant à de la mortalité des arbres afin 

d’analyser les modifications physiologiques qu’elles impliquent. L’étude de la mort des arbres 

peut être scindée en plusieurs questions dont celles-ci : (1) pourquoi certaines espèces d’arbres 

sont résistantes alors que d’autres non et, à une échelle plus individuelle (2) pourquoi un arbre 

meurt-il plutôt qu’un autre ?  

Ces questions sont depuis longtemps posées dans la littérature (Bossel, 1986 ; Franklin et al., 

1987 ; Manion, 1981 ; Martínez-Vilalta et al., 2002 ; Bréda et al., 2006) et la réponse ne repose 

pas uniquement sur des caractéristiques pédologiques ou environnementales mais aussi sur des 

processus physiologiques internes de l’arbre.  

Ainsi, McDowell et son équipe ont proposé en 2008 une approche intégrative de la mort de 

l’arbre, impliquant plusieurs hypothèses, pouvant répondre de manière exhaustive ou non sur 

les causes de la mortalité d’un arbre. Depuis, les études traitant de la compréhension des 

processus menant à la mort des arbres ont été en forte augmentation n’amenant pas encore une 

compréhension complète de tous les processus mis en jeu. 

Les mécanismes engendrant la mortalité sont complexes et aujourd’hui encore mal connus 

(Choat et al., 2018). Si certaines hypothèses sont avancées pour expliquer pourquoi un arbre 

meurt et un autre survit, différentes recherches sont nécessaires afin de combler ce manque et, 

par conséquent, améliorer nos modèles de prédiction afin d’avoir un schéma d’aménagement 

forestier plus adéquat aux climats futurs. 

L’objectif de cette thèse est d’améliorer notre compréhension de la réponse de jeunes hêtres 

dans un contexte de modification de la disponibilité de ressources carbonées et azotées. Dans 

ce travail, nous avons donc cherché à mieux comprendre comment les arbres répondent à des 

contraintes environnementales lorsque ces ressources s’amenuisent.  

Nous avons alors étudié l’effet de défoliations annuelles consécutives ou d’une sécheresse 

édaphique sur les métabolismes carboné et azoté du hêtre. Notre dispositif expérimental a 

permis d’engendrer de la mortalité et, par conséquent, nous avons pu apporter des informations 

supplémentaires dans la compréhension des processus menant à la mortalité du hêtre. 

La synthèse bibliographique ci-dessous va alors permettre d’argumenter notre choix d’étudier 

les métabolismes carboné et azoté dans l’arbre face à une contrainte et dans un contexte de 
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mortalité. Néanmoins, compte tenu de la place centrale du système hydraulique de l’arbre et 

des fortes interactions avec les métabolismes carboné et azoté, celui-ci sera présenté également.  

L’hypothèse d’une mort à la suite d’une défaillance du système hydraulique sera abordée en 

premier lieu compte tenu de son importance centrale dans la physiologie de l’arbre et pour le 

maintien de ses fonctions vitales. Les deux autres hypothèses (déficiences carbonées et azotées) 

sont celles qui font le cœur de cette thèse et seront développées à la suite de l’hypothèse 

hydraulique.  
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2.1. Pourquoi considérer le fonctionnement hydraulique de 

l’arbre dans l’étude des mécanismes physiologiques 

internes face à une contrainte ? 

L’arbre puise l’eau dans le sol et la transporte vers les feuilles dans les tissus transporteurs que 

forme le xylème. L’arbre peut alors transporter cette eau à plus de 100 m de hauteur, ce qui 

constitue une performance incroyable. La circulation de l’eau dans l’arbre est permise au moyen 

d’un différentiel de pression entre le système racinaire et les feuilles. L’eau circule dans le 

xylème sous tension et s’explique par une continuité hydraulique sur toute la plante, des racines 

jusqu’aux stomates maintenue par des forces de capillarité. Ce gradient de tension entre le 

compartiment racinaire et les feuilles permet de transporter des quantités d’eau importantes 

mais cet équilibre est instable car cette tension est inférieure à la pression de vapeur de l’eau 

(Cruiziat et al., 2002). Lors d’une sécheresse, la tension dans la colonne d’eau augmente. Si la 

tension dans la colonne d’eau du xylème devient trop importante, il peut s’en résulter une 

ébullition locale de liquide en raison d’une baisse de pression statique, ce phénomène est appelé 

« cavitation » (Cruiziat et al., 2002, Figure II.1).  

Figure II.1. Photographie d’un phénomène de cavitation dans un vaisseau conducteur.  

Source : Cochard and Delzon, 2013. 

 

Lors du phénomène de cavitation, une embolie peut se former, qui coupe partiellement la 

circulation de liquide des racines vers les feuilles. Aussi, si la proportion d’embolies dans les 

vaisseaux conducteurs de l’arbre est trop grande, l’arbre se retrouve dans l’impossibilité 
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d’assurer la transpiration du houppier et par conséquent son hydratation (Figure II.2) ; les 

feuilles risquent alors de se dessécher (Bréda et al., 2006 ; McDowell et al., 2008). 

 

Figure II.2. Scans issus de microtomographie à rayons X de coupes transversales de tronc 

d’Eucalyptus camaldulensis sous différents potentiels hydriques négatifs illustrant la 

propagation des embolies (cercles noirs) lors d’une sécheresse. Source : Nolf et al. (2017). 

 

En modulant l’ouverture stomatique, l’arbre peut mettre en place des stratégies d’évitement de 

la formation des embolies en diminuant la force de tension dans les conduits. Ceci peut être 

également obtenu en réduisant sa surface foliaire transpirante (Bréda et al., 2006 ; Galvez et 

al., 2011 ; Ryan, 2011 ; Sade et al., 2017). Mais lorsque les niveaux de sécheresse dépassent 

les capacités d’évitement de l’arbre, des dysfonctionnements généralisés du système 

hydraulique peuvent intervenir et aboutir à la mort. En effet, des études ont montré qu’une 

relation existe entre le taux de survie aux sécheresses et la résistance du xylème à la cavitation 

aussi bien sur de jeunes plants (Pratt et al., 2008 ; Brodribb et al., 2010 ; Barigah et al., 2013, 

Venturas et al., 2017) que sur des arbres matures (Cochard et al., 2008 ; Urli et al., 2013 ; 

Nardini et al., 2013). Néanmoins, la réponse hydraulique peut être différente selon les espèces. 
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En effet, les espèces dites anisohydriques ajustent peu leur conductance stomatique lors d’un 

événement de sécheresse. Par conséquent, celles-ci présentent des sensibilités plus grandes à la 

cavitation, le métabolisme carboné étant peu affecté (McDowell et al., 2008). A l’opposé, des 

espèces dites isohydriques ajustent rapidement leur conductance stomatique lorsqu’elles sont 

confrontées à un stress hydrique leur conférant une forte résistance à la cavitation mais en 

contre-partie la production de nouveaux assimilats carbonés est limitée. Le bénéfice d’une 

stratégie anisohydrique est une assimilation carbonée non interrompue lors d’un épisode de 

sécheresse modérée alors que les espèces isohydriques auront tendance à être plus rapidement 

dépendantes des composés carbonés mis en réserve (Mitchell et al., 2013 ; Sevanto and Xu, 

2016). Néanmoins, la distinction entre les espèces isohydriques et anisohydriques est sujet à 

débat aujourd’hui (Garcia-Forner et al., 2015). En effet, la distinction entre les deux stratégies 

se base sur une observation de la réponse stomatique ou de la dynamique de potentiels 

hydriques sans tenir compte d’autres facteurs importants que peuvent être la résistance aux 

embolies (Linton et al., 1998 ; Wilson et al., 2008) ; le maintien de la turgescence des feuilles 

(Meinzer, 2016) ou encore le maintien du transport phloèmien (Nikinmaa et al., 2013 ; Sevanto 

et al., 2014 ; Dannoura et al., 2018). La théorie hydraulique ne peut donc pas, à elle seule, 

répondre à cette grande question de savoir comment un arbre meurt. Aussi, il est nécessaire 

d’avoir une approche plus intégrative pour aborder la réponse des arbres à une sécheresse et 

dans la prédiction des mécanismes de mortalité. La théorie hydraulique de mort des arbres n’est 

probablement pas exclusive et d’autres hypothèses ont été avancées.  
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2.2. Pourquoi considérer le métabolisme carboné de l’arbre 

dans l’étude des mécanismes physiologiques internes face à 

une contrainte ? 

2.2.1. La photosynthèse, lieu de production des hydrates de carbone 

et leur transport 

L’arbre fixe le CO2 atmosphérique via la photosynthèse, un processus qui transforme l’énergie 

de la lumière solaire en énergie chimique pour produire des hydrates de carbone et autres 

métabolites organiques. Les hydrates de carbone issus de la photosynthèse peuvent être utilisés : 

i) Soit pour l’élaboration des structures notamment lors de périodes de croissance, 

on les appelle alors les hydrates de carbone structuraux qui formeront la lignine, 

la cellulose et les hémicelluloses (constituants des parois primaires et 

secondaires). Ce carbone fixé ne sera pas remobilisable pour une utilisation 

ultérieure car les arbres manquent d’enzymes spécialistes pour dégrader ces 

macromolécules (Hartmann et al., 2016) [nb: la possibilité de remobiliser 

l’hémicellulose lors d’épisodes de stress importants est sujet à débat 

aujourd’hui dans la communauté scientifique (Hoch et al., 2007)];  

ii) Soit pour alimenter les besoins métaboliques de l’arbre: on les appelle les 

hydrates de carbone non structuraux (Non-Structural Carbohydrates ou NSC en 

anglais). Ils sont constitués de sucres simples ou monosaccharides (glucose, 

fructose, arabinose, xylose, ribose, galactose pour les plus importants), de 

disaccharides comme le saccharose, et d’amidon (polymère de glucose). Le 

saccharose représente généralement près de 75% de la fraction des sucres 

solubles, le glucose et le fructose environ 20% (Kramer et Kozlowski, 1979). 

Les sucres solubles sont impliqués dans de nombreuses fonctions métaboliques 

comme composés osmotiques jouant un rôle de protection contre la dessiccation 

cellulaire en cas de sécheresse par exemple mais aussi comme substrats pour la 

respiration ou la synthèse de nouvelles molécules. Ils peuvent jouer également 

un rôle comme composés de défense ou dans le transport des nutriments, de l’eau 

et du carbone ainsi que dans l’export et les échanges symbiotiques (Delaporte, 

2015; Hartmann et al., 2016 ; Preece et al., 2018). De longues chaînes de 
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monosaccharide peuvent également former de l’amylopectine ou de l’amylose. 

Ces dernières sont les deux constituants de l’amidon. Contrairement aux sucres 

simples, l’amidon n’est pas soluble dans l’eau et est osmotiquement inactif 

permettant son stockage en grande quantité. L’amidon est le principal composé 

de réserve chez une grande partie des essences forestières notamment Quercus 

Petraea et Fagus Sylvatica L. (Sinnott, 1918). Cependant, chez certaines espèces 

ce sont des formes solubles qui sont majoritaires comme le saccharose chez 

Pinus Strobus L. (Jourdan, 1980), ou le stachyose chez Fraxinus (Webb et 

Burley, 1964). 

La journée, l’amidon va être stocké dans les feuilles et sa remobilisation, puis son exportation 

sous forme de saccharose, va permettre d’apporter les substrats carbonés nécessaires à la 

croissance et la respiration de nuit (Smith et Stitt, 2007). Les nouveaux produits issus de la 

photosynthèse (glucose, fructose, saccharose) peuvent être incorporés aux tissus foliaires en 

quelques minutes mais peuvent aussi pour la plupart être exportés hors des feuilles (sous forme 

de saccharose) et être utilisés pour différentes fonctions dans l’arbre moins d’un jour après leur 

assimilation (McLaughin et al., 1980).  

La distance entre la source de production des hydrates de carbone (la feuille) et son puits (zone 

d’utilisation) peut être très importante dans un arbre adulte. En effet, une partie des sucres 

produits par la photosynthèse peut être transportée jusqu’aux racines et relâchée dans la 

rhizosphère dans un processus appelé rhizodéposition (Lynch et Whipps, 1990 ; Delaporte, 

2015).  

La dynamique du cycle carboné de la feuille (source et exportatrice de carbone) vers les 

compartiments importateurs (utilisateurs ou puits de carbone) peut varier en fonction de la 

phénologie (Hoch et al., 2003 ; Epron et al., 2012 ; Mei et al., 2015). Ainsi, les temps de 

résidence des hydrates de carbone peuvent varier de l’heure ou la journée dans les feuilles et 

les branches les plus jeunes jusqu’à plusieurs semaines voire années dans le tronc et les racines 

(Carbone et al., 2007 ; Högberg et al., 2008 ; Warren et al., 2012 ; Desalme et al., 2016). 

Néanmoins, des facteurs comme la taille de l’arbre, le diamètre de tronc, la viscosité du 

phloème, la pression de turgescence ainsi que la température peuvent faire varier ces durées  

(Ruehr et al., 2009 ; Dannoura et al., 2011).  
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2.2.2. La gestion de ces hydrates de carbone selon un rythme 

saisonnier 

Chez les espèces à feuilles caduques en climat tempéré, les feuilles rentrent en sénescence à 

l’automne et finissent par tomber laissant l’arbre sans source de carbone d’origine 

photosynthétique ; l’arbre entre alors en repos hivernal ou dormance. La dormance est un 

processus du cycle végétatif de l’arbre qui lui permet d’éviter des conditions environnementales 

défavorables, en l’occurrence l’évitement des températures froides de l’hiver, la baisse de la 

quantité de lumière disponible par jour et la diminution de la disponibilité en nutriments 

(Chapin et al., 1990).  

Néanmoins, diverses fonctions métaboliques sont encore actives durant cette période, comme 

la respiration de maintenance. L’arbre devra alors mobiliser et gérer ses ressources internes en 

carbone afin d’alimenter ses puits de carbone et survivre pendant la période hivernale, mais 

également pour pouvoir sortir de sa dormance et former un nouveau compartiment foliaire au 

printemps. Ces feuilles nouvellement formées deviendront alors la principale source de carbone 

à la saison de végétation suivante. Ce système de gestion des ressources qui permet à l’arbre de 

survivre durant plusieurs décennies, dont près de la moitié sans feuille, est appelée la fonction 

de mise en réserve.  

Plusieurs définitions de la mise en réserve existent chez les espèces forestières dans la 

littérature. Ainsi, trois types sont différenciés (Chapin et al., 1990) :  

(1) une accumulation, un excès d’apport par rapport aux besoins de l’arbre pour sa croissance, 

son entretien et sa reproduction,  

(2) une mise en réserve, qui est régulée et entre en compétition avec d’autres puits de carbone 

comme la croissance ou la défense  

(3) le recyclage qui correspond à la réutilisation de composés ayant déjà servis et pouvant être 

utilisés ultérieurement.  

Ces trois types de stockage confrontent donc 2 visions antagonistes des processus de stockage 

avec i) une vision simple de stockage d’un surplus de carbone et donc agissant de manière 

passive (accumulation) et ii) une vision d’un processus plus complexe, régulé et entrant en 

compétition avec d’autres puits de carbone (mise en réserve). En effet, Dietze et al. (2014) ont 

défini le caractère actif de la mise en réserve par la sur-régulation de celle-ci aux dépens de la 
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croissance même sous conditions non contraignantes. La classification de stockage du carbone 

comme un phénomène actif et/ou passif est sujet à de nombreux débats dans la littérature 

scientifique (Sala et al., 2012 ; Wiley et Helliker, 2012).  

Ainsi, la quantité de NSC présente dans l’arbre fluctue au cours de la saison de végétation. Chez 

le hêtre, le débourrement et l’expansion foliaire sont connus pour être les puits de carbone les 

plus forts en début de saison de végétation (Barbaroux et Bréda, 2002) menant à une diminution 

des quantités de NSC disponibles. Par la suite, la dépendance des feuilles jeunes vis-à-vis du 

stock de carbone remobilisé diminue avec la mise en place d’un appareil photosynthétique 

efficient, puis les feuilles matures deviennent autotrophes et source de carbone pour les 

compartiments puits de l’arbre (Hoch et al., 2003 ; Keel et Schadel, 2010). Pour être transporté 

des organes sources vers les organes puits, le saccharose est transporté principalement par les 

tissus conducteurs du phloème (Hollta et al., 2009). Mais d’autres puits de carbone coexistent 

dans l’arbre. Si les puits de carbone sont forts au début de la saison de végétation (croissance 

primaire, déploiement des feuilles, croissance secondaire …), ceux-ci diminuent par la suite 

(arrêt de croissance secondaire durant l’été). Par conséquent, après avoir atteint un minimum 

après le débourrement, la quantité de composés de réserve augmente progressivement dans 

l’arbre pour atteindre un maximum durant l’automne à la fin de la période de sénescence 

(Nelson et Dickson, 1981 ; Dickson, 1989 ; Barbaroux et Bréda, 2002 ; El Zein, 2011 ; Bazot 

et al., 2013).  

Lors de la sénescence et bien qu’une feuille de hêtre soit composée majoritairement de carbone 

(environ 45%), celui-ci est immobilisé dans les structures et reste donc dans la feuille (Sade et 

al., 2017). A la fin du processus de sénescence foliaire en automne les feuilles mortes iront 

former la litière de l’année qui sera alors décomposée par la biomasse microbienne du sol et 

enrichira à terme le sol en carbone. Chez les ligneux décidus, le stockage des composés de 

réserve se fait dans les organes pérennes que sont les branches, le tronc et les racines (Barbaroux 

et al., 2003 ; Bazot et al., 2016) principalement sous forme d’amidon. Néanmoins, lors des 

températures basses de l’hiver, en plus de leur fonction comme seule source de substrats 

carbonés disponibles pour assurer l’entretien des tissus (Chapin et al., 1990), la tolérance au 

froid des cellules dans les parois nécessite des sucres solubles (Ögren, 2000) qui auront comme 

conséquence l’abaissement du point de congélation des tissus (Penning de Vries, 1975 ; Sakai 

et Larcher, 1987 ; Wanner et Junttila, 1999 ; Uemura et al., 2003). Les sucres solubles sont 

aussi impliqués dans la résorption des embolies hivernales. En effet, par l’hydrolyse de 

l’amidon contenu dans les parenchymes en sucres solubles, ceux-ci permettent de générer une 
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pression dans les conduits du xylème qui remplit d’eau les vaisseaux embolisés (Ewers et al., 

2001). Les sucres solubles sont donc très importants dans le maintien d’un taux de vaisseaux 

fonctionnels durant la période hivernale (Améglio et Cruiziat, 1992 ; Améglio et al., 2001,  

2002, 2004). 

Aussi, la quantité de NSC présent dans l’arbre fluctue au cours des saisons, notamment chez 

les arbres à feuilles caduques en fonction de l’évolution des relations source-puits entre 

compartiments de l’arbre (Figure II.3 ; Barbaroux et al., 2003 ; Hoch et al., 2003 ; Spann et 

al., 2008 ; Schadel et al., 2009 ; Millard et Grelet, 2010 ; El Zein et al., 2011a ; Bazot et al., 

2013).  

 

 

Figure II.3. Schéma représentant l’évolution saisonnière de la mise en réserve carbonée 

(NSC ; composés carbonés non structuraux). La 1ère phase correspond à la chute de la 

quantité de NSC mise en réserve lors du débourrement pour répondre à la demande de 

substrat C au printemps pour la croissance des branches et du compartiment foliaire 

(Barbaroux et al., 2003 ; Hoch et al., 2003 ; El Zein et al., 2011a ; Bazot et al., 2013; Gilson 

et al., 2014). La seconde phase correspond à l’accumulation de la quantité de NSC dans 

l’arbre durant la saison de végétation: processus de mise en réserve (Barbaroux et al., 2003; 

Hoch et al., 2003; Bazot et al., 2013). A la fin de la troisième phase, la quantité de réserves 

carbonées dans l’arbre augmente lors de la fin de saison de végétation pour atteindre un 

maximum en octobre (Barbaroux et Bréda, 2002). La dernière phase se trouve durant la 

période hivernale où la quantité de réserves carbonées décroît légèrement afin d’alimenter 
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la maintenance hivernale (Barbaroux et al., 2003; Hoch et al., 2003; El Zein et al., 2011b; 

Bazot et al., 2013). 

2.2.3. Une gestion primordiale lors d’une situation de limitation de 

production de nouveaux composés carbonés 

Malgré ces fluctuations saisonnières, les arbres ne souffrent pas d’un manque de NSC durant la 

saison de végétation sous des conditions non contraignantes (Barbaroux et Bréda, 2002 ; Hoch 

et al., 2003 ; Bazot et al., 2013). Si les arbres ne présentent pas de déficit de NSC lors de 

différentes saisons de végétation sans contraintes, il est possible qu’il n’en soit pas de même 

lorsqu’un arbre se trouve dans une situation de limitation de la photosynthèse.  

Une de ces périodes de limitation peut survenir lors d’un évènement de sécheresse. En effet, 

dans la pléthore de réponses d’un arbre face à un déficit hydrique, la modulation de l’ouverture 

stomatique joue un rôle central (Cowan, 1982 ; Farquhar et Sharkey, 1982). Afin de réguler cet 

équilibre entre perte en eau et gain en carbone, les stomates, s’ouvrent et se ferment, engendrant 

une perte en eau plus ou moins importante par transpiration (Figure II.4).  

 

Figure II.4. Photographie d’un stomate majoritairement fermé (a), partiellement ouvert (b) 

et ouvert (d). Source : Ortega-Loeza et al., 2011.  

En modulant les pertes en eau, les arbres peuvent alors éviter une déshydratation de leurs tissus 

mais, en parallèle, l’assimilation carbonée est impactée.  

Aussi, la photosynthèse peut être diminuée par un stress abiotique tel une sécheresse (Bréda et 

al., 2006 ; Palacio et al., 2008 ; Hartmann et al., 2013 ; Piper et Fajardo, 2014 ; Dickman et al., 

2015). La production d’hydrates de carbone est alors impactée mais les puits de carbone dans 

l’arbre peuvent également être modifiés. Par exemple, la respiration nécessaire pour la 

maintenance et la croissance peut être augmentée ou diminuée lors d’un événement de 
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sécheresse (Flexas et al., 2006 ; Atkin et Macherel, 2009; Pinkard et al., 2011; Rowland et al., 

2015). La respiration augmente également avec la température atmosphérique et par 

conséquent, les besoins carbonés peuvent augmenter en cas de stress combinés de manque d’eau 

et d’augmentation de la température menant à une possible consommation des composés de 

réserve carbonée (Adams et al., 2009).  

 Certains besoins en composés carbonés dans l’arbre peuvent être diminués lors de sécheresse. 

Chez le hêtre notamment, la croissance radiale peut être fortement diminuée lorsque l’humidité 

du sol baisse (van der Werf et al., 2007; Michelot et al., 2012). De plus, le compartiment foliaire 

peut être aussi impacté par une sécheresse via une diminution de la surface foliaire totale 

notamment avec des feuilles de taille réduite (Bréda et al., 2006). D’autres ajustements 

métaboliques sont également possibles impactant de manière plus ou moins importante la 

dynamique des réserves carbonées (Delaporte, 2015).  

La complexité de ces réponses peut être accrue si l’on considère différentes formes d’hydrates 

de carbone (amidon, sucres solubles). Si l’amidon a pour seul rôle connu celui de la mise en 

réserve, la contribution des sucres solubles à d’autres métabolismes tels que l’osmorégulation 

(Tableau II.1) ou l’intégrité hydraulique fait que ceux-ci peuvent présenter des dynamiques 

différentes en fonction du sucre considéré (Dietze et al., 2014 ; Sevanto et al., 2014 ; Hartmann 

et al., 2016).  

Tableau II.1. Classes, exemples et rôles fonctionnels de carbohydrates dans les plantes. 

Librement adapté et traduit de Hartmann et al., 2016. 

Classe de sucres Exemple Rôle fonctionnel 

        

Monosaccharides 
Pentose Arabinose, xylose, ribose Métabolisme et 

osmolytes Hexoses Glucose, fructose, galactose 

        

Di et oligosaccharides   

Saccharose, raffinose, 

stachyose Transport 

        

Polysaccharides 
  Hémicellulose, cellulose Composés structuraux 

  Amylose, amylopectine Composés de réserves 
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Le transport de solutés dans l’arbre est fondamental pour la survie d’un arbre. Les mouvements 

de l’eau dans l’arbre sont le produit de gradients de potentiels hydriques et les sucres solubles 

sont impliqués dans le maintien de la pression de turgescence et l’intégrité du transport longue 

distance dans le xylème et le phloème (Liu et al., 2008 ; Aranjuelo et al., 2011, Sala et al., 

2012). Un possible rôle prépondérant des sucres solubles a été évoqué dans la résorption des 

embolies (Salleo et al., 1996 ; Brodersen et al., 2010) mais celle-ci est depuis remise en question 

(Cochard et Delzon, 2013 ; Delzon et Cochard, 2014 ; Choat et al., 2018). Dans le maintien du 

transport des solutés dans l’arbre, la formation de nouveaux tissus conducteurs a également été 

mise en exergue dans la lutte contre les embolies irréversibles (Améglio et al., 2002 ; Brodribb 

et al., 2010).  

La possibilité de remobiliser des NSC mis en réserve dans l’arbre est donc primordiale pour sa 

survie au cours des saisons mais ceux-ci pourraient être amenés à s’épuiser ou à être dans 

l’incapacité à être remobilisés des organes sources vers les organes puits, c’est pourquoi la 

compréhension des mécanismes de stockage et de remobilisation des hydrates de carbone non 

structuraux est nécessaire lors d’études portant sur les dysfonctionnements et la mortalité des 

arbres forestiers.  

2.3. Pourquoi considérer le métabolisme azoté de l’arbre 

dans l’étude des mécanismes physiologiques internes face à 

une contrainte 

2.3.1. L’azote, un composé indispensable à la physiologie de l’arbre 

mais une disponibilité limitée 

L’azote (N) est un élément essentiel dans de nombreuses macromolécules incluant les acides 

nucléiques, qui encodent l’information génétique pour la production des acides aminés 

constituants de base des protéines, qui assurent de nombreuses fonctions de la vie de l’arbre 

tout comme dans sa structure.  

L’azote joue un rôle fondamental dans le développement d’un arbre bien qu’il ne représente 

que 1 à 3 % de la matière sèche végétale. En effet, la fertilisation azotée stimule les taux de 

photosynthèse et la surface foliaire d’une grande partie des arbres alors qu’une faible 

disponibilité en azote provoque les effets inverses (Hyvönen et al., 2007 ; Luo et al., 2013).  
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Bien que sa disponibilité soit cruciale dans le fonctionnement d’un arbre, l’azote est un des 

éléments les plus limitants pour leur croissance. Si l’air est composé d’azote à 78%, une 

majorité d’essences forestières est incapable de l’utiliser. Ils sont donc dépendants de la 

disponibilité en azote du sol, c’est-à-dire de la matière organique et sa décomposition. 

Cependant, la disponibilité en azote d’un sol forestier limite souvent la croissance des arbres et 

leur développement (Rennenberg et al., 2006). De nombreux organismes procaryotes sont 

capables de fixer l’azote de l’air. Aussi, de nombreuses espèces d’arbres ont mis en place des 

symbioses avec ces procaryotes leur apportant des bénéfices réciproques : les arbres les 

alimentent en sucres en échange d’azote organique sous forme d’acides aminés. Cependant, il 

faut noter que certaines espèces d’arbres (robinier, aulne) sont capables de fixer l’azote 

atmosphérique et peuvent donc pousser sur des sols très pauvres (Rennenberg et al., 2006). 

En plus des symbioses, l’arbre peut également absorber l’azote du sol par ses racines sous forme 

de nitrate (NO3
-) ou d’ammonium (NH4

+). De nombreuses études ont montré des résultats 

variables quant à la forme préférée d’N du sol assimilé par les plantes (Ashton et al., 2008 ; 

Harrison et al., 2008), suggérant que les plantes se sont adaptées ou acclimatées à prendre la 

forme qui présente la plus grande disponibilité dans leur environnement proche. Néanmoins, le 

nitrate est souvent la forme privilégiée avec des concentrations beaucoup plus importantes que 

celles de l’ammonium dans les sols (Masclaux-Daubresse et al., 2010).  

Après son entrée grâce à des transporteurs membranaires, le nitrate est réduit en nitrite (NO2
-) 

puis en ammonium par la nitrate réductase et le nitrite réductase respectivement au niveau 

racinaire ou foliaire. L’ammonium étant un composé toxique pour l’arbre même à de faible 

concentration, il ne peut donc pas s’accumuler, il est alors transporté dans les plastides et 

assimilé en glutamate (Crawford et Forde, 2002). L’ammonium transformé est assimilé en 

acides aminés via la glutamine oxoglutarate aminotransférase (GOGAT) puis via différentes 

aminotransférases qui vont catalyser la formation d’acides aminés comme l’asparagine 

synthétase qui va permettre la transformation en glutamate et asparagine (Lam et al., 1996). La 

glutamine et le glutamate sont les premiers acides aminés synthétisés. Par transamination, 

l’azote est ensuite transféré à d’autres substrats carbonés pour former de nouveaux acides 

aminés (aspartate, alanine, glycine, …).  

Une fois réduit et assimilé sous la forme d’acides aminés, l’azote est transporté à longue 

distance via la sève du xylème, les ions étant entraînés par le flux de sève dont le moteur est la 

transpiration. Par conséquent, ce transport ne peut donc être effectué que durant la saison de 

végétation chez les espèces décidues lorsque le compartiment foliaire est présent. Ce transport 
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est optimal lors de situations climatiques non contraignantes. De plus, l’azote joue un rôle 

crucial dans le compartiment foliaire où il se retrouve majoritairement dans la machinerie 

photosynthétique sous forme d’enzymes, notamment la Rubisco ou sous forme de pigments 

comme les chlorophylles (Millard et al., 2007).  

2.3.2. La gestion de la ressource azotée selon un rythme saisonnier 

En fin de phase de végétation, les feuilles vont entrer en phase de sénescence, phénomène 

graduel qui conduit à leur mort cellulaire (Lim et al., 2007). La dégradation de macromolécules 

et la remobilisation azotée durant la sénescence foliaire permettent à l’arbre de mettre en réserve 

cet azote foliaire pendant l’hiver pour le réutiliser plus tard (Himelblau et Amasino, 2001; 

Buchanan-Wollaston et al., 2003; Gregersen et al., 2008 ; Lu et al., 2012 ; Brant et al., 2015). 

Dans le paragraphe précédent consacré à l’hypothèse carbonée ont été évoqués les différents 

processus participant à la mise en réserve. Dans ce cas où de l’azote investi dans le 

compartiment photosynthétique est dégradé puis remobilisé, on parlera alors de recyclage. Cet 

azote sera alors recyclé vers les parties pérennes de l’arbre.  

La résorption de l’azote (i.e. la capacité d’un arbre à résorber l’azote foliaire) peut représenter 

jusqu’à 65% de l’azote foliaire des arbres décidus (Hai-Yang et al., 2018). Compte tenu que la 

plupart des forêts ont des sols pauvres en azote, une capacité élevée à recycler cet azote foliaire 

permettrait aux arbres d’être compétitifs dans des environnements pauvres en azote (Hai-Yang 

et al., 2018).  

Par conséquent, de manière similaire au cycle carboné, les arbres ont la possibilité de mettre en 

réserve des ressources azotées. Le transport se fait principalement sous forme d’acides aminés, 

de petits peptides ou d’uréides chez certaines plantes. Par exemple, l’arginine est l’acide aminé 

présentant le ratio C/N le plus faible, il est donc préférentiellement utilisé pour le transport et 

la mise en réserve (Llacer, 2006) mais d’autres acides aminés (asparagine, glutamine, citrulline) 

peuvent être également utilisés pour le transport selon l’espèce considérée (Malagutti et al., 

2001). L’arginine constitue une large portion de la quantité d’acides aminés présents dans les 

protéines de réserve (Vegetative Storage Protein ou VSP) dans les organes pérennes (Canton et 

al., 2005 ; Canovas et al., 2007 ; Valenzuela Nunez et al., 2011 ; Winter et al., 2015). Ces 

protéines sont spécialisées dans le stockage de l’azote mais ne représentent qu’une partie des 

protéines totales (Staswick, 1994). En hiver, les arbres entrent en période de dormance où vont 

alors s’accumuler les VSP dans les organes pérennes (El Zein, 2011). Ces VSP sont en partie 

utilisées pour la maintenance hivernale (Wildhagen et al., 2010 ; Bazot et al., 2013), leur 
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accumulation étant corrélée avec l’acclimatation au froid et l’endurcissement au gel chez Picea 

glauca (Binnie et al., 1994).  

Si les VSP ont été bien étudiées chez les espèces fruitières (Kang et al., 1982 ; Titus et Kang, 

1982; Tagliavini et al., 1998 ; Malaguti et al., 2001 ; Cheng et Fuchigami, 2002 ; Grassi et al., 

2002 ; Guak et al., 2003 ; Jordan et al., 2012) elles le sont beaucoup moins chez les espèces 

forestières (Stepien et al., 1994 ; Vizoso, 2004 ; Valenzuela Nunez, 2006 ; El Zein, 2011 ; Bazot 

et al., 2013). Au printemps, l’absorption racinaire n’est pas encore suffisante pour alimenter les 

différents puits d’azote dans l’arbre notamment la formation des nouvelles feuilles et des 

nouveaux rameaux (El Zein et al., 2011b). La croissance foliaire est alors dépendante des 

réserves azotées qui jouent un rôle fondamental pour la reprise en croissance au printemps (El 

Zein et al., 2011b ; Bazot et al., 2013). Les VSP peuvent alors être hydrolysées et remobilisées 

(King et al., 1997) via un important influx d’acides aminés dans la sève du xylème (Canas et 

al., 2016). Le recyclage interne de l’azote et l’utilisation des réserves azotées d’un arbre sont 

alors fondamentaux pour sa survie au cours des saisons où la disponibilité en azote du sol est 

faible. De part un recyclage efficient via une résorption azotée, celui-ci peut alors fonctionner 

en hiver pour assurer la maintenance hivernale de l’arbre (Figure II.5). 

En plus de la remobilisation des réserves azotées, la reprise de la croissance au printemps est 

généralement liée avec la capacité de survie d’un arbre (Bigler et al., 2006 ; Gessler et al., 

2016). Angélique Gilson (2015) a suggéré que des arbres matures ne sont pas limités en azote 

dû à une plus grande proportion de biomasse des racines moyennes et fines au sein de la 

biomasse vivante de l’arbre et d’un fort taux de mycorhization, qui leur permettraient une 

absorption suffisante d’azote (Holden et al., 2013 ; Zhang et al., 2012). En effet, bien que la 

biomasse des racines fines ne représente qu’une faible proportion de la biomasse totale d’un 

arbre, elles jouent un rôle majeur dans le fonctionnement d’un arbre notamment dans 

l’absorption minérale.  

Une diminution de la disponibilité en azote peut avoir des conséquences sur la croissance, 

l’architecture et la morphologie racinaire (Kiba et al., 2011). La croissance des racines 

principales et latérales peut être augmentée lorsque la disponibilité en azote est faible (Lopez-

Brucio et al., 2003 ; Gruber et al., 2013). Cette modulation de la surface racinaire permettra 

alors à l’arbre d’explorer plus de volume de sol.  
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Figure II.5. Schéma représentant l’évolution saisonnière de la mise en réserve azotée 

(NNSC : composés azotés non structuraux). La 1ère phase correspond à la remobilisation des 

protéines de réserve lors du débourrement (Gomez et Faurobert, 2002 ; Grassi et al., 2002 ; 

Millard et Grelet, 2010) et conversion en acides aminés pour la croissance de nouveaux 

organes avant que l’absorption racinaire soit effective (Gessler et al., 1998 ; El Zein et al., 

2011b). La 2nde phase correspond au moment où la source d’azote pour la croissance et le 

fonctionnement foliaire change en faveur de l’absorption racinaire (El Zein et al., 2011b), 

la quantité de réserves azotées est à son minimum. La 3ème phase se situe à la fin de la période 

de croissance, lorsque la quantité de réserves azotées dans l’arbre augmente faiblement 

jusqu’à la sénescence, c’est le début de la mise en réserve azotée (Staswick, 1994; Stepien et 

al., 1994). La 4ème phase débute durant la sénescence, l’azote contenu dans la feuille est 

recyclé (l’appareil photosynthétique est dégradé) et cet azote (sous forme d’acides aminés est 

alors transporté vers les parties pérennes de l’arbre et stocké sous forme de protéines de 

réserve (Sauter et al., 1989; Gessler et al., 2004). Enfin, la 5ème phase correspond à la 

remobilisation azotée via la résorption foliaire qui se finit au cours de l’hiver. Durant cette 

phase, les acides aminés sont progressivement convertis en protéines de réserve (Staswick, 

1994; Stepien et al., 1994; Gomez et Faurobert, 2002; Cooke et Weih, 2005; Valenzuela 

Nunez et al., 2011; Bazot et al., 2013; Gilson et al., 2014). 

 



 

26 
 

2.3.3. Une gestion azotée primordiale lorsque la ressource devient 

limitante 

En cas de déshydratation du sol, la mobilité des ions du sol peut faire défaut comme les 

déplacements de la faune du sol (Rennenberg et al., 2006). Les arbres poussant dans des 

environnements xériques ont généralement un ratio racinaire : aérien en augmentation et des 

systèmes racinaires plus profonds comparés aux plantes poussant dans des environnements 

mésiques (Schenk et Jackson, 2005) indiquant que la prospection racinaire peut être plus 

importante quand un sol est sec. Néanmoins, lorsque la disponibilité en eau dans le sol devient 

très faible, le développement racinaire peut être ralenti voire stoppé (Araya et al., 2015). Cela 

peut être dû à une contrainte mécanique lorsque la racine rencontre un obstacle, en l’occurrence 

un sol sec. Une augmentation en sévérité et en fréquence des sécheresses sous climat futur aura 

un impact sur les taux d’ammonification et de nitrification et les arbres seront sujets à de plus 

longues périodes de baisse de disponibilité en azote (Rennenberg et al., 2006). Par conséquent, 

si la disponibilité de l’azote devient plus faible et que la croissance racinaire est ralentie ou 

stoppée, l’arbre ne pourrait pas être aussi compétitif que la faune du sol. En effet, la compétition 

face à la ressource azotée du hêtre par rapport à des essences à croissance rapide ou des espèces 

herbacées est corrélée à l’humidité du sol (Fotelli et al., 2001, 2002, 2004). Aussi, en situation 

de sécheresse où la disponibilité en azote est plus faible, le hêtre ne pourrait plus être compétitif 

et présenter des diminutions de croissance (Simon et al., 2017).  

Malgré leur importance, peu d’études ont évalué l’impact des perturbations sur le cycle azoté 

interne chez les espèces ligneuses (Delaporte, 2015). Quelques études ont montré que la 

nutrition et le cycle azoté étaient impactés par les sécheresses (Rennenberg et al., 2006, 2009; 

Nahm et al., 2007; Dannenmann et al., 2016; Gessler et al., 2016) mais l’effet de stress sur le 

fonctionnement azoté des arbres reste encore mal connu. Or, la sensibilité de certaines essences 

forestières, notamment le hêtre, à des limitations de disponibilité en azote a été confirmée 

récemment (Simon et al., 2017). Il est donc nécessaire d’inclure le métabolisme azoté interne à 

l’arbre lorsqu’on cherche à comprendre les mécanismes sous-jacents aux phénomènes de 

mortalité. La figure II.6 ci-dessous regroupe les grandes fonctions des cycles carboné et azoté.  
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Figure II.6. Schéma représentatif des grandes fonctions des cycles carboné et azoté de 

l’arbre adapté librement de la thèse d’Angélique Gilson (2015). 
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2.4. Comment améliorer notre compréhension des 

processus menant à un phénomène de mortalité ? 

2.4.1. Le choix du dispositif expérimental est primordial  

L’étude la mortalité forestière a des implications dans de nombreuses thématiques allant de la 

physiologie moléculaire à la modélisation en passant par des recherches en stratégie de gestion 

forestière. En fonction de l’approche considérée, les méthodologies appliquées dans la 

compréhension et la prise en compte de la mortalité sont nombreuses. Cependant, les études de 

mortalité en conditions naturelles sont rares (e.g. Cailleret et al., 2014) dues à l’impossibilité 

de prédire quand un arbre va mourir. C’est pourquoi les expérimentations contrôlées peuvent 

être plus utiles car elles permettent de générer des stress contrôlés plus importants, plus longs 

et laissent aussi le choix du moment dans la saison où le stress est appliqué. Ces conditions 

contrôlées peuvent être appliquées en phytotron ou en serre mais cela implique que les plantes 

poussent en pots. La culture en pot a comme conséquence la création de contraintes artificielles 

de sol entraînant par exemple une limitation du développement racinaire ou une faune du sol 

différente et quelquefois, des effets liés à la transplantation (Kawaletz et al., 2014 ; Bussotti et 

al., 2018).  

Les expérimentations contrôlées en pot sont surtout adaptées aux arbres au stade juvénile et les 

résultats obtenus sont difficilement extrapolables à des stades plus âgés (Thomas et al., 2002 ; 

Baber et al., 2014 ; Hartmann et al., 2018).  Par exemple, Hélène Genet (2009) a montré sur 

une chrono-séquence de hêtre que l’allocation de carbone vers le stockage augmente avec l’âge 

au détriment de la croissance ; des résultats similaires ont été trouvés par Gilson et al., (2014) 

sur une chrono-séquence de chêne. Ce facteur âge pourrait donc limiter notre compréhension 

du fonctionnement des écosystèmes forestiers sous contraintes et notre capacité à prédire la 

réponse d’arbres matures en forêt exposés à un climat changeant. A un stade juvénile, il 

apparaîtrait que les arbres privilégient plus leur croissance afin d’éviter un effet de compétition, 

ce qui s’amenuise sur des arbres au stade mature avec des structures racinaires et aériennes 

établies. De plus, la croissance d’un jeune arbre peut se faire tout au long de la saison de 

végétation (Kozlowski et Pallardy, 1997) alors qu’un arbre plus mature aura une croissance 

seulement une partie de la saison de végétation. En se basant seulement sur ce postulat, les 

allocations carbonées seront alors différentes en fonction de l’âge de l’arbre. Des arbres très 

jeunes ne peuvent pas être vus comme des petits arbres matures et la maturation de ceux-ci 
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engendre forcément des différences de schéma d’allocation des ressources. Par exemple, la 

proportion des feuilles par rapport à la biomasse de l’arbre diminue avec l’âge (Poorter et al., 

2012) ayant une conséquence directe sur l’allocation carbonée et azotée dans l’arbre. Les 

composés azotés et carbonés étant indispensables dans la physiologique de l’arbre, ceux-ci 

seront amenés à être transportés de la source (assimilation/absorption ou réserves) vers les 

organes puits et l’âge aura une importance quant à la distance de transport. Aussi, la localisation 

des réserves amenées à être remobilisées pourra être modifiée remettant alors en question les 

résultats trouvés sur des arbres très jeunes et de petite taille. Enfin le plus important reste que 

nos résultats aient une signification plus ou moins lointaine avec ce qui se passera dans les 

décennies à venir dans nos forêts. Or, celles-ci ne sont pas équiennes et des arbres de différents 

stades d’âge seront donc confrontés aux changements du climat. Par conséquent, il est 

nécessaire de considérer plusieurs stades de maturité d’un arbre. 

2.4.2. Le choix de l’espèce d’étude 

Compte tenu de la réponse différente face à un stress que peut avoir un arbre à feuilles caduques 

ou un arbre à feuilles persistantes, un arbre à stratégie isohydrique ou anisohydrique ou encore 

un arbre à croissance rapide (peuplier, eucalyptus) d’une essence à croissance lente, il est 

nécessaire d’étudier l’ensemble des espèces d’arbres d’intérêt économique ou écologique qui 

pourraient présenter des sensibilités différentes face aux futurs changements climatiques.  En 

effet, pour aider les gestionnaires forestiers à mieux préparer les forêts aux aléas climatiques de 

demain, la variabilité inter-spécifique de réponse des arbres à la sécheresse est actuellement 

largement étudiée à la fois pour identifier les espèces les plus vulnérables et les plus résistantes 

(Manion, 1981; McDowell et al., 2008; Voltas et al., 2013; Gessler et al., 2016; Martin-StPaul 

et al., 2017) mais aussi pour comprendre le fonctionnement des forêts mélangées par rapport 

aux forêts monospécifiques (Verheyen, 2013 ; Verheyen et al., 2016). De plus, une meilleure 

connaissance du comportement de certaines espèces face à une perturbation est fondamentale 

pour simuler précisément la mortalité dans les modèles de dynamique forestière (Meir et al., 

2015) surtout dans des régions forestières où l’espèce considérée est d’une importance 

écologique et économique.  
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2.4.3. Quelles contraintes à appliquer pour engendrer de la 

mortalité ? 

Les arbres sont des organismes capables de vivres plusieurs centaines d’années (quelques 

exemples, le Jomon Sugi au Japon dont l’âge est estimé entre 2000 et 7000 ans, Le Sénateur, 

cèdre de 58m de haut et âgés de 3500 ans malheureusement brûlé en 2012). Les arbres de nos 

forêts françaises vivent plusieurs décennies ou siècles et sont donc sujets à des contraintes 

biotiques et abiotiques récurrentes. Afin d’étudier la mortalité d’un arbre, il faut pouvoir 

modifier son environnement de façon à engendrer des changements tels, que l’arbre ne pourra 

pas répondre et finira par ne plus pouvoir s’adapter. Dans ce paragraphe seront listées les deux 

contraintes artificielles appliquées au sein de ce travail de thèse afin d’engendrer de la mortalité. 

a. Impacts d’une sécheresse édaphique intense et prolongée 

Une sécheresse édaphique aura une incidence selon trois facteurs établis : son intensité, sa durée 

et le moment où elle intervient (Bréda et al., 2006 ; Ruffault et al., 2013 ; D’Orangeville et al., 

2018). Différentes intensités de sécheresse induisent des processus physiologiques différents 

(Hsiao, 1973 ; Ditmarova et al., 2010). Par exemple, un arbre sous une sécheresse modérée peut 

ne pas présenter de rupture de la colonne d’eau mais plutôt mourir d’un épuisement de réserves 

carbonées ou azotées si la sécheresse dure plus longtemps (McDowell, 2011). L’absence de 

preuves notables d’une mort due à un épuisement des NSC pourraient provenir du fait qu’une 

majorité d’études prend en compte la dynamique des NSC sur un temps assez court et donc 

dans le cas où l’arbre fait face à des stress intenses mais de courte durée (Anderegg et Anderegg, 

2013 ; Regier et al., 2010 ; Piper et al., 2016). L’importance des interactions entre les cycles 

carboné et azoté de l’arbre va également dépendre de la durée et l’intensité de la sécheresse. En 

effet, l’allocation carbonée vers le compartiment racinaire peut être réduite, par manque 

d’apport en nouveaux assimilats d’origine foliaire, engendrant une absorption racinaire 

moindre ; une sécheresse intense va retarder l’allocation de carbone vers le compartiment 

souterrain dû à de probables difficultés de transport alors qu’une sécheresse modérée peut 

stimuler le transport des photo-assimilats vers les racines et pourrait augmenter la 

rhizodéposition qui fournit du substrat carboné aux communautés microbiennes du sol en 

échange de nutriments notamment de l’azote (Lynch et Whipps, 1990 ; Cai et al., 2010 ; 

Delaporte, 2015 ; Schiebold et al., 2017 ; Preece et al., 2018). 
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  b. Impacts de défoliations intenses et répétées 

Naturellement, les arbres peuvent subir des défoliations à la suite d’une gelée tardive, de 

sécheresse intense, du vent ou résultant d’agents biotiques comme les insectes défoliateurs ou 

les herbivores. Une défoliation peut grandement réduire la productivité d’un écosystème (Li et 

al., 2007 ; Clark et al., 2010 ; Vargas et al., 2010) et induire de la mortalité comme après une 

attaque massive de spongieuse aux Etats-Unis (Davidson et al., 1999) ou par la processionnaire 

du pin (Palacio et al., 2012). Bien que la réponse de l’arbre à une défoliation ait fait l’objet de 

nombreuses études, la compréhension des mécanismes internes suite à une défoliation reste à 

ce jour sous étudiée (Agrawal, 2005).  

En effet, la défoliation cause des réponses physiologiques variées affectant plusieurs fonctions 

métaboliques. Il apparaît que la réponse de l’arbre à la défoliation dépend surtout : (1) des 

caractéristiques de la défoliation et particulièrement de sa période, de son intensité et de sa 

récurrence (Piene et Little, 1990 ; Kolb et al., 1999). Dans une étude récente, Jacquet (2012) a 

montré un effet significatif de la défoliation sur la perte de croissance allant de 25% de perte de 

croissance pour une défoliation d’intensité faible (0-24%) à 75% pour les plus fortes 

défoliations (75-100%) sur la croissance du pin maritime. Mais la réponse de l’arbre dépend 

aussi (2) des caractéristiques de l’arbre hôte et des facteurs environnementaux (disponibilité 

des nutriments dans le sol, température, disponibilité en eau …).  

Les NSC mis en réserve ont été évoqués comme ayant un potentiel rôle de « tampon » lors 

d’une défoliation fournissant des substrats carbonés maintenant la croissance malgré la perte de 

tissus photosynthétiques comme chez Eucalyptus globulus (Eyles et al., 2009). Néanmoins, ce 

maintien de la croissance après une défoliation n’est pas toujours observé. Certaines études ont 

montré que la croissance décroît suivant la défoliation sans impacter les concentrations de NSC 

(Reichenbacker et al., 1996; Kosola et al., 2001; Palacio et al., 2008, 2012; Susiluoto et al., 

2010; Piper, 2015).   

Une défoliation effectuée peu après la mise en place du compartiment foliaire aura comme 

première incidence de laisser l’arbre avec une surface photosynthétique très réduite pendant 

une grande partie de la saison de végétation notamment quand le gain en carbone est 

normalement au maximum (Schäfer et al., 2010).  

De plus, l’impact d’une défoliation n’atteint pas seulement le métabolisme carboné de l’arbre 

mais également son métabolisme azoté. En effet, lors de la période végétative, les feuilles sont 

le compartiment le plus riche en azote compte tenu des besoins pour la photosynthèse (Kramer 
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et Kozlowski, 1979). Lors d’une étude sur du hêtre mature, El Zein (2011) a montré qu’en Juin, 

à la fin de l’expansion foliaire, le compartiment foliaire contenait 38% de l’azote non structural 

total de l’arbre. Aussi, une défoliation aurait comme conséquence une perte massive et 

définitive d’une partie importante du stock en azote de l’arbre qu’il ne pourra pas recycler au 

moment de la sénescence.  
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L’objectif de ce travail de thèse est d’améliorer la compréhension des mécanismes sous-jacents 

au phénomène de mortalité en étudiant l’impact d’une défoliation ou d’une sécheresse 

édaphique sur les métabolismes carboné et azoté de hêtres (Fagus sylvatica L.) initialement 

âgés de 8 ans. La mortalité étant un processus qui peut subvenir après un temps long, notamment 

en cas de mort due à un manque de ressources carbonées ou azotées, nous avons mis en place 

les traitements (sécheresses édaphiques ou défoliation annuelle) pendant 30 mois. Les résultats 

seront structurés en 4 parties, chacune des parties étant constituée d’un article, soumis ou en 

préparation.  

• Article n°1 : Dynamique saisonnière des carbohydrates non-structuraux chez de 

jeunes rameaux de Fagus Sylvatica L. âgés de 8 ans suivant une sécheresse ou une 

défoliation durant 30 mois 

Les rameaux sont les organes proches des parties en croissance de l’arbre qui stockent et 

remobilisent des réserves plus intensément que les organes plus éloignés (Titus et Kang, 1982) 

amenant à des dynamiques saisonnières plus marquées (Hoch et al., 2003). Chez le hêtre, il 

semblerait que les branches remobilisent plus de carbone nécessaire pour le débourrement et la 

croissance printanière que le tronc (Barbaroux, 2002 ; Barbaroux et Bréda, 2002). Un stockage 

près des organes puits de carbone semble donc être privilégié chez le hêtre réduisant ainsi la 

distance lors de la remobilisation. Les branches pourraient alors constituer de bons indicateurs 

dans le suivi de la dynamique carbonée et azotée au rythme saisonnier et nous souhaitons alors 

le vérifier. Afin d’avoir une indication des conséquences de trois défoliations annuelles 

consécutives ou d’une sécheresse sur les concentrations et quantités des composés carbonés 

dans l’arbre, nous faisons l’hypothèse que le choix de se focaliser sur le fonctionnement carboné 

des rameaux est pertinent.  

Pour ce faire, la composition des NSC (amidon et sucres solubles différenciés) des rameaux de 

l’année et âgés de 1 an d’un sous échantillon d’arbres a été étudiée pendant 30 mois dans ce 

premier chapitre. Les dates de minimum et maximum théoriques des NSC dans l’arbre ont été 

retenues pour les campagnes d’échantillonnage amenant à 5 le nombre de compagnes durant la 

durée de l’expérimentation. Le sous échantillon d’arbres concernés par cette partie est composé 

d’arbres témoins (non défoliés et bien irrigués), d’arbres soumis à une défoliation répétée, ou 

d’arbre soumis à une sécheresse édaphique continue et intense. Lorsque de la mortalité d’arbres 

a été observée, nous avons également échantillonné ces arbres.  
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L’article présenté est en cours de préparation pour une soumission prochaine à Annals of Forest 

Sciences. 

• Article n°2 : Est-ce que la dynamique azotée à court terme des branches de Fagus 

Sylvatica L. est impactée par une défoliation ou une sécheresse ? 

Le marquage isotopique est un outil intéressant pour le suivi des cycles biochimiques dans les 

écosystèmes forestiers et plus particulièrement dans l’arbre. En marquant le compartiment 

foliaire avec de l’urée enrichie en 15N, des acides aminés vont incorporer cet isotope au cours 

de leur synthèse puis les protéines seront à leur tour marquées au cours de leur propre synthèse. 

L’urée est fortement concentrée en azote (46%), soluble dans l’eau et non-polaire, facilitant son 

incorporation dans les feuilles. L’utilisation d’urée marquée peut alors permettre d’étudier le 

cycle azoté foliaire et de suivre le transport des molécules azotées de la feuille vers d’autres 

organes sans altérer le statut azoté des feuilles marquées si la quantité apportée est faible et que 

la concentration en azote marqué est importante. Le cycle azoté foliaire est dépendant de la 

phénologie. Aussi, de l’urée absorbée en Juin restera en priorité dans la feuille comme montré 

par Hill-Cottingham et Lloyd en 1975 alors que plus tard dans la saison de végétation, l’urée 

suivra le recyclage azoté par démantèlement de la machinerie photosynthétique (Shim et al., 

1972 ; Dong et al., 2002) et sera donc transportée hors de la feuille vers les organes pérennes. 

La feuille est un puits majeur d’azote durant la saison de végétation et son fonctionnement est 

essentiel dans le maintien des capacités photosynthétiques de l’arbre ou de sa condition 

hydrique. Une expérimentation de marquage foliaire au 15N a été effectuée au cours de la 

seconde année de contraintes. Pour suivre le fonctionnement azoté foliaire au cours de la saison 

de végétation et pour étudier l’impact de deux durées de sécheresse édaphique mais également 

l’impact d’une défoliation à moyen et court termes, deux marquages ont été faits à deux 

moments de la saison, au printemps et en été. Le métabolisme azoté foliaire, l’assimilation 

azotée dans le circuit protéomique et le transport courte et longue distance ont été étudiés.  

Cet article est sous presse dans le journal Tree Physiology. 

• Article n°3 : Translocation saisonnière de l’azote foliaire de Fagus Sylvatica L. et 

sa tolérance à un stress : une approche utilisant un marquage isotopique 

Le recyclage automnal de l’azote et sa mise en réserve jusqu’à l’hiver est une étape cruciale 

dans le fonctionnement azoté saisonnier d’un arbre pour sa survie en période non végétative. 

Celui-ci pourrait être perturbé par des défoliations successives ou des sécheresses édaphiques 
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prolongées. Afin de tracer la mise en réserve azotée de l’arbre lors de la sénescence foliaire puis 

la remobilisation de ces réserves lors du débourrement au printemps suivant, nous avons 

procédé à un marquage de l’ensemble de la couronne au moment de la sénescence en septembre 

2015. Des abattages d’arbres ont été effectués 1 mois après marquage, 5 mois après marquage, 

au moment où la mise en réserve azotée devrait être la plus élevée, puis après la croissance 

printanière, en juin 2016 pour suivre l’utilisation des réserves azotées. L’abondance en 15N et 

la quantité d’azote ont été mesurées dans les différents compartiments des arbres (feuilles, 

rameaux, branches, tronc et racines).  

L’article est en cours de préparation pour une soumission dans Physiologia Plantarum. 

• Article n°4 : Evaluation de la mortalité face à une sécheresse édaphique sur de 

jeunes hêtres 

La mort par rupture du transport d’eau dans l’arbre peut être une cause de la mortalité forestière 

surtout si celle-ci intervient rapidement après la mise en place de la sécheresse. Néanmoins, une 

mort due à un manque de ressources carbonées peut intervenir plus tardivement après 

l’installation de la sécheresse (McDowell, 2011 ; Kulac et al., 2012 ; Klein et al., 2014). En 

réponse à une contrainte, la réponse de chaque organe de l’arbre peut être différente. En mettant 

en place des abattages d’arbre complets durant l’expérimentation, nous avons pu avoir une 

estimation des quantités de réserves carbonées restantes dans les parties aériennes des arbres 

vivants soumis à une sécheresse ou une défoliation mais également dans des arbres morts suite 

à ces contraintes. Aussi, 18, 24 et 30 mois après la mise en place des traitements, nous avons 

procédé à des abattages d’arbres où chaque compartiment (branches, tronc, racines principales, 

racines latérales, racines fines) a été séparé. Les concentrations en NSC totales, amidon et 

sucres solubles totaux ont été analysées dans tous ces compartiments et les quantités de NSC 

présents dans les parties aériennes des arbres témoins, défoliés, soumis à différentes intensités 

de sécheresse édaphique mais également des arbres morts du traitement de sécheresse a été 

suivi.  

L’article présenté a été soumis à Journal of Experimental Botany. 
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CHAPITRE 4: MATERIELS ET METHODES 
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4.1. Description du site expérimental avant la mise en place 

des traitements 

Le site expérimental est localisé dans la pépinière du centre de recherche INRA-Grand-Est à 

Champenoux, en Meurthe-et-Moselle (France, 48°75'27'' N, 6°34'10''E). Ce dispositif est 

constitué à 100% de hêtre (Fagus sylvatica L.). Le site est composé de 6 bâches (24 m x 1 m) 

où les semis de hêtres ont été mis en place en pleine-terre courant 2007 sur 60 cm de nouveau 

substrat d’origine agricole (Tableau IV.1) sous ombrière pendant 2 ans. Puis les jeunes plants 

ont poussé sous climat lorrain de 2008 à début 2014 (Figure IV.1).  

Tableau IV.1 Caractéristiques du substrat en 2008 utilisé dans le dispositif en pleine terre. 

Analyse granulométrique, pH, rapport carbone/azote (C/N) et matière organique de la terre 

contenue dans les bâches du dispositif de plantation en pépinière. Une analyse est constituée 

de trois prélèvements par bâche (Da Silva, 2007). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure IV.1 Vue du dispositif expérimental en Septembre 2012 (Crédit photos : T.Paul & 

F.Bonne). 

Texture Pourcentage (%) 

  Argile 27 ± 0.98 

Limon fin 61 ± 1.28 

Sable 12 ± 0.66 

Paramètre Valeurs min et max 

pHeau 7.52 - 8.0 

C/N 8.76 - 10.4 

Matière organique 12.1 – 14.9 g.kg-1 
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La hauteur et le diamètre des arbres ont été mesurés chaque hiver depuis 2008. La hauteur des 

arbres a été mesurée depuis le niveau du sol jusqu’à la cicatrice du bourgeon apical au moyen 

d’une perche télescopique (Figure IV.2, A). Le diamètre des arbres a été mesuré au collet à 

l’aide d’un pied à coulisse électronique (Figure IV.2, B). Afin de mesurer les arbres au même 

endroit d’une année sur l’autre, le collet a été cerclé à l’aide de peinture blanche. Avant la mise 

en place des traitements (en 2013), la hauteur moyenne et le diamètre moyen des arbres étaient 

comparable entre les 6 baches. (Figure IV.3). 

 

Figure IV.2. Photographies de la mesure en hauteur (A) et en diamètre (B) d’un arbre du 

dispositif. Crédit photos : C.Massonnet. 

Figure IV.3. Hauteur (A) et diamètre (B) moyen des arbres de chaque bâche du dispositif en 

2013, avant la mise en place des traitements, moyenne + SE, n=168 par bâche. 



 

40 
 

4.2.  Mise en place et suivi des traitements 

Durant l’hiver 2013-2014, une structure supportant un toit composé de plaques transparentes 

semi-rigides en polycarbonate a été installée. Les étapes de l’installation de ce système 

d’exclusion de pluies sont schématisées dans la figure IV.4 ci-dessous. 
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Figure IV.4. Etapes de l’installation du système d’exclusion de pluie. Crédits photos : C. 

Massonnet et P.A Chuste. 

1 
1008 Fagus Sylvatica poussés 

sous climat lorrain pendant 8 

ans 

2 

Creusage d’une tranchée autour 

du traitement sécheresse et pose 

d’une bâche à 1m80 de 

profondeur afin d’empêcher les 

apports latéraux d’eau 

souterraine et la prospection 

latérale des racines 

3 Pose du système d’exclusion 

de pluie (avril 2014) 

4 
Pose de filets latéraux afin 

d’empêcher les apports latéraux 

d’eau aériens (mai 2014) 
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L’aire totale du toit était de 630 m² (30m x 21m). La hauteur sous le toit était de 5 m afin de 

permettre la croissance en hauteur des arbres durant toute l’expérimentation notamment pour 

les arbres qui étaient bien irrigués. Tous les arbres ont été placés sous la structure pour un souci 

d’homogénéisation du microclimat entre les traitements.  

Sur les 1008 arbres répartis en 6 bâches situées dans le dispositif sous le toit, un tiers des arbres 

du dispositif (336 arbres) a été sélectionné pour être en sécheresse édaphique correspondant 

aux arbres situés dans les bâches les plus au nord [bâches 1 et 2] (voir Figure IV.5). Un second 

tiers, correspondant aux deux bâches centrales [bâches 3 et 4], a été sélectionné pour le 

traitement de défoliation. Enfin, le dernier tiers [bâches 5 et 6], a constitué le traitement témoin 

(Figure IV.5).   

 

Figure IV.5. Vue satellite du dispositif expérimental avec le toit installé au-dessus de 

l’ensemble des arbres. Google Maps le 15/03/2017. 
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4.2.1. Le traitement témoin 

Le traitement témoin était constitué de 336 arbres qui ont été bien irrigués à l’aide d’un système 

de goutte à goutte durant l’ensemble de l’expérimentation. Ils n’ont pas été défeuillés et 

constitueront donc le point de comparaison par rapport aux arbres sous contraintes présentés ci-

dessous. 

4.2.2. Le traitement de sécheresse 

L’irrigation des arbres des bâches 1 et 2 a été stoppée pendant les 3 saisons de végétation (2014, 

2015 et 2016) de l’expérimentation à l’exception d’une légère irrigation (40 mm) qui a été 

effectuée seulement en fin de saison de végétation en 2014 et 2015.  

4.2.3. Le traitement de défoliation 

Une défoliation d’une intensité de 75% (Figures IV.6 et IV.7) a été effectuée en Juin 2014 et 

2015. La défoliation consistait à retirer manuellement 3 feuilles sur 4 réparties dans toute la 

couronne de l’arbre comme figuré dans la figure IV.6. La troisième année, les arbres 

grandissant et ayant de plus en plus de feuilles chaque année, le traitement a été intensifié en 

procédant à une défoliation à 90% pour éviter de laisser trop de feuillage sur les arbres. De plus, 

cette dernière défoliation a été avancée en mai. Chaque année, la défoliation a été réalisée sur 

les 336 arbres du traitement et s’est déroulée sur environ 2 semaines. Ces arbres ont été irrigués 

pendant toutes les saisons de végétation. 
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Figure IV.6 Schématisation (A) et photographies (B) d’une branche avant et après une 

défoliation d’intensité 75%. Crédit photos B : C. Massonnet. 

 

Figure IV.7.  Photographie à gauche de deux arbres, l’un défeuillé à 75% à gauche et l’autre 

non défeuillé à droite. La photographie à droite montre ces deux mêmes arbres défeuillés.  

Crédit photos : C. Massonnet. 

  

Avant défoliation Après défoliation 

A 

B 
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(1) 

4.2.4. Suivi de l’évolution de l’humidité du sol 

La teneur en eau du sol a été suivie à l’aide de sondes à neutron (TROXLER TX 4301, Research 

Triangle Park, NC, USA). Trois tubes ont été installés dans chaque traitement (témoin, 

défoliation, sécheresse) deux à une profondeur allant de 0 à 1 m et un à une profondeur de 0 à 

1.6 m afin de quantifier la réserve en eau du sol à chaque profondeur (Figure IV.8). Durant la 

saison de végétation, des mesures ont été faites toutes les deux semaines et une fois par mois 

en hiver.  

 

Figure IV.8. Photographie du dispositif de suivi de teneur en eau du sol. Crédit photo : J. 

Levillain. 

Pour chaque profondeur, la quantité totale de réserve en eau du sol (TAWC en mm) a été 

calculée en estimant des points caractéristiques à partir des fonctions de pédotransfert pour la 

mesure de la capacité au champ (θfc) et la mesure du point de flétrissement (θwp). La densité du 

sol a été estimée par la méthode des cylindres. La quantité totale de réserve en eau du sol a été 

calculée selon Bréda et al., (1995). 

REW=100* 
TAWC-R

TAWC
 

 

Où R le contenu actuel en eau du sol et TAWC le contenu total de l’eau dans le sol. 
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4.2.5. Caractérisation de l’état hydrique des arbres 

Des mesures de potentiel hydrique de base ont été effectuées au cours des trois saisons de 

végétation 2014, 2015 et 2016 sur un sous échantillon d’arbre répartis dans les 3 traitements 

(témoin, défoliation, sécheresse).  En 2016, des campagnes de mesures ont été réalisées sur 

l’ensemble des arbres du traitement sec (336 arbres). Elles ont été faites pendant les 2h 

précédant le lever du soleil. Les mesures ont été effectuées à l’aide d’une chambre à pression 

(PMS Instruments, Albany, OR, USA). Les pétioles des feuilles étant trop fins pour être 

correctement installés dans la chambre et garantir une étanchéité, nous avons effectué ces 

mesures sur des rameaux.   

4.2.6. Détermination de la mortalité 

Un des objectifs de cette expérimentation était l’étude de la mortalité et seul le traitement de 

sécheresse a permis d’induire de la mortalité sur nos hêtres. La détermination d’un arbre mort 

s’est faite par l’observation des symptômes suivants : (1) lorsque l’arbre n’a pas débourré au 

printemps ou (2) si un asséchement anormal de toutes les feuilles est constaté durant la saison 

de végétation (Figure IV.9).  

Ces arbres morts ont été échantillonnés partiellement (rameaux) ou complétement (abattages). 

 

 

Figure IV.9. Photographies d’une partie des arbres morts durant la saison de végétation 

2016. Le code donné sous chaque photo correspond à l’identification unique de chaque 

arbre. Crédit photo : P.A. Chuste. 
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4.3.  Phase expérimentale de terrain 

Afin de suivre les perturbations des cycles carboné et azoté par ces traitements de sécheresse 

ou défoliation, nous avons mis en place différents suivis : 

- Suivi du cycle carboné : 

o Dynamique saisonnière des NSC au niveau raméal 

o Dynamique NSC au niveau arbre entier 

- Suivi du cycle azoté :  

o Marquage isotopique 15N du feuillage d’une branche et suivi à court-terme au 

sein d’une branche 

o Marquage isotopique 15N du feuillage total de l’arbre et suivi saisonnier de 

l’azote marqué  

4.3.1. Dynamique saisonnière des NSC au niveau raméal 

Vingt-quatre arbres sélectionnés au hasard ont été suivis pendant toute la durée de 

l’expérimentation : 8 arbres du traitement témoin, 8 arbres du traitement défeuillé, 8 arbres du 

traitement sécheresse. Des prélèvements supplémentaires ont également été réalisés sur des 

arbres morts lorsqu’il y a eu mortalité. Des prélèvements de rameaux ont été effectués sur les 

arbres des différents traitements chaque année à des dates clés de la saison de végétation pour 

caractériser la dynamique saisonnière des réserves carbonées : en juin, lorsque les réserves 

carbonées sont minimales dans les arbres et en octobre, lorsqu’elles sont maximales 

L’échantillonnage a eu lieu en octobre 2014, 6 mois après le début des traitements, en juin et 

octobre 2015, juin et octobre 2016 (Figure IV.10).  

 

 

 

 

 

Figure IV.10. Frise chronologique des prélèvements des rameaux pour la dynamique 

saisonnière des NSC. 
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Afin d’éviter tout biais dû à une hétérogénéité des rameaux dans l’arbre, 3 branches ont été 

prélevées par arbre à chaque date d’échantillonnage. Chaque branche prélevée a été divisée 

selon les années (Y) de croissance et seules les deux dernières (Y et Y-1) ont été gardées.  

Au printemps, le rameau de l’année de croissance en cours porte les nouvelles feuilles de 

l’année et présente une forte remobilisation des ressources carbonées et azotées. La teneur en 

NSC pouvant être fluctuante suivant l’heure de prélèvement et la date de prélèvement, il a été 

décidé de ne pas prendre les rameaux de l’année en Juin 2015 et 2016 car ceux-ci étaient tout 

nouvellement formés et pouvait refléter la physiologie de la feuille qui est dépendante du cycle 

circadien, et, par conséquent, de l’heure de prélèvement. Une fois prélevés, les échantillons ont 

été mis dans une pochette papier libellée et immédiatement congelés dans l’azote liquide (-

196°C) afin de stopper toute réaction enzymatique. Enfin, les bourgeons dormants ont 

également été retirés avant les analyses en laboratoire afin de pouvoir faire l’objet d’une autre 

étude. Les échantillons ont ensuite été stockés dans un ultra congélateur à -80°C. 

4.3.2. Dynamique saisonnière des NSC et répartition dans les 

différents compartiments de l’arbre  

Cinquante-huit arbres ont été abattus à différentes dates entre Octobre 2015 et Octobre 2016 

(Figure IV.11). Les dates sélectionnées ont été les suivantes :  

- En Octobre 2015 et Octobre 2016, respectivement 18 et 30 mois après le début des 

traitements et à la date théorique dans la saison de végétation où la quantité de NSC 

mise en réserve est maximale.  

- En Juin 2016, 24 mois après le début des traitements, à la date théorique dans la saison 

de végétation où la quantité de NSC en réserve est la moins importante.  

Figure IV.11. Frise chronologique des prélèvements arbres entiers pour la dynamique 

saisonnière des NSC. 
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Le tableau ci-dessous (Tableau IV.2) donne les effectifs par traitement à chaque date. A noter 

que l’on a sélectionné des arbres morts uniquement en 2016.  

Tableau IV.2.  Effectifs des arbres abattus par traitement à chaque date. 

Traitement Octobre 2015 Juin 2016 Octobre 2016 

TEMOIN 6 6 4 

DEFEUILLE 6 6 4 

SECHERESSE 6 6 4 

MORT / 6 (tous secs) 4 (tous secs) 

 

Avant chaque abattage, une description des unités annuelles de croissance du tronc avait été 

faite. Le protocole d’abattage fut le même à chaque date, avec : 

- La coupe de l’arbre sur le terrain au-dessus du collet et transport de l’arbre jusqu’à la 

salle de découpe (1 minute en voiture). 

 

- Arrivé en salle de découpe, l’arbre a été entièrement défeuillé et le feuillage de l’arbre 

a été pesé. Parmi ces feuilles, deux aliquotes de feuilles ont été prélevées au hasard :  

o a) Une aliquote de 100 feuilles a été passée au planimètre afin d’estimer la 

surface foliaire de ces 100 feuilles puis ces feuilles ont été séchées à l’étuve à 

80°C pendant 48h et pesées afin d’obtenir la masse sèche.  

o b) Une aliquote de 20 feuilles a été prélevée et plongée immédiatement dans 

l’azote liquide, stockée à -80°C puis lyophilisée pendant 5 jours sous vide et 

conservée au sec pour des mesures biochimiques ultérieures. 

o c) Les feuilles restantes ont été séchées à l’étuve à 80°C pendant 48h pour avoir 

la biomasse totale foliaire de l’arbre et pouvoir calculer la surface foliaire totale 

de l’arbre par les relations d’allométrie. 

 

- Trois branches réparties uniformément dans l’arbre ont été prélevées et sous-

échantillonnées par année de croissance :  

▪ rameau de l’année (Y) 

▪ rameau de l’année précédente (Y-1) 

▪ Le reste de la branche (<Y-1) 
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- Les branches restantes de l’arbre ont été prélevées et mises à l’étuve à 80°C pendant 

48h afin d’obtenir la masse sèche. Les branches mortes, s’il y en avait, ont été pesées à 

part. 

 

- Le tronc a été divisé en fonction de la hauteur dans l’arbre. Ces différents échantillons 

de tronc ont été immédiatement plongés dans l’azote liquide et conservés à -80°C. 

 

 

- Le compartiment racinaire a été excavé une fois la découpe de l’arbre effectuée. 

L’excavation totale du compartiment racinaire fut impossible compte tenu de la 

proximité des arbres dans le dispositif et la compacité du sol du traitement sec. Par 

conséquent, la masse racinaire n’a pas été comptabilisée comme représentant la totalité 

de celle-ci. A l’exception d’Octobre 2015, les racines ont été séparées selon leur 

diamètre (d) (racine fines d<1mm ; racines latérales 2mm<d<5mm ; racines principales 

d>5mm). Une aliquote de chaque classe racinaire (fine, latérale, principale) a été 

plongée dans l’azote liquide et conservée à -80°C.  

 

4.3.3. Dynamique a court terme du 15N dans les branches  

Le marquage au moyen d’azote enrichi (15N-urée) a été effectué durant la saison de végétation 

2015 à deux dates clefs (Figure 25), à la fin du mois de Mai (Day of Year: 148) et à mi-Juillet 

(Day of Year: 187) (Figure IV.13).  

 

Figure IV.13. Frise chronologique des prélèvements foliaires et bois pour étudier la 

dynamique à court terme 15N dans la branche.  

Le choix de la saison de végétation 2015 pour le marquage a été dicté par la volonté d’estimer 

si le fonctionnement azoté serait perturbé après une année de contrainte. Un premier marquage 
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a été fait fin-mai 2015, une fois l’expansion foliaire terminée et avant la défoliation de 2015 et 

un second marquage a été réalisé en juillet 2015, 3 semaines après la défoliation.  

Pour cette expérimentation, nous avons choisi d’avoir deux intensités de sécheresse différentes 

déterminées suivant les potentiels de base mesurés sur ces arbres : une sécheresse modérée  pour 

les arbres avec des potentiels autour de -0,5 MPa et une sécheresse sévère pour les arbres avec 

des potentiels autour de -1,2 MPa. Douze arbres par traitement (contrôle, défoliation, sécheresse 

modérée et sécheresse sévère) ont été sélectionnés. Sur chaque arbre, une branche située à un 

étage foliaire équivalent (à hauteur de poitrine) a été isolée dans un sac plastique transparent 

(Figure IV.14.A) et une solution aqueuse d’urée enrichie en 15N (ISOTEC Inc 15N1 10,4% 15N, 

concentration 5 g/L) a été pulvérisée sur les feuilles au moyen d’un vaporisateur (Figure 

IV.14.B). Suite au marquage, le sac en plastique a été fermé autour de la branche marquée, bien 

ficelé à la base de la branche et percé de trous afin d’éviter une trop grande condensation. Le 

marquage a été effectué en fin d’après-midi (16-18h). 

 

Figure IV.14.  Photographies de l’expérimentation de marquage sur une branche. A : Mise 

en place d’un sac en plastique autour de la branche à marquer afin d’éviter toute 

contamination environnante. B : Pulvérisation de l’azote marqué sur les feuilles au moyen 

d’un pulvérisateur. 

Le sac plastique a été maintenu toute la nuit afin d’éviter toute contamination du sol et des 

branches voisines et a été enlevé le lendemain matin (8h) suivant le marquage. Le protocole 

d’échantillonnage fut le suivant et fut le même pour les deux opérations de marquage (Juin / 

Juillet) :  

- A T0, avant le marquage, des échantillons foliaires et de rameaux ont été prélevés afin 

de quantifier le niveau d’abondance naturelle en isotope 15N dans ces 2 compartiments. 
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- A T0.5, soit le lendemain matin du marquage, des feuilles ont été échantillonnées. Nous 

nous proposions d’échantillonner des feuilles d’une branche durant 14 jours, aussi, il 

aurait été compliqué d’échantillonner des feuilles complètes tout au long de l’expérience 

sans être certain que cette défoliation forcée ne change pas le métabolisme azoté. Aussi, 

nous avons choisi d’échantillonner les feuilles à l’aide d’un poinçonneur (Figure 

IV.15.A et IV.15.B). Cinq disques (aire = 38mm²) de feuilles ont donc été prélevés sur 

5 feuilles différences à T0.5. 

 

 

- A T1 (1 jour après le marquage) et T2 (2 jours après le marquage), des échantillons 

foliaires ont été prélevés de la même manière qu’à T0.5. et sur les mêmes 5 feuilles. 

 

- A T4 (4 jours après le marquage), le reste des 5 feuilles trouées a été prélevé. Une autre 

feuille a également été prélevée pour quantifier l’assimilation de 15N dans les protéines 

foliaires sur un sous échantillon des arbres marqués (6 arbres/traitement/ date).  

 

Figure IV.15. Photographies des prélèvements foliaires réalisés suite à l’expérimentation de 

marquage sur une branche. A : Utilisation du poinçonneur afin de prélever un échantillon 

foliaire. B : Feuille trouée suite à l’utilisation du poinçonneur. 

- A T7 (une semaine après le marquage), un nouveau prélèvement foliaire par 

poinçonnage a été effectué sur 5 nouvelles feuilles.  

 

- Enfin, après 14 jours, l’ensemble du feuillage de la branche marquée ainsi que la 

branche portant les feuilles marquées ont été récoltés. La branche a été séparée par 

pousse annuelle. Des feuilles provenant du rameau apical de l’arbre ont été également 

échantillonnées afin de suivre le transport longue distance de l’azote.  
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A chaque date d’échantillonnage, les échantillons ont été soigneusement lavés à l’eau distillée 

et immédiatement plongés dans l’azote liquide. La figure IV.16 ci-dessous résume le calendrier 

de l’expérimentation. 

w 

 

Figure IV.16. Schéma récapitulatif de la stratégie expérimentale de notre marquage à l’azote 

15. 

 

4.3.4. Allocation du 15N à  l’échelle arbre entier 

De manière analogue au marquage 15N branche, nous avons distingué pour cette 

expérimentation deux niveaux de sécheresse selon les valeurs de potentiels de base mesurées 

en Septembre 2015 au moment du marquage. Ainsi, 2 classes d’arbres ont été choisies dans les 

traitements secs en fonction de leur potentiel hydrique de base, de -0,5 à -1,5 MPa, classés en 

tant que secs modérés et une seconde classe avec des potentiels de base compris entre -2,5 MPa 

et -4 MPa classés en tant que secs sévères.  

Et rameaux 

d’arbres non 

marqués 
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Une solution aqueuse d’urée enrichie en 15N (urée-15N2, 10,4 atom% (5 g/L)) a été appliquée 

sur le feuillage au moyen d’un pulvérisateur (Figure IV.17.A). Afin d’éviter toute 

contamination du sol et des arbres avoisinants suite au marquage, des sacs plastiques 

transparents ont été installés sur toute la couronne et attachés au collet de l’arbre. L’ensemble 

des feuilles a reçu, sur la face inférieure et supérieure, de l’urée marquée en partant des étages 

foliaires inférieurs et en remontant au fur et à mesure jusqu’à la cime de l’arbre. Le sac 

transparent a ensuite été fermé à son extrémité (Figure IV.17.B et C) et afin d’éviter toute 

condensation à l’intérieur dû à la transpiration foliaire, le sac a été troué à plusieurs endroits. 

Le sac transparent a été enlevé le lendemain matin en début de matinée. 

 

Figure IV.17. Photographies de l’expérimentation de marquage 15N-arbre entier. A : 

pulvérisation de l’urée marquée sur les feuilles. B et C : Sac en plastique transparent mis en 

place après le marquage, percé de trous et enlevé le matin suivant le marquage. 

 

Suite à ce marquage, trois séries d’abattages ont eu lieu :  

- en Octobre 2015, un mois après le marquage, au moment théorique du recyclage de l’azote 

foliaire vers les parties pérennes de l’arbre, afin de déterminer si notre marquage foliaire et la 

résorption foliaire étaient effectifs. 

- en Février 2016, 5 mois après le marquage pour suivre la remobilisation théorique de l’azote 

des feuilles vers les organes puits que sont les organes pérennes de l’arbre (branches, tronc, 

racines). 

- en Juin 2016, 9 mois après le marquage, une fois l’expansion foliaire terminée lorsque la 

remobilisation des réserves azotées vers les organes puits que sont principalement les feuilles à 

cette date est achevée (Figure IV.18). 
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Figure IV.18. Frise chronologique des abattages pour la répartition 15N arbre entier. 

 

Les effectifs des abattages sont donnés ci-dessous (Tableau IV.3). 

Tableau IV.3. Tableau des effectifs des arbres abattus pour suivre la répartition 15N arbre 

entier. 

 Octobre 2015 Février 2016 Juin 2016 

C 2 6 6 

D 2 6 6 

MD 2 3 3 

SD 2 3 3 

 

Les compartiments sélectionnés pour l’analyse isotopique sont :  

- L’ensemble du feuillage en Février (constitué par la litière récoltée au moyen d’un filet) 

et du feuillage de l’année en Juin. 

- L’ensemble des branches. 

- Le tronc selon la hauteur (base, à mi-hauteur, au sommet). 

- Le compartiment racinaire découpé selon le diamètre de manière analogue à la partie 

NSC arbre entier.  

Afin d’éviter toute contamination isotopique entre échantillons lors de l’abattage, chaque 

instrument utilisé a été soigneusement lavé entre chaque découpe. 

Des arbres supplémentaires non marqués (n= 10, arbres communs avec ceux utilisés pour 

l’analyse de la répartition des NSC à l’échelle arbre entier) ont été également abattus pour 

déterminer l’abondance naturelle en 15N des différents organes de l’arbre. 
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4.4. Phase de préparation des échantillons pour les analyses 

Tous les échantillons congelés dans l’azote liquide ont été lyophilisés (déshydratation à froid 

par sublimation de la glace sous vide) sur une période de 5 jours. (Dura-Top, Dura-dry, FTS 

Systems, Stone Ridge, NY, USA) puis ont été ensuite stockés au sec à l’abri de la lumière. 

Enfin, ils ont été mis à l’étuve à 45°C pendant 48h avant d’être pesés afin d’avoir la matière 

sèche (MS, mg) de chaque échantillon. A noter que les échantillons enrichis isotopiquement et 

ceux non marqués ont été traités indépendamment (lyophilisés, pesés, broyés et stockés 

séparément) afin d’éviter toute contamination des échantillons non marqués.  

Les échantillons ont été broyés à l’aide d’un broyeur à bille ou à anneaux (Figure IV.19) selon 

le volume (CEPI SODEMI CB2200, Cergy, France). Une fois broyés, les échantillons ont été 

stockés en pilulier ou en eppendorf à l’abri de la lumière. Une étape supplémentaire de lavage 

à l’éthanol du matériel de broyage (bol, bille, spatule) a été effectuée sur les échantillons 

enrichis afin d’éviter toutes contamination entre les échantillons. 

 

Figure IV.19. Photographie du broyeur à anneau (A) et à billes (B). Crédit photo : L. 

Yahiaoui. 

  

B A 
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4.5. Phase expérimentale de laboratoire 

4.5.1. Dynamique saisonnière des NSC au niveau raméal 

a. Choix de la méthode d’extraction des sucres solubles 

Préalablement séchés 24h à 45°C, 10 mg (±0,5) de matière sèche ont été prélevés pour les 

analyses biochimiques. Selon la littérature, différentes méthodes d’extraction des sucres 

solubles sont utilisées dont 3 principales: l’extraction à froid au méthanol 70%, l’extraction à 

chaud à l’éthanol 80% ou l’extraction à froid à l’aide d’un mélange ternaire méthanol, 

chloroforme, eau. Ces différents protocoles sont disponibles en Annexe n°1 de ce manuscrit. 

En termes de praticité, l’extraction à l’éthanol est celle qui est la moins contraignante car 

n’utilisant pas de produits hautement toxiques et volatils nécessitant une hotte, comme le 

méthanol ou le chloroforme. Néanmoins, nous avons fait des tests préliminaires pour comparer 

les résultats issus de ces trois méthodes d’extraction. Nous avons choisi un sous échantillon 

représentatif des différentes dates de prélèvement sur le terrain (mai et octobre) mais également 

des différents organes considérés (rameau de l’année et rameau de l’année précédente). Les 

résultats ont montré que, sur nos échantillons, la méthode d’extraction ne montre pas de 

résultats différents en termes de sucres simples (sucres solubles) ou de sucres complexes 

(amidon) (voir Annexe 3). De plus, un article publié en 2015 par l’équipe d’Audrey Quentin 

comparant les différentes méthodes d’analyses des NSC préconise l’extraction à l’éthanol à 

80°C. Cette méthode est donc celle qui a été retenue pour l’analyse fine des sucres simples et 

complexes de cette expérimentation.  

b. Extraction à l’éthanol 80% à chaud 

Une aliquote (10mg + 0,5) de poudre lyophilisée a été placée dans un premier tube et mise en 

en incubation avec 1 mL d’éthanol à 80% à 80°C durant 30 mn après agitation. Une 

centrifugation à 10 000g pendant 10 minutes est nécessaire afin de séparer les deux phases, le 

surnageant contenant les sucres solubles et le culot contenant l’amidon.  

Un pipetage a été effectué afin de récupérer la fraction supérieure, soluble et l’introduire dans 

un second tube eppendorf. Ces étapes ont été renouvelées 3 fois afin d’extraire un maximum de 

sucres solubles. Les 3 surnageants ont été réunis. Une autre équipe interne à notre unité de 

recherche avait fait des recherches au préalable et avait déterminé les étapes d’extraction 

nécessaires entre 2 et 3 pour garantir un épuisement du culot en sucres solubles sur des 
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échantillons de rameaux de hêtre (comm. pers.: B. Gérard et S. Lieger). Une fois l’extraction 

terminée, le tube avec le culot épuisé en sucres solubles mais contenant de l’amidon a été stocké 

à -20°C pour des analyses ultérieures.  

Le tube contenant les trois surnageants de sucres solubles a été placé dans un système 

d’évaporation à froid sous vide (Maxi dry plus), pendant 14 heures afin d’évaporer l’éthanol et 

récupérer l’extrait sec de sucres solubles. 

c. Quantification des sucres solubles 

Les extraits secs de sucres solubles ont été remis en solution dans 1 mL d’eau ultra pure, placés 

dans un bain à ultrason glacé pour une durée de 1 à plusieurs heures selon le temps nécessaire 

pour que la solubilisation soit complète. Les tubes ont été agités toutes les 20 minutes dans le 

bain à ultrasons et la glace changée toutes les 30 minutes. Les tubes solubilisés ont ensuite été 

filtrés puis analysés par chromatographie liquide ionique (Thermo/Dionex) afin de quantifier la 

composition précise en sucres simples de notre matériel végétal. Ces analyses ont été réalisées 

au sein de la plateforme Silvatech (UMR Silva, Inra, Nancy). Les résultats sont donnés en 

g/100g de matière sèche (MS). 

d. Quantification de l’amidon 

La méthode de quantification de l’amidon repose sur trois étapes : la solubilisation, l’hydrolyse 

enzymatique et le dosage. 

Solubilisation 

La première étape consiste à placer le tube contenant le culot épuisé en composés solubles dans 

le système d’évaporation sous vide pendant 15 minutes afin d’assécher le petit volume 

d’éthanol restant. L’amidon est piégé dans les structures du culot résiduel et l’utilisation de 

soude (NaOH) 0,02N pendant 30 minutes à 100°C permet la création d’empois et rend l’amidon 

accessible à l’amyloglucosidase. Le tube est ensuite mis en glace afin de stopper la réaction. 

    Hydrolyse enzymatique 

Le contenu du tube (culot + NaOH) est alors mis en solution avec une enzyme, 

l’amyloglucosidase, qui va hydrolyser l’amidon en molécules de glucose. La réaction 

enzymatique a lieu à une température de 50°C pendant 30 minutes. 

Dosage de l’amidon 
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(2) 

Le glucose libre va produire, en présence d’ATP, du glucose-6-phosphate par l’action d’une 

enzyme, l’hexokinase. Ensuite, la glucose-6-phosphate deshydrogenase aura pour but de 

catalyser la réaction transformant le glucose-6-phosphate en gluconate-6-phosphate. Cette 

dernière réaction produit un agent réducteur, le NADPH,H+ et c’est sur la relation 

stœchiométrique entre la quantité de glucose initiale et la quantité de NADPH,H+ finale que 

repose le principe du dosage de l’amidon (Boehringer, 1984).  

La quantification se fait à l’aide d’un sphectrophotomètre à bande passante (BECKMAN 

COULTER DU 640 Spectrophotometer). Le NADPH absorbe la lumière à une longueur d’onde 

de 340 nm.  

Lors de chaque série de mesures (28 échantillons), un témoin négatif contenant de l’eau ultra 

pure à la place de l’échantillon végétal était systématiquement mis afin d’avoir la densité 

optique (DO) du mélange réactionnel. La densité optique (DO) du mélange réactionnel était 

alors soustraite à la DO du mix mélange réactionnel + échantillon végétal afin d’avoir la DO 

seule de l’échantillon. Une solution de glucose pure à la concentration de 1 mg/L, constituant 

un témoin positif pour les réactions enzymatiques a été également utilisé à chaque série de 

mesure. Enfin, un même échantillon végétal était systématiquement dosé à chaque série de 

mesure afin d’avoir un échantillon contrôle tout au long des dosages. 

Le calcul de la concentration en amidon (g/100g MS équivalents glucose) est le suivant :  

C (
g

100g
) =  

Vtot ∗ Vext ∗ PM

E ∗ L ∗ Vech ∗ MS ∗ 10
∗ (DO2 − DO1) 

Avec :  

C (g/100g) : Concentration en équivalents glucose 

Vtot (mL) : Volume réactionnel total 

Vext (mL) : Volume de l’extrait total de l’échantillon 

PM (g/mole) : Poids moléculaire du glucose (180.156 g/mole) 

E (l/mmol*cm) : Coefficient d’absorption du NADPH (6.3 l/mmol*cm) 

L (cm) : Longueur du trajet optique 

Vech (mL) : Volume d’échantillon dosé 

MS (mg) : Masse sèche de l’échantillon 
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DO1 : DO de la solution avant réaction enzymatique 

DO2 : DO de la solution après réaction enzymatique 

4.5.2. Dynamique saisonnière des NSC et répartition dans les 

différents compartiments de l’arbre  

Dans cette partie, nous nous sommes concentrés sur les sucres solubles totaux et une 

méthodologie de dosage colorimétrique a été appliquée. Après extraction à l’éthanol 80% à 

chaud, les sucres solubles et l’amidon ont été dosés séparément. 

a. Dosage colorimétrique des sucres solubles à l’anthrone  

Le dosage des sucres solubles totaux se base sur la déshydratation intramoléculaire des oses en 

milieu acide. En présence d’acides forts (H2SO4) concentrés et à chaud, les pentoses et les 

hexoses sont déshydratés pour former du furfural ou l’un de ses dérivés. Ceux-ci se condensent 

avec l’anthrone pour donner des produits colorés qui absorbent à 620 nm (Hansen et Moller, 

1975). Les sucres solubles ont été dosés à partir d’une prise d’essai de 100 µL auxquels ont été 

ajoutés 1,5 mL d’anthrone / H2SO4 à 70%. Après 10 minutes de réaction  à 100°C, les tubes 

contenant l’extrait de sucres solubles et l’anthrone ont été immédiatement mis dans la glace. 

Ensuite, 750 µL d’éthanol à 60% (v/v) ont été ajoutés à la solution. Préalablement à la lecture 

de l’absorbance, une gamme étalon de glucose où le glucose remplace le matériel végétal a été 

préparée. L’équation de la droite donnant la relation entre l’absorbance à 620 nm et la 

concentration de glucose a été déterminée graphiquement.  

b. Dosage colorimétrique de l’amidon  à l’anthrone  

Le dosage de l’amidon s’est déroulé en deux étapes. La première partie consiste en l’extraction 

de l’amidon contenu dans le culot issu de l’extraction à chaud à l’éthanol (voir Annexe 1). En 

effet, l’amidon se trouve piégé dans les structures cellulaires et doit donc faire l’objet d’une 

extraction puis d’une hydrolyse enzymatique afin de pouvoir mesurer ensuite sa concentration 

en équivalents glucose. Pour ce faire, les tubes T1 ont d’abord été percés, puis les culots qu’ils 

contiennent ont été séchés à l’étuve à 50°C pendant 1h, afin d’éliminer les reste d’éthanol et 

d’eau pouvant encore s’y trouver. Ensuite, la création d’un empois d’amidon a été réalisée en 

ajoutant 900 μL de NaOH à 0,02N. Le mélange a été ‘’vortexé’’ puis porté au bain marie à 

100°C pendant 30mn. Il a ensuite été refroidi 3-5mn dans la glace. La détermination de la 

concentration de l’amidon se fait à travers le dosage des monomères de glucose que renferme 
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(3) 

(4) 

sa longue chaine de polymère. Pour cela une hydrolyse enzymatique de l’amidon est réalisé en 

ajoutant dans le précédent mélange 100 μL d’amyloglucosidase (SIGMA-A7420-100 mg) en 

solution dans du tampon citrate à pH=4,6. Après agitation au vortex, on porte les tubes à 50°C 

pendant 30mn. Ensuite on a refroidi les tubes à la glace puis on a centrifugé afin de tasser au 

fond des tubes les structures cellulaires pour récupérer facilement le surnageant qui contient le 

glucose dérivé de l’hydrolyse de l’amidon. La seconde partie du dosage reprend le principe du 

dosage des sucres solubles à l’anthrone.  

Le calcul de la concentration en sucres solubles ou amidon est le suivant :  

C =
[
Cspectro ∗ Vtot ∗ Vech ∗ 10 ∗ 100

MS ] 

1000
⁄

 

Avec :  

C (g/100g MS) : Concentration en amidon 

Cspectro (µg/mL) : Concentration de glucose lue au spectrophotomètre 

Vtot (mL) : Volume total réactionnel 

Vech (mL) : Volume de l’échantillon  

MS (g) : Masse de l’échantillon 

La quantité dans chaque organe est alors définie comme :  

Quantité d′amidon ou sucres solubles =
C ∗ MS

100
 

Avec :  

C (g/100g MS) : Concentration en amidon ou sucres solubles 

MS (g) : Masse sèche totale de l’organe considéré 

4.5.3. Dynamique à court terme du 15N dans les branches  

Pour les échantillons de feuilles prélevées au poinçonneur, afin d’éviter tout biais dû à 

l’hétérogénéité qu’il pourrait y avoir entre chaque disque de feuille prélevé, nous avons séparé 

en 2 chaque disque de feuille puis « poolé » les 5 moitiés (Figure IV.20). Ces échantillons ont 

été micropesés dans des microcapsules d’aluminium. 
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(5) 

(6) 

(7) 

 

 

Figure IV.20. Schéma de la préparation des échantillons aux analyses isotopiques par 

IRMS. 

 

Pour les échantillons broyés (feuilles entières et bois prélevés), des aliquotes de poudre ont 

alors été micropesées (2mg±0,5) dans des micro-capsules d’aluminium sur une balance de 

microprécision (Mettler Toledo XPR). 

Tous les échantillons ont été analysés avec un analyseur élémentaire (NA 1500 NCS, Carlos 

Elba, Milan, Italy) couplé avec un spectromètre isotopique de masse (IRMS, Finnigan-Mat, 

Themoquest Corp, San Jose, CA, USA)  sur la plateforme SILVAtech.  

L’abondance isotopique pour N en atom% est définie comme : 

𝐴N% =
15N

14N+15N
 100 

15N excess  =AN% (labeled compartment) – AN% (unlabeled compartment)      

Avec :  

AN% (labeled compartment) : Abondance en azote 15 dans l’organe considéré 

AN% (unlabeled compartment) : Abondance naturelle en azote 15 dans un organe similaire non marqué. 

La concentration en 15N incorporé lors du marquage au sein de la feuille ou des protéines est la 

suivante :  

concentration 15N = 15N excess  x 
[N] 

100
 x 1000 

Avec : 

N (g/100g MS) : Concentration en azote dans l’organe considéré. 

La quantité de 15N incorporé après marquage pour un organe donné est donnée par la formule 

suivante : 

Quantité 15N   = 
concentration 15N 

1000
x 

MS

100
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(8) 

Avec :  

MS (g) : Masse sèche de l’échantillon 

4.5.4. Allocation du 15N à  l’échelle arbre entier 

Des aliquotes de poudre de chaque échantillon ont été micro-pesées (2mg ±0,5) dans des 

microcapsules d’aluminium sur une balance de microprécision puis analysées avec un analyseur 

élémentaire (EURO-EA3024, Eurovector, Redavalle, Italy, INRA Occitanie) couplé avec un 

spectromètre isotopique (Elementar, UK). Les calculs menant à la concentration en azote ou en 

azote 15 sont similaires à ceux présentés ci-dessus pour l’expérimentation « Dynamique à court 

terme du 15N à l’échelle branche ». Pour avoir une estimation de la capacité de recyclage de 

l’azote foliaire des arbres au moment de la senescence, nous avons prélevé des feuilles durant 

la saison de végétation et des feuilles dans le filet à litière.  

Nous avons estimé la résorption azotée selon la formule suivante :  

NuR =
(Xgr − Xsen) ∗ MLCF

Xgr
∗ 100% 

 Où NuR correspond à l’efficience de résorption azotée (en pourcentage), Xgr et Xsen 

correspondent aux valeurs de concentration en azote foliaire durant la saison de végétation et 

en fin de sénescence respectivement. MLCF correspond à un pourcentage de correction de perte 

en masse selon Vergutz et al. (2012), qui est de 0,78 selon les indications données par cette 

étude.  

4.6. Analyses statistiques 

Les données ont été analysées avec le modèle linéaire général pour tester l’effet facteur sur la 

variable considérée. Si les données ne remplissaient pas les conditions d’application des tests 

paramétriques, une transformation logarithmique a été effectuée sur les données de 

concentration et les résultats de partitioning ont subi une transformation arcsinus et racine 

carrée. Les différences ont été considérées comme significatives au seuil de 5%. Les figures et 

les statistiques ont été réalisées avec le logiciel R, version 3.3.2 (R Development Core Team 

2011). Plus précisément, au sein de chaque chapitre sera détaillée la méthode statistique 

employée. 
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Ci-dessous est présenté un tableau récapitulatif des différentes expérimentations effectuées et 

la construction en chapitre des prochaines sections (Tableau IV.4). 

Tableau IV.4 Tableau récapitulatif des expérimentations menées au cours de ce travail de 

thèse articulé sous 4 articles. Liste des abréviations utilisées : C pour Témoin, D pour 

Défeuillés, Dr. pour sous sécheresse, H. pour hiver, P. pour printemps, E pour été et A. pour 

automne.  
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CHAPITRE 5:  

Article 1: DYNAMICS OF NON STRUCTURAL 

CARBOHYDRATES (NSC) IN 10 YEARS-OLD 

FAGUS SYLVATICA L. YOUNGEST TWIGS 

FOLLOWING EXPERIMENTAL DEFOLIATION OR 

DROUGHT WHICH INDUCED MORTALITY (in 

preparation) 
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ABSTRACT 

Plants acquire carbon via photosynthesis and use most of it as substrate to sustain their 

metabolisms (e.g respiration) and to build structural biomass. A smaller fraction is retained in 

the form of nonstructural carbohydrates (NSC). NSC pools are broadly referred as storage 

because they support metabolism at night and when carbon assimilation is insufficient to meet 

demand. In addition, NSC show a seasonal dynamic in deciduous trees. Mobilization and 

refilling of the NSC stores lead to fluctuations in these storage pools. As future climate 

scenarios under ongoing climate change predict that drought frequencies and intensities will 

increase in several regions worldwide, the ability to understand future tree reponse to and 

survival of water deficit has become increasingly important. Due to the critical role of storage 

for survival under stress, these predicted changes have led to a recent renewed interest in NSC 

storage, which is increasingly acknowledged as a key component in tree and ecosystem models. 

Despite their critical role in the plant carbon balance, our understanding of the dynamics of 

NSC in perennial plants remains limited. Seasonal dynamics of NSC have been well assessed 

in several temperate forest key species (Quercus, Fagus). However, the contribution of stored 

NSC to sustain internal plant metabolisms against abiotic stress or the existence of NSC 

thresholds in these species are poorly understood. Our main goal is to explore seasonal NSC 

dynamics and their potential biological significance in the context of extreme constraints. To 

do that, we used a dedicated experimental design with 10-year-old Fagus sylvatica L. which 

have been submitted for three years to repeated artificial defoliation and intense soil water 

deficit. NSC concentrations (soluble NSCs and starch) in twigs of control and stressed trees 

were assessed at key physiological dates during each season from 2014 to 2016. We found that 

following three years of treatments, NSC concentrations were altered in response to extreme 

constraints, starch and others soluble sugars had different patterns meaning a different 

biological significance. Our results seems to indicate that slight but crucial change of sugars 

composition have led to increase survival of trees under severe water deficit treatment.  

Keywords: soil water deficit, defoliation, soluble sugars, Fagus Sylvatica L., Non-structural 

carbohydrates, branches, osmoregulation  
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5.1. Introduction 

Climate change might result in more intense and more frequent drought events particularly in 

temperate regions (IPCC, 2013). Even if forest ecosystems are known to be resilient and have 

faced to disturbance for century, this climate-mediated increases in disturbance could be exceed 

the capacity of forest to cope with such rapid changes (Reyer et al., 2015; Seidl et al., 2016). 

Indeed, recent evidence of drought-induced mortality has been reported in many regions of the 

world resulting of a renewed interest in studying forest mortality in the scientific community 

(McDowell et al., 2008; Sala et al., 2010; Allen et al., 2010; Anderegg et al., 2015; Johnson et 

al., 2016). Relevant key physiological mechanisms are needed for models to reliably predict 

forest responses to environmental changes especially when mortality occurs (McDowell et al., 

2013) and carbon metabolism is one of these (Martinez-Vilalta et al., 2002; McDowell et al., 

2008).  

Trees fix CO2 from atmosphere via photosynthesis that allows providing critical source of C 

for various sinks such as growth, respiration, turgor maintenance, supply solutes for water 

movement or into mechanisms involved in defense (Chapin et al., 1990; Korner, 2003; Sevanto 

et al., 2014; O’Brien et al., 2015). According to the time in the season and the environmental 

conditions the carbon source-sink balance may lead to periods of carbon surplus or deficit. For 

example, when  soil water content becomes limiting, trees close their stomata to limit their 

water loss by transpiration but this impacts also negatively the photosynthesis (Bréda et al., 

2006; Palacio et al., 2008; Hartmann et al., 2013; Piper and Fajardo, 2014; Dickman et al., 

2015). Consequently, the carbon balance may become negative (McDowell et al., 2008; 

Rowland et al., 2015). To face to temporary negative carbon balance trees can use carbon stored 

in their perennials organs under form of starch and soluble sugars which constitute the non-

structural carbohydrates (NSC). NSC quantity are dynamic within the seasons especially on 

deciduous trees, with increase starch concentrations in woody tissues at the end of the growing 

season (Barbaroux et al., 2003; Damesin and Lelarge, 2003; Dietze et al., 2014; Sevanto et al., 

2014; Hartmann et al., 2016). These NSC are then used to maintain the winter metabolism 

during the non-leafy period (cold tolerance, maintenance respiration) and are also fundamental 

for new leaf growth during the next spring (Penning de Vries, 1975; Sakai and Larcher, 1987; 

Wanner and Junttila, 1999; Ogren, 2000).   

When photosynthesis is altered by drought or by a loss of photosynthetic tissue through 

defoliation or branch mortality it has been hypothesized that trees are forced into C storage 
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dependency to meet continuous carbon demand for osmoregulation, respiration and defense 

against pathogens (McDowell et al., 2008; Sala et al., 2012). In the long term, trees might not 

survive if carbon supply by photosynthesis and stored NSC does not meet overall carbon 

demands (Martinez-Vivalta et al., 2012). Several studies have focused of the role of carbon into 

mortality processes but this role need more investigations because contradictory results were 

observed about NSC dynamics under disturbances (Piper, 2011; Hartmann et al., 2013; Zhao 

et al., 2013) as summarized in a recent report by Alice Delaporte (2015, thesis).  

In the cohort of organs involved in carbon metabolisms under drought, leaves play a crucial 

role in balancing the risks of carbon starvation and hydraulic failure through the stomata 

regulation, since they are the site of carbon assimilation and sugar production, as well as the 

main source of water loss for trees. Consequently, by bearing leaves and being the more 

proximal perennial organs of the new photoassimilates production, we hypothesized that twigs 

have a critical role in carbon acquisition strategy. Indeed, with the study of twigs, we search 

have a good proxy of the metabolic adjustments made under stressful conditions but little is 

known about the specific response of twigs which supporting leaves (Salmon et al., 2015). 

Moreover, when disturbances such as drought or defoliation limit growth, change of NSC 

concentration should take place in tissues proximate to those where primary growth occurring, 

e.g twigs (Bazot et al., 2013; Piper et al., 2016) because trees usually cover their demand by 

first mobilizing stored resources from the closest possible storage sites (Landhausser and 

Lieffers 2003).  

NSC are mainly formed by both starch and soluble sugars. Soluble sugars and starch have 

different functions: while starch act as a buffer, soluble sugars are involved as osmoticum into 

immediate metabolic functions such as defense, respiration, growth, osmoregulation … (Dietze 

et al., 2014). Whereas depletion of soluble sugars is very rare, starch depletion can be found in 

some organs (Martinez-Vivalta et al., 2012). One mechanism which has a crucial role to prevent 

mortality is the possible interconversion from long chain of carbon products to smaller one by 

the intermediate of an enzyme such as amyloglucosidase which can cut starch granules into 

fructose and glucose (Schimpf and Stosser, 1984; Lacointe et al., 1993). Such interconversion 

are only possible under sufficient amount of water and under a certain range of temperature 

(Sauter, 1967; Sauter and Ambrosius, 1986). But interconversion from starch to lower C 

products are not the only possible mechanisms of interconversion because glucose and fructose 

can combine to form sucrose, the main form of sugar used for transport. By studying differents 
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sugars through starch to smaller ones, we can have a better idea of metabolic adjustment operate 

under disturbance. 

In this study, we propose to get further in the understanding on how tree cope with disturbance 

which can lead to mortality by investigating the effect of extreme drought stress or defoliation 

on NSC concentrations and more particularly on the composition of individual sugars in 

specific organs, proximal twigs, on Fagus Sylvatica L. trees, a deciduous broadleaf species, 

widespread in Europe. The current distribution of F.Sylvatica L. is limited by cold winters in 

the east, drought in the south and long winter and freezing events in the north. Beech trees 

grows typically on moderate dry to moderaly moist soil conditions (Ellenberg and Leuschner, 

2010). Numerous dendrochronological and ecophysiological studies suggest that European 

beech growth is more sensitive to disturbance like drought than others major broad-leaves 

species in Europe (Dulamsuren et al., 2016) but it has been also reported that seedlings recover 

quickly from severe drought episodes (Aranda et al., 2005 ; Gallé and Feller, 2007) and might 

indicate that local internal physiological adjustments could occur. One key to partially 

understand this particularity of beech sensitivity is to study to response in term of sugars 

concentrations and compositions which might be reflect the physiological adjustments operate 

when beech is under severe disturbance.  

In the present study we explored, at key phenological stages for NSC dynamics in beech 

(Barbaroux et al., 2002) the influence of a defoliation or a drought on seasonal patterns of of 

twigs carbon reserves. We focused on starch and soluble sugars by detailing main specific 

sugars. We made the following hypotheses: (1) we made the hypothesis that working on twigs 

might be a good proxy of NSC dynamics and, consequently, we would be able to find the same 

dynamics that was found in previous study on beech (2) Then, under soil water deficit or 

defoliation, the concentration of low-weight sugars will be increase due to interconversion of 

starch into sucrose, glucose or fructose to cope with specific metabolic demand (e.g 

osmoprotection). (3) Finally, when mortality occurs, we expect more starch depletion than 

soluble sugars depletion.  
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5.2. Materials and methods 

5.2.1. Site and experimental design 

The study was conducted on European beech trees. In 2006, beech seeds were collected in 

several forests in the Lorraine region of France and sown in 2007 in biodegradable horticultural 

pots made of wood fiber and filled with a peat and sand mixture. The seedlings were grown for 

one year in a nursery (INRA Grand-Est Nancy, France). In 2008, about 1000 of the seedlings 

were transplanted and grown for 7 more years in open ground at the INRA Grand-Est nursery 

(Champenoux, France, 48°75’N, 6°34’E, 229m asl). In 2014, a rain exclusion system was built 

above the 8-year-old trees: a semi-rigid structure supporting a transparent roof built with 

polycarbonate sheets and nets installed around the roof to intercept lateral rain. The trees under 

the roof were submitted to three different treatments for three years (2014, 2015, 2016): (1) 

control (C) in which the trees were regularly irrigated (n=336 trees); (2) defoliation (D) in which 

the trees were submitted to a yearly defoliation and regularly irrigated (n=336 trees). Manual 

defoliation of the trees in treatment D was done in June for the two consecutive years (2014 

and 2015) and consisted in 75% of removal of the whole foliage, making sure the removal was 

homogeneously distributed throughout the tree crown. In 2016, a third manual defoliation was 

made earlier in the vegetative season (May) and at a higher severity (90% of removal) to 

constraint more C metabolism; (3) drought (Dr.) where the trees were submitted to soil water 

deficit (n=336 trees). The drought stress level were not designed to realistically simulate a 

climate change scenario, but rather to create drought conditions that were so unfavorable that 

they would likely cause beech mortality. The soil in the drought treatments was isolated by a 

rigid waterproof plastic sheet 1.80 meters depth buried vertically around the area. The water 

status of the seasonal sub-sets of trees in each treatment (8 trees per treatment) was checked by 

measuring pre-dawn water potential in twigs (ψpd) montly during vegetative season in 2014, 

2015 and 2016. We sampled the twigs (one per tree) before sunrise and performed the ψpd 

measurement with a pressure chamber (PMS Instruments, Albany, OR, USA). At the end of 

each vegetative season, height and diameter were measured using a caliper or a beam 

respectively.  
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5.2.2. Soil characteristics and soil water content measurements: 

The studied site was characterized by 60cm-deep homogenous soil with an average texture (Silt: 

61 ± 1.28%; Clay: 27 ± 0.98%; Sand: 12 ± 0.66%), a pH comprised between 7.5 and 8, an 

organic matter content between 12.1 and 14.9 g.kg-1 (E Silva, 2010) and a total N comprised 

between 0.54 to 0.87 g.kg-1. Below 60cm, the grey marl of the Jurassic inferior (Lotharingian) 

era was characterized by a swelling heavy clay soil with a relatively high bulk density. 

We used neutron probes (TROXLER TX 4301, Research Triangle Park, NC, USA) to measure 

the volumetric water content of the soil. Three neutron probe access tubes (aluminum, closed 

at their base) were installed in each of the four treatment areas in order to quantify water content 

at different depths: two ranged from 0-1m in depth and one ranged from 0-1.6m. During the 

growing season, measurements were carried out every two weeks. Counts were logged every 

10 cm for the upper 100 cm, and every 20cm below that. 

For each depth i (thickness ti), Total Available Water soil Content (TAWC in mm) was 

calculated by estimating the characteristic points from pedotransfer classes for gravimetric soil 

moisture at field capacity (θfc) and gravimetric soil moisture at wilting point (θwp). The 

characteristic points were checked and adjusted with probe measurements, during winter for 

volumetric soil moisture at field capacity and during summer for volumetric soil moisture at 

wilting point. Soil bulk density was assessed with the cylinder method. Relative Extractable 

soil Water (REW in %) was calculated according to Bréda et al. (1995) as follows: 

REW=100 * 
TAWC-R

TAWC
 

where R is the actual volumetric soil water content in mm, and total soil extractable water 

content down to 1.60m is estimated to 310 mm.   

The soil in the C and D treatments was irrigated regularly throughout the experiment with an 

automatic drip watering system which delivered between two and four liters per tree two to 

three times a week. We adjusted the amount of the water according to the REW measurements 

in order to avoid any water shortage (REW >0.4), with 40% of the REW corresponding to the 

critical threshold where trees start to avoid water loss by closing their stomata (Granier et al., 

1999). 

  

(9) 
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5.2.3. Sampling protocol 

Twenty-four trees (8 C; 8 D; 8 Dr.) were randomly chosen. Additional dead trees were chosen 

when mortality occurred (n=4 in October 2015, June 2016 and Octobre 2016). We have 

determined mortality on the base of sudden dryness of leaves and a change of color of the trunk 

(for dead trees taken in October) and trees which did not present budburst for dead trees taken 

in May. From October 2014 to October 2016, each year, twigs were sampled at two key 

phenological dates i.e.,i) at the theoretical minimum of NSC in May, 3 weeks after the end of 

leaf expansion, and ii) at the theoretical maximum of NSC in October, at the end of vegetative 

season. For each sampling date, three twigs were sampled on each trees. We took three twigs 

located at the crown at breast-height and made sure that twigs were representative of all twigs 

in the sampled trees and they were with enough material. Each sampled twigs was divided by 

annual growth unit between one-year-old twigs and current year-old twigs. One-year-old twigs 

were sampled at each date but current-year twigs were sampled only at end of each vegetative 

season because in May they were still undergoing lignification. We took off dormant buds. We 

were not able to make our samping during precise hours of the days, consequently, leaves 

samples were not assessed in this study. All samples were immediately frozen in liquid nitrogen, 

and then stored at -80°C. All samplings were then freeze-dried (Dura-Top (r), Dura-Dry (r), FTS 

Systems (r), Stone Ridge, NY, USA), weighed and ground into a fine powder with a ball mill 

(CEPI SODEMI CB2200, Cergy, France). The scheme of the experiment is presented in Figure 

V.1. 

5.2.4. Non-structural carbohydrate analyses 

Soluble sugars were extracted from 10 mg (±0.5) of each sample with 1 mL of 80% (v/v) 

ethanol/water at 80°C for 30 mn and then centrifugated at 10,000g for 10 min at 4°C. This step 

was repeated three times and the resulting supernatants were pooled together. The pellet was 

retained at -20°C waiting for starch analysis and the supernatants, containing soluble sugars, 

were dried overnight with a vacuum evaporator (Heto Maxi Dry Lyo Freeze-dryer) to eliminate 

ethanol. Dried extracts were rehydrated in 1.5 mL of ultrapure water, redissolved on ice by 

sonication and then filtered at 0.2 µm. Main simple sugars (sucrose, glucose, fructose, 

raffinose,) concentrations were determined by peak height measurements against standard 

calibrations on ionic chromatography (Dionex, Thermo Scientific, USA). Others sugars were also 

found but at lowest concentrations and they were summed as “others sugars”. The pellet was 

hydrolyzed with 0.02N NaOH for 30 min at 100°C, then cooled at ambient temperature, and 
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hydrolyzed in glucose molecules with amyloglucosidase (from Aspergillus Niger, Sigma 

Aldrich, Saint Quentin Fallavier, France) for 30 mn at 50°C. Glucose was quantified using 

hexokinase and glucose-6-phosphate dehydrogenase followed by spectrophotometric 

determination of NADPH formation at 340 nm (Boehringer, 1984). Soluble sugars and starch 

concentrations were expressed in g.100g-1 DM. 

5.2.5. Quantity and partitioning calculations 

The quantity of differentiate sugars is defined as (2):  

Sugar quantity (g) =  
Sugars concentrations ∗ Weight (DM)

100
 

Partitioning of sugars is represented as the ratio (%) of the amount of a given sugar relative to 

the total amount of sugars (3). 

Given sugars ratio (%) =  
Given sugar quantity

Quantity of total sugars
∗ 100 

5.2.6. Statistical analyses 

We used general linear mixed-effect models to study seasonal pattern of predawn water 

potentials from 2014 to 2016. We included treatment and date of sampling as explanatory fixed 

factors and predawn leaf water potentials as a responses variable. Individual trees were modeled 

as a random factor. Similar general linear mixed-effect models were also used to study the 

growth of trees, NSC concentrations, total soluble sugars and differentiated soluble sugars 

under the three treatments and in the dead trees. If distribution was not normally distributed, a 

logarithmic transformation was used. Normality and homoscedasticity of standardized residuals 

were graphically checked using quantile-to-quantile and residual-vs-predicted plots. When a 

significant effect or interaction between effects were underlined, post-hoc tests were performed. 

Data were analyzed with the R software package (http://www.r-project.org, version 3.2.2, 2016-

10-31). Values are presented as average ± SE. Differences were considered significant for 

p<0.05. 

  

(10) 

(11) 



 

77 
 

5.3. Results 

 

Figure V.1. Schematic representation of the NSC sampling experiment. Experimental 

schedule (A): Three treatments were applied over three years (2014, 2015 and 2016) with 

control (C), defoliation (D) and soil-water-deficit (Dr.). Two intensities of defoliation were 

applied with 75% of removal in 2014 and 2015 and with 90% of removal in 2016. Three 

branches per tree (24 trees, 8 in each treatment) were randomly choosen at each date and 

divided into annual growth. From 2015, twigs of dead trees were also sampled using the same 

procedure than living ones.  

 

5.3.1. Monitoring of water changes in soil and twigs 

The seasonal monitoring of the relative extractable water (REW) in the soil showed a 

progressive increase in the soil water deficit parallel to a continuous decrease of REW during 

the growing season in drought treatments (Figure V.2.A). In drought treatment, REW was 

below 0.4 for the duration of the experiment, whereas REW for the irrigated control (C) and 

defoliated (D) treatments remained above 0.4. As a result of the progressive seasonal soil water 
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depletion, pre-dawn water potential (ψpd) in twigs of drought trees were always statistically 

lower than those of C and D trees during the whole time of the experiment (Figure V.2.B).  

 

Figure V.2. Seasonal dynamics of the soil Relative Extractable Water during the growing 

season (REW, A)  and the average of pre-dawn water potential of twigs  (B) in 8-year-old 

beech trees since the start of the experiment in control (C), defoliated (D), soil water deficit 

(Dr.) treatments. Black arrows indicate the dates of the sampling. The dashed line indicate 

the threshold value of 40% of REW from which the stomatal conductance is impacted 

according to Granier et al (1999). Different letters means a significant difference (p<0.05) 

between treatments for a given date; mean ± SE, n=8. 

  



 

79 
 

5.3.2. Growth responses to drought and defoliation  

 

Figure V.3. Mean height (top, cm) and diameter (bottom, mm) soil water deficit (Dr.) or 

under defoliation (D), C is for control treatment, i.e well-watered trees and no defoliated in 

2014,2015 and 2016. Mean ± SE. Different letters indicate significate difference between 

treatment for a given date while stars indicate a significate effect of time between 2014 and 

2016, n=8.  

 

At the consequence of soil water deficit, the height of drought trees was impacted quickly after 

the onset of treatment and showed lower height than control trees in 2016 (p<0.001) and also 

compared to defoliated trees (p<0.05) whereas defoliations had no effect on primary growth 

during three consecutive years (Figure V.3). In 2016, a significant effect (p<0.05) was found 

in D and Dr. trees on primary growth when comparing to the C trees. If we look at the effect of 

the time (e.g if height or diameter were different in 2016 compared to 2014), a significant effect 
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was found on D (p<0.001) and C (p<0.001) trees but no significant difference was found on 

trees under soil water deficit. Considering the diameter, the only effect of the time was noticed 

on C trees (p<0.001) but not on D and Dr. trees. 

5.3.3. Responses of starch and soluble sugars concentrations to 

drought and defoliation. 

 

Figure V.4. Mean (±SE) concentration (g.100g-1DM) of starch (black) and total soluble 

sugars (grey) on twigs from current year of sample (A) and one-year-old twigs (B) on trees 

from of soil water deficit (Dr.) or under defoliation (D) since the start of the experiment. 

Current-year branches were only sampled at the end of each vegetative season. C is for 

control treatment. We sampled dead trees in October 2015 and 2016 and in June 2016. Lower 

lowercase bold letters indicates differences between treatments for starch concentration, 

middle italic letters is for soluble sugars and uppercase letters is for total NSC difference. 

n=8. 

 

First, we checked the effect of time between two consecutive sampling dates on one-year-old 

twigs meaning if total NSC concentration was higher or lower between two consecutive dates 

(Figure V.4). On trees which were irrigated on non-defoliated (control), strong significate 

differences was found always between two consecutives dates (p<0.001). Similar results was 



 

81 
 

found on D trees (p<0.001). However, the only effect of time between two consecutive 

sampling dates on trees under soil water deficit was found between October 2015 and May 2016 

(p<0.05).   

Total NSC concentrations were not different between defoliated and control trees regardless the 

age of twigs but soil water deficit has an effect on total NSC concentrations in October 2014 

on youngest twigs and in May 2015 on one-year-old twigs. When regarding only starch 

concentration, higher concentrations were found on D trees compared to C in October 2014 in 

youngest twigs and soil water deficit had an effect on starch concentrations only in October 

2016 in youngest and one-year-old twigs. No difference were noticed on D trees regarding total 

soluble sugars concentration. Dr. trees exhibited higher soluble sugars concentration 6 month 

after the onset of drought treatment (October 2014), also in May and October 2015 and finally 

in May and October 2016. 

Dead trees sampled in October 2015 displayed lower total NSC concentration and starch 

concentration but similar total soluble sugars concentrations. 24 month after the onset of 

drought treatment, dead trees which died from drought had lower starch concentration but 

similar NSC and soluble sugars concentrations. Finally, at the end of the experimentation and 

after 30 month of drought, lower NSC, starch and soluble sugars concentrations were found on 

dead trees compared to living ones.  

5.3.4. Impact of drought and defoliation on concentrations of the 

main nonstructural carbohydrates. 
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Table V.1. Mean (±SE) concentration (g.100g-1 DM) of main sugars (starch, sucrose, 

glucose, fructose, raffinose) in one-year-old twigs of trees submitted to soil water deficit (Dr.) 

or defoliation (D) since the start of the experiment. C is for control treatment. We sampled 

dead trees in October 2015 and 2016 and in June 2016, n=8.  

   Starch   Sucrose   Glucose   Fructose   Raffinose   
   (g.100g

-1
DM)   (g.100g

-1
DM)   (g.100g

-1
DM)   (g.100g

-1
DM)   (g.100g

-1
DM)   

Date Treatment                  
    Moy ES    Moy ES   Moy  ES   Moy  ES   Moy  ES  

October 

2014 

C  6.04 ± 0.29  2.28 ± 0.07
ab  0.04 ± 0.01

b  0.03 ± 0.00
b  0.16 ± 0.02

b  
D  6.17 ± 0.24  1.92 ± 0.04

b  0.07 ± 0.01
ab  0.06 ± 0.02

b  0.30 ± 0.02
a  

Dr.  6.68 ± 0.32  2.69 ± 0.06
a  0.18 ± 0.04

a  0.22 ± 0.06
a  0.06 ± 0.01

c  
                       

May 2015 
C  3.39 ± 0.33  2.11 ± 0.14

b  0.32 ± 0.08  0.47 ± 0.07
b  0.02 ± 0.01  

D  3.08 ± 0.43  2.06 ± 0.08
b  0.31 ± 0.07  0.49 ± 0.06

b  0.02 ± 0.01  
Dr.  4.25 ± 0.23  2.68 ± 0.13

a  0.44 ± 0.06  0.79 ± 0.10
a  0.02 ± 0.01  

 
                      

October 

2015 

C  6.50 ± 0.24
a  2.08 ± 0.05

b  0.03 ± 0.01
c  0.02 ± 0.01

c  0.19 ± 0.02
a  

D  6.49 ± 0.33
a  1.96 ± 0.08

b  0.04 ± 0.01
c  0.04 ± 0.02

c  0.26 ± 0.03
a  

Dr.  5.71 ± 0.76
a  2.59 ± 0.30

a  0.37 ± 0.16
b  0.42 ± 0.14

b  0.06 ± 0.01
b  

Dead  1.32 ± 0.51
b  0.47 ± 0.18

c  1.01 ± 0.19
a  1.06 ± 0.20

a  0.01 ± 0.01
c  

                       

May 2016 

C  3.91 ± 0.46
a  1.34 ± 0.07

a  0.21 ± 0.02
b  0.31 ± 0.04

b  0.01 ± 0.00  
D  2.65 ± 0.26

a  1.13 ± 0.05
a  0.27 ± 0.04

b  0.40 ± 0.04
b  0.00 ± 0.00  

Dr.  2.75 ± 0.97
a  1.01 ± 0.51

a  1.06 ± 0.33
a  1.06 ± 0.20

a  0.01 ± 0.01  
Dead  0.42 ± 0.20

b  0.72 ± 0.28
b  1.02 ± 0.18

a  1.13 ± 0.15
a  0.04 ± 0.02  

                       

October 

2016 

C  6.66 ± 0.48
a  1.66 ± 0.08

b  0.08 ± 0.04
b  0.07 ± 0.05

c  0.19 ± 0.02
b  

D  7.22 ± 0.26
a  2.05 ± 0.04

b  0.06 ± 0.01
b  0.04 ± 0.01

c  0.30 ± 0.01
a  

Dr.  5.10 ± 0.40
b  2.61 ± 0.18

a  0.17 ± 0.06
b  0.33 ± 0.09

b  0.21 ± 0.03
b  

Dead  0.27 ± 0.07
c  0.00 ± 0.00

c  0.85 ± 0.13
a  0.74 ± 0.12

a  0.00 ± 0.00
c  

 
                      

 
  

F
value

  P
value

  Fvalue
  P

value
  Fvalue

  P
value

  Fvalue
  P

value
  Fvalue

  P
value

  
Date  46.4  <0.0001  32.6  <0.0001  13.1  <0.0001  84.3  <0.0001  113.1  <0.0001  
Treatment  1.17  0.3117  19.6  <0.0001  22.3  <0.0001  63.9  <0.0001  22.2  <0.0001  
Interaction Date x 

Treatment  3.75  0.0003 
 

3.27  0.0014 
 

4.2  <0.0001 
 

1.41  0.1885 
 
10.05  <0.0001  

 

A strong effect of treatment (except starch) and date was found for all sugars and a strong 

interaction between them (Table V.1). Tree under defoliation displays same concentration of 

each NSC than control except for Raffinose in October 2014 and October 2016. Drought has 
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an effect on multiple sugars concentration in the short term after the onset of drought as 

represented by significant difference in sucrose, glucose and raffinose concentration in October 

2014, sucrose and glucose concentration were still significantly different from control in May 

2015. One year and a half after the beginning of soil water deficit, starch, glucose, fructose and 

raffinose concentrations were different from control whereas trees which died in the drought 

treatment displayed significant concentrations differences in all sugars from control. In May 

2016, drought has an effect only on glucose and fructose concentrations and dead trees has 

lower starch and sucrose concentrations but higher fructose concentrations than control. Finally, 

in October 2016, drought has an effect on all sugars concentrations compared to control as same 

as dead trees. 
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5.3.5. NSC proportion 

 

Figure V.5. Proportion (%) of differentiate sugars on current-year (A) and one-year-old (B) 

branches from tree under drought (Dr.) or under defoliation (D) or dead trees (Dead) since 

the start of the experiment, n=8.  

For trees under control treatment, the highest proportion was starch the end of each vegetative 

season (average 70%) but C trees had a slight decrease of proportion of starch at the beginning 

of each vegetative season (average 55%) (Figure V.5). After starch proportion, the highest 

proportion of sugars were sucrose and fructose in May 2015 and 2016 but only sucrose in 

October 2014, 2015 and 2016. Similar ‘patterns’ were found on trees under defoliation. 

However, such results were not found on tree under soil water deficit. The proportion of starch 

decrease when drought time increase and the expanse of the increase of glucose and fructose 

proportion. Dead trees showed highest proportion for glucose and fructose while starch and 

sucrose were at minor proportion.  
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5.4. Discussion 

Our first hypothesis was that twigs might be a good proxy to asses NSC dynamics. We found a 

strong significant effect of the time between two consecutive date of sampling on C trees with 

higher NSC concentrations at the end of vegetative season compared to the beginning of 

vegetative season. Our results was similar of those found on mature beech trees by Delaporte 

et al., (2016) with higher NSC concentrations at the end compared to the beginning of 

vegetative season or by Bazot et al., (2013) and Gilson et al., (2014) on mature oak and a 

chronosequence of oak respectively.  

Our study combine analysis of short and mid-term effect oftwo intensities of drought or a harsh 

defoliation on carbon storage dynamics. Under water stress, the behavior of young beech trees 

might be typical of an isohydric specie, with early stomatal closure that prevented desiccation 

while photosynthesis was shot down (McDowell et al., 2008). Beech responses to drought 

might be determined mainly by the rate and degree to which water status is hydraulically 

regulated. Initially in our study, more than six hundred tree were either under defoliation or 

under drought treatment but, at the end of the study, 30 month later, no tree under defoliation 

died whereas 15% of trees under severe intensity of soil water deficit died during the 

experiment. Why some trees died while others survive is an important question which being 

debate in the scientific community (Manion 1981; Franklin et al., 1987; Martinez-Vivalta et 

al., 2002; McDowell et al., 2008; Garcia-Forner et al., 2015; Dai et al., 2018) and the study of 

NSC dynamics could help for the understanding. 

5.4.1. Twigs C metabolism was not impacted by photosynthetic 

tissue loss through defoliation  

Despite three successive years of extreme defoliation (at 75% in 2014 and 2015 and at 90% in 

2016), none of the defoliated trees died or showed evidence of die-back. A small effect was 

observed on both primary and secondary growth but only from 2016. Deciduous species, 

contrary to evergreen species (Harms and Mattson, 1992; Krause et al., 1993), are known to be 

tolerant to herbivory (Piper and Fajardo, 2014; Piper, 2015). This is probably because deciduous 

species store their reserves in woody parts which are generally protect to herbivory (Millard et 

al., 2001) whereas evergreen species stores also a significant part in the foliage. In our first 

initial hypothesis, we postulate that through loss of foliage due to defoliation, C metabolism 

would be impacted and result of difference on growth and NSC dynamics. However, following 



 

86 
 

defoliation, beech trees did not present significant growth reduction compared to control. 

However, when an effect of time was found on the diameter of C trees, no effect was noticed 

on D trees. Such result highlight that despite no significant difference between C and D trees, 

defoliation started to have an impact on secondary growth.  On the same experiment site when 

studying leaf N concentration following defoliation, leaf N was higher after defoliation 

suggesting that possibly photosynthetic compensatory mechanisms occurs after a defoliation 

(Chapitre V) which has been also hypothesized in other studies (Canadell and Lopez-Sorian 

1998; Eyles et al., 2009). Increasing of photosynthetic rates following defoliation increase the 

amount of C products. Despite the loss of major photosynthetic products, we found same NSC 

dynamics than in control whereas no difference in terms of starch proportion were found. We 

could hypothesis that storage might be enhanced at the expense of growth especially in 2016 

when the defoliation intensity were at the highest rate. However, explaining why secondary 

growth were constraint at the end of the experiment after three consecutive defoliation could be 

related with limitation of others crucial elements such as potassium or nitrogen (Palacio et al., 

2018).  

5.4.2. NSC dynamics under soil water deficit 

Our second initial hypothesis made the assumption that both drought intensity and duration had 

an impact on sugars concentration. In a first approach, by following the total NSC 

concentrations, we did not find significant differences among treatments. But the story behind 

is not ended because studies have shown that the composition in NSC types could be modified 

by stress conditions. Indeed in a response of severe soil water deficit, soluble sugars proportion 

can increase at the expanse of starch, probably in a result of interconversion soluble NSC – 

Starch (Mencuccini, 2014). Indeed, our results showed an increase of fructose and glucose 

proportion in expanse of starch in the severe soil water deficit treatment. Starch, sucrose, 

glucose and fructose are thought to make up >80% of NSC in temperate trees (Hoch et al., 

2003) but in our study of young beech trees, this pool of 4 non soluble and soluble sugars make 

up more than 95% of NSC, whatever the treatment. Soluble sugars has multiple metabolic roles 

(Hartmann et al., 2016): for example, growth or defense (Dietze et al., 2014; Fatichi et al., 

2014). Glucose and fructose can occurs as free monosaccharides or can be transformed into 

sucrose for transport (Gibon et al., 2009) or used for osmoprotection of tissues against 

desiccation (Patakas et al., 2002) by maintaining cell turgor by osmotic adjustment to improve 

drought adaptation (Upadhyaya et al., 2013). However, less sucrose was found in the twigs of 

the Dr. trees. This could be due either to a possible interconversion from sucrose to glucose and 
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fructose since we have also found more glucose and fructose or to a transport of sucrose towards 

other organs such as belowground. On a study on the same experimental site, 13C labelling has 

been made to examine how drought alters carbon transport from leaves to perennial part through 

phloem and they concluded that intensive drought affected phloem transport capacity 

(Dannoura et al., 2018). Consequently, this result suggest that the decrease of sucrose is likely 

due to interconversion to osmoprotectant sugars or to transport. Our beech trees seems to 

privilege carbohydrate requirements for osmoregulation which can explain our low mortality 

rates. 

5.4.3. NSC related to drought-induced mortality. 

The mortality of trees under sever soil water deficit began in 2015 at the end of vegetative 

season when some trees began to be drier and finally, shed their leaves. We were expected that 

those tree were dead, sampled them, and it was confirmed at the beginning of the next vegetative 

season in 2016 when 2015- supposed-died trees did not burst their buds. Then, in 2016, others 

trees in drought treatment died also leading to a total percentage of tree mortality of 15%. 

Now, we can ask what’s happened for implying mortality on certain while others survived? 

Low mortality was enhanced firstly at the end of the second vegetative season under severe soil 

water deficit which reflect the high resistance of beech trees against severe water stress. Some 

reports highlight also that beech trees can be resistant and resilient against drought (Tegel et 

al., 2014; Hentschel et al., 2016). In a recent review, O’Brien et al., (2017) defined key trait 

associated with drought-induced mortality in temperate trees which were wood properties, tree 

size and growth at the individual levels. The first common response of our young beech trees 

following drought was to reduce their stem growth which has been also found to decrease in 

others studies when subjected to soil water deficit (Voltas et al., 2013; Hentschel et al., 2016) 

and European beech are also known for their strong morphological plasticity (Schroter et al., 

2012). Moreover, we can exclude any mortality induced by biotic attacks given the fact that we 

were aware to prevent any external disease to weakness our young beech trees. Consequently, 

we could hypothesize that mortality could be a consequence of a local failure of hydraulic 

properties but hydraulic failure cannot be explain by itself otherwise we were find mortality 

earlier than after 18 month and especially at a higher rate. In 2015, after one year and a half of 

severe constraints, mortality occurs in our study and none of consequences presented above can 

explain by themselves why some trees died and others not. A combination of processes might 

explain the low mortality in our study. Interactions between water and C balance are numerous, 
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for example xylem and root growth, xylem embolism repair or osmotic regulation. Recovery 

of a functional xylem is the result of the replacement of embolized vessels with new functional 

ones (Brodribb et al., 2010) and studies hypothesize that sugars play a crucial role in the 

creation of an osmotic driving force to refill embolized xylem vessels (Secchi and Zwieniecki, 

2011; Bloemen et al., 2016). We observed NSC concentration significantly lower in twigs of 

dead trees than living trees indicating that potential local NSC depletion could occur. More than 

local NSC depletion, our study highlight potential interconversion indicated by decrease of 

starch concentrations combined with decrease of soluble sugars concentrations in dead trees. 

Interestingly, sucrose proportion was lower in dead trees than living ones indicating also a 

possible sucrose conversion to glucose and fructose. We found lower starch concentration but 

no total starch depletion. Starch depletion was rarely observed in studies, for exemple, only in 

roots (Hartmann et al., 2013). This result confirmed one of our initial hypothesis which is that 

more than depletion, availability might be more important (Sala et al., 2012; Pantin et al., 2013; 

Deslauriers et al., 2014). In case of low water availability, the transport of NSC from source to 

sink could be disrupted and lead to mortality, which might be the case in our study and the 

research of minimum threshold of NSC concentrations required for survival could be like the 

Quest for the Grail.  

5.5. Conclusion 

Our results emphasize the tight C regulation which might occur on twigs under defoliation or 

drought. We found that under a long period of soil water deficit, local C storage seems to be 

previligiated but when drought became longer and still harsher, the need of C for 

osmoregulation lead to the breakdown of starch and might improve the chance of survive under 

severe soil water deficit. However, we also found that twigs from dead trees exhibited very low 

content of NSC which indicate that C content play a role when mortality occurs. In the other 

way, tree which loss a huge part of photosynthetic tissue maintain their C storage strategy all 

along the experiment. All these results argue for the high survival capacities of young beech 

trees to extreme constraint.  
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ABSTRACT 

The predicted recurrence of adverse climatic events, like droughts, which disrupt nutrient 

accessibility for trees, could jeopardize the nitrogen (N) metabolism in forest trees. Internal tree 

N cycling capacities are crucial to ensuring tree survival but how the N metabolism of forest 

trees responds to intense, repeated environmental stress is not well known. For two years, we 

submitted 9-year-old beech (Fagus Sylvatica L.) trees to either a moderate or a severe 

prolonged drought or a yearly removal of 75% of the foliage to induce internal N cycling 

changes. During the 2nd year of stress, in spring and summer, we sprayed 15N-urea on the leaves 

(one branch per tree). Then, for 14 days we traced the 15N dynamics through the leaves, into 

foliar proteins and into the branch compartments (leaves and stems segments), as well as its 

long-distance transfer from the labeled branches to the tree apical twigs. Defoliation caused a 

short- and mid-term N increase in the leaves, which remained the main sink for N. Whatever 

the treatment and the date, most of the leaf 15N stayed in the leaves and was invested in soluble 

proteins (60 to 68 % of total leaf N). 15N stayed more in the proximal part of the branch in 

response to drought compared to other treatments. The long-distance transport of N was 

maintained even under harsh drought, highlighting efficient internal N recycling in beech trees. 

Under extreme constraints creating an N and water imbalance, compensation mechanisms 

operated at the branch level in beech trees and allowed them (1) to maintain leaf N metabolism 

and protein synthesis and (2) to ensure the seasonal short- and long-distance transfer of recycled 

leaf N even under drastic water shortage conditions. 

Keywords: soil water deficit, defoliation, Fagus sylvatica L., stable isotope labeling, nitrogen 

cycle, protein 
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6.1. Introduction 

Nitrogen (N) is a fundamental macronutrient, the availability of which determines growth, 

development and productivity in plants (Finzi et al., 2007, Zhang et al.,  2016). The influence 

of soil N availability on tree growth has been widely studied (Canham et al., 1999, He et al., 

2009, Simon et al., 2011 and 2017). Trees acquire N from the soil through their roots and 

associated ectomycorrhizae in both inorganic (nitrate and ammonium) and organic (amino 

acids, peptides) forms, and also from the atmosphere through N deposition on leaves 

(Masclaux-Daubresse et al.,  2010, Nair et al., 2015). Trees are able to store and remobilize N 

along the seasons, and this internal N recycling is also an important source of N for their 

development (Staswick 1994, Neilsen et al., 1997). In spring, in deciduous trees, root N uptake 

is still limited and winter stored N sustains the growth of the new foliage (Millard and Grelet, 

2010). As examples, in young apple trees, Cheng and Fuchigami (2002) showed that about 50% 

of a tree’s N content was remobilized to support new shoot and leaf growth, whatever the tree’s 

N status; in mature sessile oak, El Zein (2011) showed that, during the two weeks following 

budburst, remobilized N contributed to more than 90% of the total N in twigs and growing 

leaves. This high investment of stored N in new tissues is key to supporting photosynthetic 

processes. On one hand, leaf photosynthetic capacity has been shown in many plant species to 

be highly correlated with leaf N content, since the N invested in the Calvin cycle and thylakoid 

proteins represents up to 75% of total leaf N (Evans and Seemann, 1989). On the other hand, 

the primary assimilation of inorganic N requires carbon skeletons and an energy supply (Dong 

et al., 2002), which reflects the close interrelation between carbon and nitrogen metabolisms in 

plants.  

In the context of climate change, various studies have pointed out the threat of adverse climatic 

events on forest vulnerability (Anderegg et al., 2015); in particular, extreme drought events 

have been identified as a major cause of forest dysfunction (Bréda et al., 2006, Bréda and 

Peiffer, 2014). Water stress has complex and interrelated consequences on water and carbon 

metabolisms (McDowell et al., 2011). Mineral nutrients, especially N, are also likely to be 

impacted by recurrent droughts, predicted in climate-change scenarios, which will decrease 

both nutrient availability in the soil (notably by decreasing microbial activity) and 

nutrient/water uptake by the fine roots (Kreuzwieser and Gessler, 2010). Fotelli et al., (2002, 

2004) used stable isotopic methods such as 15N labeling, to study the physiology of N uptake 

from the soil and its transport through trees from roots to shoots; they found a net reduction in 
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N uptake by trees in the case of soil water shortage. In temperate forests, a direct loss of 

available N can be also observed in the case of tree defoliation (Lovett et al., 2002), which may 

be caused by various biotic and abiotic disturbances such as insects, frost, wind or hail 

(Ozolincius and Stakenas, 1996, Lorenz and Becher, 2012).  

In the present study, we investigated the effects of repeated extreme drought and defoliation 

events on metabolism and the export of N within the leafy branches of 9-year-old beech trees 

(Fagus sylvatica L.), a deciduous broadleaf species widespread in Europe, and which is known 

to be sensitive to severe drought (Peuke et al., 2002). We hypothesized that the N metabolism 

in the beech branches would be affected under defoliation, as shown for some forest tree species 

(Millard et al., 2001), and under extreme drought, which has rarely been investigated (Jordan, 

2015, Gessler et al., 2016). Gessler et al., (2016) suggested that reduced nutrient availability 

during drought induces a negative feedback on the carbon balance (by reducing N supply for 

the photosynthetic apparatus). Any reduction in N uptake induced by drought during the 

vegetative season would also affect tree N metabolism, more particularly, N assimilation in the 

leaves. Defoliation could also create a carbon and N limitation that would affect N assimilation 

in the remaining leaves.  

In our experiment, planted beech trees were submitted for two years to extreme stresses (yearly 

manual defoliation or prolonged droughts) likely to induce changes in the trees’ internal N cycle 

and eventually lead to an N shortage. The second year of stress, a short-term 15N labeling pulse 

was applied on the leaves of one branch per tree i) at the end of spring N remobilization and ii) 

in summer, after the 2nd manual defoliation was done. The choice of these two periods was 

made to reveal i) whether a constraint applied for one year (drought or defoliation) would 

modify the N functioning in a given branch in the spring of the second year, and ii) how 

prolonged or repeated constraints impact summer N functioning. We evaluated whether the 15N 

allocation between the leaves on the one hand and the bearing branch (short-distance transport) 

on the other hand was disturbed. In addition, we investigated whether 15N allocation was 

reflected in the local metabolism priorities of source leaves, and how much stress conditions (i) 

altered soluble protein synthesis (protein concentrations are thought to increase under harsh 

conditions), and/or (ii) modified the N export from labeled leaves toward the apical shoot.  
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6.2. Materials and methods 

6.2.1. Experimental design and growth conditions 

The study was conducted on European beech trees. In 2006, beech seeds were collected in 

several forests in the Lorraine region of France and sown in 2007 in biodegradable horticultural 

pots made of wood fiber and filled with a peat and sand mixture. The seedlings were grown for 

one year in a nursery (INRA Grand-Est Nancy, France). In 2008, about 1000 of the seedlings 

were transplanted and grown for 7 more years in open ground at the INRA Grand-Est nursery 

(Champenoux, France, 48°75’N, 6°34’E, 229m asl). In 2014, a rain exclusion system was built 

above the 8-year-old trees: a semi-rigid structure supporting a transparent roof built with 

polycarbonate sheets and nets installed around the roof to intercept lateral rain. Light intensity, 

air temperature and vapor pressure deficit were monitored below the roof. The trees under the 

roof were subjected to four different treatments for two years (2014, 2015): (1) control (C) in 

which the trees were regularly irrigated; (2) defoliation (D) in which the trees were submitted 

to a yearly defoliation and regularly irrigated: manual defoliation of the trees in treatment D 

was done each year in June; 75% of the total foliage was removed and the removal was 

homogeneously distributed throughout the tree crown; (3) moderate drought (MD) and (4) 

severe drought (SD), where the trees were submitted to two levels of soil water deficit. The two 

drought stress levels were not designed to realistically simulate a climate change scenario, but 

rather to create drought conditions that were so unfavorable that they would likely cause beech 

mortality. In fact, lateral rain entering under the roof created some variability in soil water status 

in the drought treatment at the time of labeling and this allowed us to select trees with 

contrasting levels of water stress. The soil in the drought treatments was isolated by a rigid 

waterproof plastic sheet 1.80 meters depth buried vertically around the area. The water status 

of the seasonal sub-sets of trees in each treatment (24 trees per treatment) was checked by 

measuring pre-dawn water potential in twigs (ψpd) at day of year (DOY) 150, 176 and 198 in 

2015. We sampled the twigs (one per tree) before sunrise and performed the ψpd measurement 

with a pressure chamber (PMS Instruments, Albany, OR, USA).  

6.2.2. Soil characteristics and soil water measurements 

The studied site was characterized by 60cm-deep homogenous soil with an average texture (Silt: 

61 ± 1.28%; Clay: 27 ± 0.98%; Sand: 12 ± 0.66%), a pH comprised between 7.5 and 8, an 
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organic matter content between 12.1 and 14.9 g.kg-1 (E Silva 2010) and a total N comprised 

between 0.54 to 0.87 g.kg-1. Below 60cm, the grey marl of the Jurassic inferior (Lotharingian) 

era was characterized by a swelling heavy clay soil with a relatively high bulk density. 

We used neutron probes (TROXLER TX 4301, Research Triangle Park, NC, USA) to measure 

the volumetric water content of the soil. Three neutron probe access tubes (aluminum, closed 

at their base) were installed in each of the four treatment areas in order to quantify water content 

at different depths: two ranged from 0-1m in depth and one ranged from 0-1.6m. During the 

growing season, measurements were carried out every two weeks. Counts were logged every 

10 cm for the upper 100 cm, and every 20cm below that. 

For each depth i (thickness ti), Total Available Water soil Content (TAWC in mm) was 

calculated by estimating the characteristic points from pedotransfer classes for gravimetric soil 

moisture at field capacity (θfc) and gravimetric soil moisture at wilting point (θwp). The 

characteristic points were checked and adjusted with probe measurements, during winter for 

volumetric soil moisture at field capacity and during summer for volumetric soil moisture at 

wilting point. Soil bulk density was assessed with the cylinder method. Relative Extractable 

soil Water (REW in %) was calculated according to Bréda et al., (1995) as follows: 

REW=100* 
TAWC-R

TAWC
 

where R is the actual volumetric soil water content in mm, and total soil extractable water 

content down to 1.60m is estimated to 310 mm.   

The soil in the C and D treatments was irrigated regularly throughout the experiment with an 

automatic drip watering system which delivered between two and four liters per tree two to 

three times a week. We adjusted the amount of the water according to the REW measurements 

in order to avoid any water shortage (REW >0.4), with 40% of the REW corresponding to the 

critical threshold where trees start to avoid water loss by closing their stomata (Granier et al., 

1999). 

6.2.3. Choice of the branch 

One branch per tree was selected at chest height for the 15N labeling experiment. Branch 

diameter and the distance from the base of the branch to the apex of the tree were measured as 

were the number of leaves on the branch and individual and total leaf area. A significant global 

treatment effect was observed on the number of leaves and individual leaf area. Total leaf area 

(12) 
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was influenced by season (p<0.01) with a significant treatment x season interaction (p<0.01). 

Defoliation did not decrease branch growth in 2014, but in 2015, branch diameter was 

significantly reduced in the defoliated trees. In the spring 2015, after the 2014 defoliation, the 

number of leaves on defoliated branches was similar to the number on the water-stressed and 

control branches. In the summer 2015, the selected branches in the D trees were thicker 

(diameter significantly larger) than the ones in the C trees and also contained more leaves than 

controls before 75% of defoliation. 

6.2.4. Foliar 15N labeling procedure 

Labeling experiments were performed at two dates (Figure VI.1): 1) in spring, at the end of 

May 2015 (DOY: 148) when the leaves of all the trees were fully expanded, and 2) in summer, 

in July 2015 (DOY: 187) one month after defoliation had been performed on the D trees and 

when radial growth was maximal. At each date, spring and summer, a set of 12 trees per 

treatment (C, D, MD and SD) were randomly chosen for labeling (giving 48 trees for each date 

and 24 trees per treatment for the whole labeling experiment). 

On each tree, a branch bag made of polyethylene was placed over the labeled branch to isolate 

it from its local environment. In the late afternoon, an aqueous solution of 15N-urea was sprayed 

inside the bag onto the leaves with a hand sprayer (Zeller et al., 1998). Urea is considered to be 

the most suitable form of N for foliar application due to its non-polarity, rapid absorption, low 

phyto-toxicity and high solubility (Knoche et al., 1994, Zeller et al., 1998). Leaves absorb N in 

urea much faster than N in mineral form (Zeller et al., 1998) and urea N is rapidly converted 

into amino acids used for leaf protein synthesis or for N export (Dilley et al.,1961, Dong et al., 

2002). The 15N-urea solution (10.4 atom%, 5.0 g.L-1) was sprayed in a fine mist, which limited 

the formation of drops and ensured a homogeneous labeling of the leaves. After the labeling, 

the branch bag was kept on all night, then very carefully removed the next morning to avoid 

any contamination among trees. The timing of the foliar labeling is summarized in Figure VI.1. 

6.2.5. Sampling protocol 

Leaf and twig samples were collected from 12 of the selected trees per treatment before labeling 

to determine their natural 15N baseline abundance. After 15N labeling, leaf material from each 

labeled branch was sampled over a chase period of 14 days. At three sampling dates (day 0.5, 

1, 2), five small leaf disks (38 mm²/disk, 1 disk per leaf and per date) were removed with a 
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hole-puncher from five randomly selected leaves along the labeled branch. For the three dates, 

this sampling procedure was repeated on the same set of five leaves. At day 4, the remaining 

part of the five punched out leaves was taken. One additional leaf was also collected from six 

trees per treatment to assess total protein quantification and 15N assimilation into proteins. We 

chose day 4 as a sampling date because the turnover of foliar proteins, especially Rubisco, is 

rapid enough to allow an incorporation of 15N into foliar proteins within that time, as shown for 

15N labeled rice leaves by Suzuki et al., (2001). At day 7, a second set of five leaves per branch 

was hole-punched as described above. At day 14, the whole branch (both wood and remaining 

leaves) plus several leaves from the terminal apical twig of the selected trees were harvested 

(Figure VI.1). 

Each sampled branch was split by annual growth unit [current year (Y), 1-year-old (Y-1) and 

older (<Y-1)]. All samples were gently and carefully washed in distilled water, frozen in liquid 

nitrogen and stored at -80°C. The samples were then freeze-dried [Dura-Top (r), Dura-Dry (r), 

FTS Systems (r), Stone Ridge, NY, USA], weighed and ground into a fine powder in a ball mill 

(CEPI SODEMI CB2200, Cergy, France).  

6.2.6. Foliar protein analysis 

Soluble proteins were extracted from each leaf powder sample: 20 mg of leaf powder mixed 

with a ball mill (Retsch MM 301, Gmbh & Co, Germany) in a micro-tube with 500 µL of 

extraction buffer [62.5 mM Tris HCl pH 6.8, 2 % (v/v) SDS, 10 % Glycerol and 28 mM DTT] 

twice for 45 seconds. The samples were centrifuged twice at 32,000 g for 20 min (17°C). Protein 

concentration from the solubilized pellet was determined by RC-DC Protein assay (Biorad RC 

DC Protein Assay 500-0121). Soluble proteins were precipitated with four volumes of cold 

acetone and 28 mM of DTT and stored at -20°C overnight. The following day, proteins were 

collected by centrifuging at 16,000g, 4°C for 10 min, then washed four times with 1.5 ml of 

cold acetone and 28 mM of DTT. After each washing, the mixture was stored 30 min at -20°C, 

then centrifuged at 16,000 g, 4°C for 15 min. The final pellet was air-dried at room temperature. 

Aliquots (1 mg) from the protein pellets were weighed into tin capsules for isotopic analyses. 

6.2.7. Elementary and isotopic analyses 

Total N concentrations (% of dry matter, DM) and 15N isotopic abundance (atom%) of the wood 

and leaf samples were measured with an elemental analyzer (NA 1500 NCS, Carlo Erba, Milan, 

Italy) coupled to a Delta-S isotopic ratio mass spectrometer (Finnigan-Mat, Thermoquest Corp., 
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San Jose, CA, USA). Analyses were carried out at the SilvaTec platform (UMR Silva, INRA 

Grand Est-Nancy, France). 

6.2.8. Isotopic calculations 

The isotopic abundance for N in atom% (AN %) is defined as  

𝐴N% =
15𝑁

14N+15N
∗ 100 

The enrichment of 15N (atom %) in each compartment (wood, leaves) is defined as 

15Nexcess  =AN%(labeled compartment)- AN% (unlabeled compartment)      

where AN% labeled compartment is the 15N abundance of the labeled compartment, AN% unlabeled 

compartment is the natural 15N abundance of the unlabeled compartment, with a AN% unlabeled 

compartment of about 0.368306888 ± 0.00306 atom% for leaves and 0.370893333 ± 0.00127829 

atom% for wood. The same calculations were carried out for 15N atom% in leaf proteins. The 

natural 15N abundance [atom% of the unlabeled proteins] was 0.36606 ± 0.00011.  

The concentrations of 15N (mg.100g-1 DM) incorporated by labeling in the Dry Matter 

(DM) of the leaf or in the leaf protein pool was calculated as:  

15N concentration = 15N excess * 
[N] 

100
 * 1000 

where [N] is the N concentration (mg.100mg-1 DM) of the leaf or of the leaf protein extract. 

The 15N amount (g) incorporated by labeling in each compartment was calculated as 

15N amount  = 
15N𝑐𝑜𝑛𝑐𝑒𝑛𝑡𝑟𝑎𝑡𝑖𝑜𝑛

1000
∗

𝐷𝑀

100
 

where DM is the dry matter (g) of the compartment.   

6.2.9. Total N and 15N allocation in branches and 15N partitioning 

in leaf proteins 

Allocation of total N or 15N is related to the distribution of N or 15N within the different parts 

of the labeled branches (Dickson 1989). Allocation of N and 15N represented the ratio (%) of 

the amount of N or 15N incorporated into a given branch compartment (wood, leaf) relative to 

the total amount of N or 15N incorporated in the corresponding whole branch. 

(13) 

 

(15) 

(16) 

(14) 
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𝑁𝑜𝑟15𝑁𝑎𝑙𝑙𝑜𝑐𝑎𝑡𝑖𝑜𝑛(%) =
𝑁𝑜𝑟15𝑁𝑎𝑚𝑜𝑢𝑛𝑡𝑜𝑓𝑡ℎ𝑒𝑏𝑟𝑎𝑛𝑐ℎ𝑐𝑜𝑚𝑝𝑎𝑟𝑡𝑚𝑒𝑛𝑡

𝑁𝑜𝑟15𝑁amount of the whole branch
∗ 100 

Partitioning of N or 15N represented the ratio (%) of the amount of N or 15N incorporated into 

the leaf proteins relative to the total N or 15N amounts incorporated into the leaf DM.  

𝑁𝑜𝑟15𝑁𝑝𝑎𝑟𝑡𝑖𝑡𝑖𝑜𝑛𝑖𝑛𝑔(%) =
𝑁𝑜𝑟15𝑁𝑎𝑚𝑜𝑢𝑛𝑡 ∈ 𝑙𝑒𝑎𝑓𝑝𝑟𝑜𝑡𝑒𝑖𝑛𝑠

𝑁𝑜𝑟15𝑁amount of the whole leaf
∗ 100 

6.2.10. Statistics 

We used general linear mixed-effect models to compare the seasonal dynamics of predawn 

water potential, tree growth, N and 15N concentrations and N allocation between dates and 

treatments. Normality and homoscedasticity of the standardized residuals were graphically 

checked using quantile-to-quantile and residual-vs-predicted plots. When the distribution was 

not normal, a logarithmic or an arcsin (root square/100) transformation was used. Individual 

tree was a random factor while treatment and date of sampling were explanatory fixed factors 

in the models. A Tukey test was performed as a post-hoc analysis. Data were analyzed with the 

R software package (http://www.r-project.org, version 3.2.2, 2016-10-31).  

(17) 

(18) 

http://www.r-project.org/
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6.3. Results 

Figure VI.1. Schematic representation of the 15N labeling experiment. Experimental 

schedule (top): Four treatments were applied over two years (2014 and 2015) with control 

(C), moderate (MD) and severe soil water deficit (SD) and defoliation (D) treatments (a 75% 

removal of the foliage, grey box). One branch per tree was labeled with enriched 15N–urea 

on one set of trees in spring (LAB 1) and on a second set of trees in summer (LAB 2). 

Sampling procedure (bottom): At day 0, unlabeled leaves were taken to determine N% and 

baseline 15N natural abundance. At day 0.5, a set of five leaves was hole-punched, then 

punched again at day 1, 2 and 4. At day 4, one intact leaf per tree was also sampled to estimate 

15N assimilation into foliar proteins. At day 7, another set of five leaves was hole-punched. 

At day 14, all the leaves and twigs from the labeled branch were harvested. Twigs were 

analyzed by annual growth unit (Y, Y-1 and <Y-1, where Y is year). In addition, leaves from 

the apical twigs were sampled to assess the long-distance transport of 15N from the labeled 

leaves. 
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6.3.1. Changes in soil and twig water content  

 

Figure VI.2. Seasonal dynamics for soil Relative Extractable Water (REW) during the 

growing season of 2015 (A) in 9-year-old beech trees, and average pre-dawn water potential 

for twigs at the time of the two labeling experiments (B) at days of year (DOY) 150, 176 and 

198 in control (C), defoliation (D) and moderate (MD) and severe soil water deficit (SD) 

treatments. In A, grey arrows indicate the dates of the two labeling experiments (LAB1 and 

LAB2) and the dashed line indicates the threshold value of REW below which stomatal 

conductance is impacted, according to Granier et al., (1999). In B, different letters indicate 

a significant difference (p<0.05) in pre-dawn twig water potential between treatments for a 

given date; mean, ± SE; n=24. 
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The seasonal monitoring of the relative extractable water (REW) in the soil showed a 

progressive increase in the soil water deficit parallel to a continuous decrease of REW during 

the growing season in both drought treatments (MD and SD, Figure VI.2.A). In both MD and 

SD treatments, REW was below 0.4 for the duration of the experiment, whereas REW for the 

irrigated control (C) and defoliated (D) treatments remained above 0.4. As a result of the 

progressive seasonal soil water depletion, pre-dawn water potential (ψpd) in twigs decreased 

from -0.2 MPa (DOY 150) to -0.9 MPa for MD, and to -1.2 MPa for SD (DOY 198); ψpd always 

remained above -0.2MPa in C and D trees (Figure VI.2.B). Average pre-dawn twig water 

potential for the severe drought treatment (SD) was significantly lower (p<0.05) than the values 

for the C and D treatments at DOY 176, and pre-dawn twig water potential in both the MD and 

SD treatments were lower than the C and D trees at DOY 198. 

6.3.2. Leaf N concentrations and 15N partitioning in leaf proteins 

after a 4-day chase period 

 

Figure VI.3. Nitrogen (N) concentrations (% DM) in leaves collected on the labeled branches 

of 9-year-old beech trees in spring (top) and summer (bottom) at days 0.5, 1, 2 and 4 after 

labeling in the four treatments: control (C), defoliation (D), moderate (MD) and severe soil 
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water deficit (SD). In each season, a set of 12 trees per treatment was used and one branch 

per tree was labeled. Values are mean ± SE, n=12. 

Leaf N concentrations did not vary significantly before and after 15N-urea labeling (Figure 

VI.3), with values comprised between 1.8 and 2.5 % DM. Thus, the application of 15N-urea did 

not have any fertilizing effect. Regardless of treatment and season, 15N concentrations in the 

leaves increased significantly with time until day 4, then stabilized (Figure VI.4). For a given 

treatment, 15N concentrations in the leaves were not significantly influenced by season, with 

the exception of MD where 15N concentrations during the chase period were significantly higher 

in summer than in spring. 

 

Figure VI.4. Dynamics of 15N concentrations (mg.100g-1 DM) in leaves of 9-year-old beech 

trees in spring (top) and summer (bottom) for 14 days after labeling in the control (C, disc), 

defoliation (D, triangle), moderate (MD, square) and severe soil water deficit (SD, diamond) 

treatments. The same five leaves from each labeled branch were hole-punched at days 0.5, 1 

and 2. Then, these leaves were harvested at day 4. Five new leaves were then chosen along 

the labeled branch and were hole-punched at day 7. At day 14, all the foliage remaining on 

the branch was harvested. The same protocol was applied for both seasons (spring and 

summer). The effect of time after urea application was calculated only when the same leaves 
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were used from day 0.5 to day 4 (ns: p > 0.05, *: p < 0.05, **: p< 0.01, ***: p< 0.001). We 

tested the effect of season between spring and summer and significant differences were noted 

“season effect”. Values are mean ± SE; n=12. 

 

Total N and 15N in leaf proteins were assessed 4 days after labeling (Table VI.1). There was a 

global effect of treatment on total leaf N (p<0.001) and on total N in leaf proteins (p<0.001) 

but no effect on the incorporation of 15N into leaf proteins (Table VI.1). No seasonal effect was 

observed on total leaf N or total N in leaf proteins, whereas a significant seasonal effect 

(p<0.01) was noted on 15N in proteins and on 15N partitioning (p<0.01).  In spring and summer, 

both total N concentrations and N concentrations in leaf proteins were higher in D and SD 

leaves than in C and MD leaves. N partitioning values indicated that most of the leaf N was 

invested in soluble proteins (60 to 68 % of total leaf N) without any significant treatment effect. 

After a 4-day chase period, the proteins were enriched in 15N and there was no statistical 

difference among the 15N concentrations in proteins in response to treatment or season, except 

for the MD trees where a slight seasonal effect was noted, with no season x treatment interaction 

(Table VI.1). 

Table VI.1. Concentrations of total nitrogen (N) and 15N in mature leaves, N and 15N in leaf 

proteins and N or 15N portioning (the part of protein concentration in total N or 15N 

concentration) in 9-year-old beech trees 4 days after 15N labeling. Labeling experiments were 

conducted in spring and summer for the four treatments: control (C), defoliation (D), 

moderate soil water deficit (MD) and severe soil water deficit (SD). Different letters indicate 

a significant difference between treatments for a given date (p<0.05). “Season effect” is 

indicated by an asterisk if a significant difference was found between spring and summer. 

Values are mean ± SE, n=6 except for C and D trees in summer where 1 value is missing, 

then n=5. Statistical values (represented as F and P values) of the season and treatment effect 

or the interaction between season and treatment are given for each variable. 
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In spring, 30% to 47% of the total leaf 15N was incorporated in leaf proteins, without any 

significant treatment effect. A global seasonal effect (p<0.01) was noted, resulting in a general 

increase of 15N partitioning in leaf proteins in summer, without any season x treatment 

interaction. In summer, interestingly, 15N partitioning in the proteins of D leaves was 

significantly higher (73% of the total 15N) than 15N partitioning in the proteins of MD and SD 

leaves (43 and 41% of the total 15N respectively).  

6.3.3. Leaf and proximal branch N concentrations at the end of the 

chase period  

Table VI.2. Concentrations of nitrogen (N, % DM) in leaves and twigs divided by annual 

growth unit (Y, Y-1 and <Y-1, where Y is year) in 9-year-old beech trees 14 days after 15N 

labeling. Labeling experiments were conducted in spring and in summer for the four 

treatments: control (C), defoliation (D), moderate soil water deficit (MD) and severe soil 

water deficit (SD). Different letters indicate a significant difference between treatments for a 

given date (p<0.05). Asterisks in summer indicate a significant difference between seasons 

for a given treatment. Values are mean ± SE; n=12. Statistical values (represented as F and 

P values) for season and treatment effect and their interactions are given for each 

compartment. 
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N concentrations in the leaves and twig samples 14 days after labeling are shown in Table VI.2. 

A strong treatment effect was noted in both leaves and Y twigs; there was no treatment effect 

in <Y-1 twigs. A seasonal effect was noted in Y twigs only. No season x treatment interaction 

was detected at p<0.05. In spring, leaf N concentrations were influenced by the treatments with 

more N in SD and in D than in C. In summer, leaf N concentrations were higher in D than in C 

and MD. In both spring and summer, a significant SD treatment effect on N concentrations was 

found on both Y and Y-1 twigs compared to C, whereas an MD treatment effect was found only 

in summer on Y twigs. Overall, N concentrations in Y twigs in the C treatment were higher in 

spring than in summer. Both a seasonal and a treatment effect were found for Y twigs, whereas 

only a treatment effect was found on Y-1 twigs. 

6.3.4. Biomass, N and 15N allocation between leaves and proximal 

branches after a 14-day chase period 
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Figure VI.5. Biomass (A) nitrogen (B) and 15N (C) allocation (%) between leaves and twigs 

according to annual growth unit (Y. Y-1 and <Y-1, where Y is year) on 9-year-old beech trees 
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14 days after 15N labeling in spring and summer for the four treatments: Control (C), 

defoliation (D), moderate (MD) and severe soil water deficit (SD). Values are means ± SE; 

n=12. Treatment difference for a given compartment is shown with different letters (p < 0.05). 

Seasonal differences are shown with stars in the summer section (ns: p > 0.05, *: p < 0.05, 

**: p< 0.01, ***: p< 0.001). 

Table VI.3. Statisticals values (F and P) for each variable given in Figure VI.5; biomass 

partitioning, nitrogen partitioning and 15N allocation for the effect of treatment, 

compartment (Cmpt) or the interactions between them (Treatment*Cmpt) in spring and 

summer. 

 

      
Biomass partitioning 

  
Nitrogen partitioning 

  
15N allocation 

          

Season Effect   F value P value   F value P value   F value P value 

Spring 

Treatment   1.0963 0.3610   1.2320 0.3097   1.3742 0.2638 

Cmpt   88.8318 <0.001   500.4165 <0.001   649.6055 <0.001 

Treatment*Cmpt   1.7464 0.0865   2.1432 0.0316   1.8090 0.0746 

                      

Summer 

Treatment   2.0092 0.1269   2.573 0.0664   5.286 0.0035 

Cmpt   46.8348 <0.0001   232.394 <0.001   489.262 <0.001 

Treatment*Cmpt   8.0710 <0.0001   13.298 <0.001   14.711 <0.001 
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There was no treatment effect on biomass partitioning, but a compartment effect was observed, 

with a treatment interaction in summer (Figure VI.3). In spring, there was no significant effect 

of treatment on biomass partitioning and leaves accounted for the highest biomass (more than 

40%, Figure VI.5.A). In summer, C and D trees had higher Y twig biomass partitioning than 

MD and SD whereas leaf partitioning was higher in MD and C than in D and SD. A seasonal 

effect was found on SD tree leaves with higher partitioning in spring than in summer; D trees 

also displayed a significant seasonal effect on leaves and <Y-1 twigs. 

There was no treatment effect on N partitioning, but a significant treatment x compartment 

interaction was noted, especially in summer (Figure VI.5.B). A markedly significant 

compartment effect was noted on 15N partitioning (Figure VI.5.C). Treatment significantly 

impacted 15N partitioning in summer with both a compartment effect and a compartment x 

treatment interaction. No significant treatment difference was found in spring on N (Figure 

VI.5.B) or 15N (Figure VI.5.C) partitioning. As a consequence of defoliation, D trees showed 

a significant reduction in N and 15N partitioning in leaves and Y twigs in summer compared to 

other treatments, though there was also a seasonal reduction compared to spring. SD trees had 

less N and 15N partitioning in Y-1 twigs in summer compared to C and MD.  

6.3.5. 15N long-distance transport 

Figure VI.6. Long-distance transport of 15N (mg.100g-1 DM) from the leaves of labeled 

branches to the leaves of the apical terminal twigs on 9-year-old beech trees 14 days after 
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labeling in spring (top) and summer (bottom) for the four treatments: control (C), defoliation 

(D) and moderate (MD) and severe soil water deficit (SD). Different letters indicate 

significant differences (p < 0.05) among treatments for a given date; values are mean ± SE; 

n=12. 

 

At the end of the chase period, the leaves sampled from the apical terminal twig showed a 

significant 15N enrichment in all treatments regardless of season (Figure VI.6). However, this 

15N enrichment was lower in the MD leaves than in leaves from the other treatments (p<0.05). 

A decreased rate of 15N enrichment was observed from spring to summer for SD leaves but was 

not significant at p<0.05. 
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6.4. Discussion 

6.4.1. Use of a 15N urea pulse to trace the N pool in leaves 

Our experiment was conducted at two dates during the growing season: in spring (DOY: 148) 

and in summer (DOY: 187) and in both cases, we applied 15N urea to mature leaves of beech 

trees to label the whole leaf N pool of a given branch. 15N urea was historically used on fruit 

trees (Klein and Weinbaum, 1984; Rosecrance et al., 1998) to study the impact of foliar N 

fertilization on fruit production. Recently, this approach has been successfully used to study the 

effect of foliar N fertilization on forest tree nutrition at young stages (Uscola et al., 2014). In 

older forest trees, 15N urea labeling, without any fertilizing effect, has also been used to study 

N translocation between below- and above-ground components in 9-year-old beech trees (Zeller 

et al., 1998), though the method is rarely used in large trees for obvious practical reasons. In 

our 15N experiment, our first concern was to avoid any significant increase in leaf N content 

due to the foliar labeling. We therefore used a small amount of highly 15N-enriched urea. For 

each treatment and each date, our results show that the N concentration in the leaves was similar 

before and after labeling, and was typical of N concentrations found by El Zein et al., (2011) in 

adult leaves of beech trees located near our experimental site. 

6.4.2. Leaf N metabolism 

A well-established relationship exists between photosynthetic capacity and leaf nitrogen 

content in plants (Field and Mooney, 1986). High N partitioning to leaves is essential for leaf 

metabolism and provides N to the photosynthetic machinery during the growing season (Evans 

and Seemann, 1989), since a large proportion of the plant’s N is present in thylakoid membranes 

and in soluble proteins of the Calvin cycle that represent most of the leaf’s nitrogen. Leaf 

metabolism displays differences between spring and summer (Millard and Proe, 1991; Gomez 

and Faurobert, 2002). Under non-limiting environmental conditions, these metabolic 

differences may be due to local meteorological conditions which vary with the seasons, but also 

to seasonal variations in tree growth, which induce seasonal variations in the source-sink 

balance.  In fact, in beech, the initiation of radial growth and the reactivation of the cambium 

are mainly dependent on climatic variations and leaf photosynthesis. In addition, a negative 

correlation of beech growth with maximal temperatures in summer has been found (Cufar et 

al., 2008, Michelot et al., 2012). Consequently, both seasonal climatic changes and growth 
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changes in sink organs will affect the N metabolism of leaves, the source of carbohydrates 

fueling several metabolisms e.g. primary growth, transport, etc. (Peñuelas et al., 2013). 

However, in our study we did not detect any significant effect of season on N concentrations in 

leaves or on 15N incorporation in leaf proteins in non-stressed trees. This result led us to 

hypothesize that seasonal adjustments in beech tree photosynthesis in spring and summer, with 

leaf protein synthesis remaining quite stable, could be due to changes in activity more than to 

changes in the synthesis per se of soluble proteins of Calvin cycle. 

6.4.3. Leaf N functioning under harsh stress 

Defoliation causes an immediate loss of resources (C, N) and a reduction in photosynthetic 

surface area for the tree (Lovett et al., 2002); this may affect leaf biochemistry and N 

assimilation in the remaining leaves, especially in June when up to 30% of total beech N is 

found in the leaves (El Zein et al., 2011b). First, a higher leaf N content than in controls was 

effectively observed in spring 2015 in the leaves of our beech trees which had been submitted 

to severe defoliation the previous year (2014). Despite the loss of N and carbon created by the 

previous summer’s defoliation, and the likely detrimental consequences for storage during the 

winter, more N was allocated to the new foliage produced the following spring in the defoliated 

trees. Then, in 2015, the beech trees defoliated in 2014 were submitted to a second defoliation. 

At the branch level, 75% of the leaves were removed in spring 2016, resulting in a loss of 0.07g 

± 0.01 of N for the branch (results not shown), i.e. a loss of about 75% of the N initially present 

in the branch foliage. This should have caused a huge and immediate N constraint for the tree.  

However, one month after this summer defoliation, leaf N was still higher than in the controls. 

The 15N tracer showed that more N was allocated to protein synthesis in the leaves of the 

defoliated trees. Such results suggest that compensatory processes exist in beech trees, enabling 

them to mitigate the negative effects of a past or current defoliation by allocating the needed N 

resources to the remaining leaves from other tree compartments to maintain photosynthetic 

capacity. In fact, changes in allocation of internal resources among organs are often observed 

in plants responding to defoliation. For example, an increased allocation of resources to leaves 

at the expense of root and stem growth have been found in grasses and in aspen trees (Macaduff 

et al., 1989, Stevens et al., 2008). In our study, secondary growth also decreased by 15 to 20% 

in the defoliated beech trees (unpublished data). The higher leaf N content we found in the 

defoliated trees could be due to extra N uptake by the roots. However, more probably, this 

additional N was remobilized from the N reserves located in perennial compartments with 
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woody tissue (i.e. root and trunk sapwood), which are known to be the main pools for stored N 

in deciduous tree species (Neilsen et al., 1997, Millard and Grelet, 2010). Because defoliation 

changes the within-tree microclimate, notably providing better access to sunlight for the 

remaining foliage, a capacity to compensate for the loss of leaves with higher photosynthetic 

rates has been observed in both deciduous and evergreen species (Quentin et al., 2011, Puri et 

al., 2015). This increase in light availability has also been reported to cause an increase in leaf 

N and changes in leaf protein composition in sugar maple (Ellsworth and Reich, 1995). Our 

study also showed that leaves of D trees contained more proteins than control leaves. This 

increase in the protein pool in beech leaves could be due to an extra accumulation of soluble 

proteins, which could enhance photosynthetic capacity and also be a temporary N storage 

strategy. For instance, the Rubisco protein is a carboxylase known to be stored when in excess 

and to function as a vegetative storage protein (Millard, 1988, Dickson, 1989, Warren et al., 

2001). In response to the 2nd defoliation, the proportion of 15N allocated to foliar proteins 

increased from 38% in spring to 73% in summer whereas this seasonal increase was less 

important in the C trees (+28%); this suggests rapid changes in leaf biochemistry for the D 

trees. Consequently, despite the N loss created by this new defoliation, the leaves of the 

defoliated trees accumulated more N than the controls and exhibited an important de novo 

protein synthesis. Such metabolic changes probably involve tree stores that play a buffer role 

in adjusting tree N requirements and may enhance tolerance for partial, repeated foliage loss; 

this has been also suggested in other studies on deciduous and evergreen species (Palacio et al.,  

2012, Piper and Fajardo, 2014).  

Prolonged drought stress in forest trees may induce a series of changes in the biochemical 

processes of photosynthesis and cause a decrease in photosynthetic capacity and a decline in 

leaf nitrogen content (Grassi et al., 2005). In our study, both a moderate and a severe water 

stress were applied to beech trees for two successive growing seasons. Under severe water-

stress, we observed that for a given leaf area, C assimilation in 2015 decreased from 10.5 

µmol.m-².s-1 in the leaves of the control treatment to 2.8 µmol.m².s-1 in the SD treatment (Daniel 

Epron, personal communication). Beech is known for its sensitivity to drought, and in beech 

saplings, when a severe soil water deficit occurred, a decrease in photosynthetic performance 

was observed, notably through a loss of chlorophyll (Gallé and Feller, 2007). Stomatal and 

mesophyll limitations to CO2 diffusion under moderate and severe drought affect the 

carboxylase activity of Rubisco (Grassi and Magnani, 2005) in reason of a low chloroplastic 

CO2 concentration. A decline in both the activity and amount of Rubisco and an increase in 

amino acid pools known to play a role in tissue osmoprotection may also occur (Bode et al., 
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1985; Fotelli et al., 2002). In our study, we did not see any decline in leaf N concentrations in 

beech trees in response to a prolonged severe water stress, and 15N was still incorporated into 

the leaf proteins. Such a result suggests that a high metabolic activity was maintained with both 

rapid catabolism of the absorbed urea and rapid anabolism into amino acids and proteins. Our 

results also show that the 15N incorporation into the soluble protein pool in summer represented 

only 40% of the 15N present in the leaves of the SD trees, meaning that about 60% of the 15N 

was incorporated into N compounds other than proteins (possibly pigments or amino acids) at 

this period of intense metabolism for leaves. Glutamine or allantoine, two important amino 

acids for transport (Sauter and Van Cleve, 1992), could be involved, as could proline and 

asparagine, osmoprotectants which maintain cell integrity under limiting soil water conditions 

(Bode et al., 1985, Fotelli et al., 2002).  

6.4.4. Impact of stress on short- and long-distance transport of leaf 

N 

We studied how much leaf N metabolism and its transport out of the leaves would be disrupted 

by repeated abiotic stress (recurrent defoliation or prolonged soil water deficit) at two key 

growth stages for both primary and secondary growth. Through nutrient storage and 

remobilization processes, trees ensure their survival by limiting their dependency on mineral 

uptake during adverse environmental events like drought (Rennenberg et al., 2006). N is one 

of the nutrients that can be transported in the phloem or xylem and continuously recycled within 

the tree (Grassi et al., 2003), or be released in tiny amounts via soil rhyzo-deposition, as 

Sommer et al., (2016) shown in beech. We applied 15N-urea on mature leaves in spring and 

summer and estimated whether part of the 15N pool was transported out of the leaves towards 

the bearing branch or beyond, or whether it stayed in the leaves and was recycled there. In the 

well-watered trees, the maximum level of 15N incorporated inside the N leaf pool was obtained 

after a 4-day chase period and stabilized for the next ten days. It is likely that this stabilization 

was due to an important local turnover in the N pool within the leaves rather than to an intensive 

15N export to and unlabeled N import from other tree compartments. Indeed, 14 days after 

labeling, about 80% of the 15N content found in the whole branch had remained within the 

leaves, and only 20% had been distributed along the twigs on the same branch. For the duration 

of our experiment and regardless of treatment or season, this 15N distribution pattern between 

leaves and branch twigs remained unchanged. However, in summer, the 15N allocation inside 

the branch was modified due to the drastic defoliation the tree had undergone one month before. 



 

117 
 

This defoliation caused a biomass imbalance between the remaining leaves and the bearing 

branch, and a higher 15N allocation in twigs Y and Y-1 occurred at the expense of the leaves. 

We also sampled the leaves of the apical terminal twig on each tree and found that some of the 

15N incorporated in the leaf N pool had been transported over a long distance to the terminal 

twig. It is very probable that the N exported from the leaves was evenly distributed within the 

crown, though this was beyond the scope of our investigation. Our study showed that, even 

under severe drought, beech maintained long-distance transport of N from labeled leaves. The 

persistence of long-distance N transport from the leaves after two years of no irrigation was 

truly remarkable. However, the increase in drought intensity between spring and summer 

induced a decrease in the 15N flux towards the leaves of the terminal twigs of trees. This 

indicates a decrease in N transport capacity from the labeled branch in the SD trees. Even 

though N metabolism at the leaf and branch scales was apparently unaltered by two years of 

drought, the lack of water and N uptake did also cause a change in leaf N transport inside the 

tree. Two possible complementary causes could be involved in severe water-stressed beech 

trees: (1) the necessity for the leafy branches to keep more of their N and to favor local recycling 

to the detriment of its export due to the unavailability of N from soil absorption, or/and (2) the 

appearance of a partial dysfunction of the hydraulic system, particularly in the phloem, as 

proposed by Dannoura et al., (2018) which could alter long-distance N transport.  

6.5. Conclusion 

Even under extreme constraints, leaf N metabolism was maintained, possibly thanks to internal 

N recycling and transport within the tree. Such strategies would help trees to avoid nitrogen 

starvation and to cope with the recurrent drought stress predicted in the context of future climate 

change.  

  



 

118 
 

 

  



 

119 
 

 

 

 

 

 

CHAPITRE 7:  

Article 3: SEASONAL TRANSLOCATION OF 

FOLIAR NITROGEN WITHIN BEECH TREES AND 

ITS TOLERANCE TO STRESS: A 15N LABELING 

APPROACH (in preparation) 

 

 

  



 

120 
 

7. SEASONAL TRANSLOCATION OF FOLIAR NITROGEN 

WITHIN BEECH TREES AND ITS TOLERANCE TO STRESS: 

A 15N LABELING APPROACH  

CHUSTE P.A.1, MASSONNET C.1 and MAILLARD P.1* 

1UMR 1434 SILVA, INRA, Université de Lorraine, Agroparistech, 54280 Champenoux, 

France 

 

Running title: Seasonal distribution of leaf nitrogen under stress in beech trees 

 

 

 

 

 

 

Corresponding author: pascale.maillard@inra.fr 

 

  

mailto:pascale.maillard@inra.fr


 

121 
 

ABSTRACT 

According to current scenarios for climate change in France, extreme drought events are 

expected to occur more frequently. Such events will not only limit supply of water but also the 

availability of soil N for trees. Nitrogen is one of the main nutrient driving growth and 

productivity in many forests. One question that need to be addressed is how severe drought 

events affect the internal N cycle and the growth of a widespread deciduous forest tree species 

as beech (Fagus Sylvatica L.). We designed an experiment with young beech trees (Fagus 

Sylvatica L.) submitted to an artificial N shortage through a rainfall exclusion or partial 

defoliation. Both treatments were expected to drastically affect the N balance of the trees by 

decreasing access to water and nutrients in the soil or through a loss of leaf N. To follow the 

changes of within tree N fluxes and N uses in response to the treatments, we pulverized a low 

quantity of urea with a high 15N enrichment on the whole foliage of these trees thus tracing the 

flux of leaf N into other organs of the trees during automn and winter and their remobilization 

for new growth in Spring. We aimed to test the following hypotheses: (1) drought and 

defoliation stress will alter N (15N) dynamics (2) which tree compartment will be preferentially 

used to store N (15N) during the winter (3) how the treatments will alter the use of N (15N) for 

the new growth in Spring? The first results show that nitrogen cycling have already started 

when we cut trees in October, 2 weeks after the labelling. Less 15N was found in leaves 

compared to woody organs (e.g : stem and branches). We also found that nitrogen recycling 

was not modified by severe constraints where branches served as major target organs. In 

following spring, leaves were still a major sink for N remobilisation despite less stored N found 

in perennial parts. A result like this could mean that leaf metabolism is maintened even under 

severe constraints which can be advantageous in case of better soil water conditions. 

Keywords: Nitrogen, labelling, defoliation, soil water deficit, F. Sylvatica L. 
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7.1. Introduction 

From fifty years, drought periods and heat waves have increased in worldwide as a consequence 

of global climate change and this trend is expected to increase in the coming decades (Coumou 

et al., 2013, Wagner et al., 2013, IPCC, 2013). These climate hazards can induce strong 

reductions of primary productivity (Piovesan et al., 2008) and sometimes forest decline and tree 

mortality. Understanding of the physiological processes involved in tree dysfunctions and forest 

tree decline is a major concern (Bréda et al., 2006, McDowell et al., 2008, Sala et al., 2010) 

Two main but non-exclusive physiological mechanisms have been proposed: hydraulic failure 

and carbon starvation (McDowell et al., 2008, Sala et al., 2012, Hartmann et al., 2013). On one 

side, hydraulic failure may lead to mortality when partial or total loss of xylem function occurs 

in response to drought.  On the other side, a carbon starvation is also possible when drought 

lasts long enough to create a carbon imbalance between sink demand and source supplies 

(photosynthesized or remobilized carbon). Besides these two hypothesis, some authors have 

recently suggested that a reduced nutrient availability in response to drought, especially 

nitrogen (N) which could play also an important role in tree dysfunction (Gessler et al., 2016). 

However experimental evidence of how N cycling of adult forest trees could be modified by 

harsh conditions is still missing today. Available studies focused only on seedlings but these 

results are difficult to generalize if ontology have an impact on tree N balance, as noticed on C 

balance (Cavender and Bazzaz, 2000, Gilson et al., 2014). Forest ecosystems have often 

developed on poor soils which were not convenient for optimal growth due to the low N 

availability (Raven and Andrews, 2010). To cope with this N deficiency, trees adopted 

dedicated strategy by optimizing N use efficiency and internal recycling (Vitousek, 1982). The 

internal N cycling consists in N storage in perennial structures (wood and roots) when N 

requirements are low and remobilization of these N reserves towards sinks (mainly the foliage) 

in case of N shortage when current demand exceeds root N absorption capacity due to the 

seasonality of plant growth (Chapin et al., 1990). In fact, in early spring, N uptake by roots is 

not sufficient to sustain spring growth and trees rely on stored N as largely demonstrated on 

fruit trees (O’Kenney, 1975, Millard and Nielsen, 1989, Neilsen et al., 1997, Tagliavini et al., 

1998, Cheng et al., 2002, Dong et al., 2002) and more recently on mature forest trees (El Zein 

et al., a & b 2011, Valenzuela Nunes et al., 2011, Bazot et al., 2013). This net decrease of stored 

N observed in spring cannot be recovered fastly and so, during the vegetative season, trees rely 

mainly on N soil uptake by roots (Bazot et al., 2013, Villar-Salvador et al., 2015). In autumn, 

a mechanism called N resorption occurs and consists in the degradation of foliar proteins into 
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amino acids and the transport via the phloem towards bark and wood parenchyma where they 

are stored during winter under amino acids and vegetative storage proteins forms (Sauter et al., 

1989, Wetzel et al., 1989, Stepien et al., 1994, Millard, 1996). Mobilization and refilling of N 

stores lead to seasonal fluctuations in these storage pools. As N soil is often a growth-limiting 

factor in natural forest ecosystems (Rennenberg et al., 1998) and the ability of trees to store and 

redistribute N resources internally is a fundamental process conditioning their survival.  A 

limited soil N availability caused by a stress like drought will end to an inability of roots to 

explore the soil and to a decrease of microbial activity (Kreuzwieser and Gessler, 2010, Creeger 

et al., 2014), increasing the risk that N uptake will not be sufficient enough to refill tree internal 

reserves. Consequently, Gessler et al., (2016) hypothesized that the internal N cycling, could 

become critical for tree survival when drought occurs in early spring and summer especially in 

deciduous tree species.  

In relation to the Gessler’s hypothesis previously presented (2016), we explore in our study 

how the tree internal N cycle is modified by a prolonged drought or a yearly manual defoliation 

in eight-year-old beech trees submitted to two years of constraints.  As mentioned above, a soil 

water deficit is expected to decrease both N soil availability and uptake by trees. In another 

way, any drastic defoliation may cause a harsh loss of N in trees because thirty-height percent 

of N are located in leaves in June on beech trees (El Zein, 2011). So by these two severe 

constraints, we expect to decrease the tree N availability leading to adjustments on internal tree 

N metabolism to maintain fundamental tree functions (growth, maintenance and storage). To 

follow these adjustments, we labeled the whole foliage of control, defoliated and water stressed 

beech trees with 15N-urea before leaf senescence in autumn. Then, we followed the fate of 15N 

from senescing leaves toward perennial organs in the whole tree during the winter storage, and 

then its remobilization for spring growth.  

We chose to work on European beech trees (Fagus sylvatica L.) trees, one of the most 

widespread and abundant species in Europe, because it is known to be more drought sensitive 

than other European broad-leaves species (Zang et al., 2014; Zimmermann et al., 2015) but 

paradoxaly it is also one of the most resistant to mortality. Given its survival capacity, we 

hypothesized that its resources management is particular efficient to face to constrains. Various 

authors also emphasize the remarkable potential for recovery after drought stress of Fagus 

sylvatica (Elling et al., 2007). In the present study, we made the following hypotheses: (1) 

drought and defoliation applied repeatedly for two years will create a significant decrease of 

the tree N pool; (2) due to this N reduction, the stressed tree will intensify its leaf N recycling 
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and export more N in autumn toward perennial organs compared to a control tree in an attempt 

to counterbalance a marked decrease in total N winter storage level. (3) The expected N storage 

decrease in the stressed trees will impact the level of remobilized N available for growth 

increment and canopy establishment in spring. (4) Finally, if the N remobilization is source 

driven (Millard and Grelet, 2010), a reduced growth without any changes in N mobilization 

intensity and its partitioning between perennial organs and new formed organs (twigs, leaves) 

will be expected in stressed trees compared to controls.  
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7.2. Materials and methods 

7.2.1. Experimental design and growth conditions 

The study was conducted on European beech trees. In 2006, beech seeds were collected in 

several forests in the Lorraine region of France and sown in 2007 in biodegradable horticultural 

pots made of wood fiber and filled with a peat and sand mixture. The seedlings were grown for 

one year in a nursery (INRA Grand-Est Nancy, France). In 2008, about 1000 of the seedlings 

were transplanted and grown for 7 more years in open ground at the INRA Grand-Est nursery 

(Champenoux, France, 48°75’N, 6°34’E, 229m asl). In 2014, a rain exclusion system was built 

above the 8-year-old trees: a semi-rigid structure supporting a transparent roof built with 

polycarbonate sheets and nets installed around the roof to intercept lateral rain. The trees under 

the roof were subjected to four different treatments for two years (2014, 2015): (1) control (C) 

in which the trees were regularly irrigated; (2) defoliation (D) in which the trees were submitted 

to a yearly defoliation and regularly irrigated: manual defoliation of the trees in treatment D 

was done each year in June (Figure VII.1.A); 75% of the total foliage was removed and the 

removal was homogeneously distributed throughout the tree crown; (3) moderate drought (MD) 

and (4) severe drought (SD), where the trees were submitted to two levels of soil water deficit. 

The soil in the drought treatments was isolated by a rigid waterproof plastic sheet 1.80 meters 

depth buried vertically around the area. The two drought stress levels were not designed to 

realistically simulate a climate change scenario, but rather to create drought conditions that 

were so unfavorable that they would likely cause beech tree dysfunction and mortality. In fact, 

lateral rain entering under the roof created some variability in soil water status in the drought 

treatment at the time of labeling and this allowed us to select trees with contrasting levels of 

water stress. The hydraulic status of the chosen trees for the experiment in each treatment (8 

trees in C and D, 5 in MD and SD in September 2015 and 6 trees in C and D, 3 in MD and SD 

in June 2016) was checked by measuring pre-dawn water potential in twigs (ψpd) in September 

2015 and in June 2016. We sampled the twigs (one per tree) before sunrise and performed the 

ψpd measurement with a pressure chamber (PMS Instruments, Albany, OR, USA).  

7.2.2. Soil characteristics and soil water content measurements 

The studied site was characterized by 60cm-deep homogenous soil with an average texture (Silt: 

61 ± 1.28%; Clay: 27 ± 0.98%; Sand: 12 ± 0.66%), a pH comprised between 7.5 and 8, an 

organic matter content between 12.1 and 14.9 g.kg-1 (E Silva, 2010) and a total N comprised 
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between 0.54 to 0.87 g.kg-1. Below 60cm, the grey marl of the Jurassic inferior (Lotharingian) 

era was characterized by a swelling heavy clay soil with a relatively high bulk density. 

We used neutron probes (TROXLER TX 4301, Research Triangle Park, NC, USA) to measure 

the volumetric water content of the soil. Three neutron probe access tubes (aluminum, closed 

at their base) were installed in each of the four treatment areas in order to quantify water content 

at different depths: two ranged from 0-1m in depth and one ranged from 0-1.6m. During the 

growing season, measurements were carried out every two weeks. Counts were logged every 

10 cm for the upper 100 cm, and every 20cm below that. 

For each depth i (thickness ti), Total Available Water soil Content (TAWC in mm) was 

calculated by estimating the characteristic points from pedotransfer classes for gravimetric soil 

moisture at field capacity (θfc) and gravimetric soil moisture at wilting point (θwp). The 

characteristic points were checked and adjusted with probe measurements, during winter for 

volumetric soil moisture at field capacity and during summer for volumetric soil moisture at 

wilting point. Soil bulk density was assessed with the cylinder method. Relative Extractable 

soil Water (REW in %) was calculated according to Bréda et al., (1995) as follows: 

REW=100* 
TAWC-R

TAWC
 

where R is the actual volumetric soil water content in mm, and total soil extractable water 

content down to 1.60m is estimated to 310 mm.   

The soil in the C and D treatments was irrigated regularly throughout the experiment with an 

automatic drip watering system which delivered between two and four liters per tree two to 

three times a week. We adjusted the amount of the water according to the REW measurements 

in order to avoid any water shortage (REW >0.4), with 40% of the REW corresponding to the 

critical threshold where trees start to avoid water loss by closing their stomata (Granier et al.,. 

1999). 

7.2.3. Foliar 15N labeling procedure 

The labeling experiment was performed at end of September 2015 (DOY: 271), before leaf fall. 

The timing of labeling is summarized in Figure VII.1. Forty-four trees were randomly chosen 

for labeling. On each tree, a crown bag made of polyethylene was placed over the total foliage 

of the tree to isolate it from its local environment. In the late afternoon, an aqueous solution of 

15N urea was sprayed inside the bag onto the leaves with a hand sprayer (Zeller et al., 1998). 

(19) 
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The urea solution (10.4 atom%, 5.0 g.L-1) was sprayed in a fine mist, which limited the 

formation of drops and ensured a homogeneous labeling of the leaves. After the labeling, the 

plastic bag was kept on all night, then very carefully removed the next morning to avoid any 

contamination among trees. A net was put all around the tree to collect all the litter from the 

labeling through the winter fall. 

7.2.4. Sampling protocol 

Green leaves were sampled in July 2015 2 months prior the labeling to measure the leaf N 

concentration in the control, defoliated and water stressed trees (n=12 in each treatment). In 

October 2015, one month after the labeling, we harvested 8 trees (2 trees per treatment) in view 

to assess the incorporation of 15N in the internal N cycle and its presence in perennial storage 

organs. Then, trees were harvested at two key phenological dates (El Zein, 2011) after the 

labeling: 1) in February 2016, 5 months after labeling at the theoretical highest storage level of 

N in perennial organs; and 2) in June 2016, 9 months after labeling at the theoretical end of N 

remobilization, once leaf expansion was done. We harvested 18 trees in February and June (6 

C; 6 D; 3 SD; 3 MD), i.e. a total of 44 trees were labeled and harvested during this experiment. 

Ten unlabeled trees (3 C; 3 D; 2 MD; 2 SD) were also harvested in October 2015 to assess the 

natural abundance of 15N in each tree compartment. Each tree was separated in its compartments 

(leaves, branches, trunk and roots). Roots were separated according to their diameter: fine roots 

(d<1mm), lateral roots (1<d<3mm) and main roots (d>3mm). We collected the litter in February 

2016 with use of litter net. Each compartment was weighted to get the fresh mass, immediately 

frozen in liquid nitrogen, and then stored at -80°C. Then compartments were freeze-dried 

(Dura-Top (r), Dura-Dry (r), FTS Systems (r), Stone Ridge, NY, USA), weighed to determine the 

dry matter (DM) and ground into a fine powder with a ball mill (CEPI SODEMI CB2200, 

Cergy, France). The timing of labeling and harvest is displayed in Figure VII.1.  

7.2.5. Growth measurements 

For each treatment, height and diameter of labelled trees were measured at the end of the 

vegetative season in 2015 with an electronic caliper and a beam, respectively. In June 2016, the 

spring primary growth (trunk and shoots) was estimated on the sampled trees by measuring the 

length of the shoot 2016 on both on the trunk (primary axis) and of three branches per tree 

(secondary axis) randomly chosen in the canopy of each tree. 

7.2.6. Foliar variable measurements 
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In October 2015, several foliar characteristics were assessed by sampling randomly 100 leaves 

per tree on the 8 labelled and 10 additionnal unlabeled trees (6 C; 6 D; 3 MD; 3 SD). The 

individual leaf area of these 100 leaves was measured using a portable area meter (LI 3000 A, 

LI-COR, Lincoln Nebraska, USA) then dried 48h at 100°C and weighed. The mean individual 

leaf area, the leaf mass per area (LMA), the total number of leaves and the total leaf area of 

trees  were calculated based on the relationship between the leaf biomass and the leaf area. 

These measurements were also repeated on the 18 labeled trees harvested in June 2016 once 

leaf expansion was achieved. In order to have the effect of the defoliation made the year before 

on the current vegetative season leaf expansion, we calculated the initial values (number of 

leaves, LMA and total leaf area) for defoliated trees in 2015 by multiplying found values of 

harvested trees in October 2015 by 75% (e.g the intensity of defoliation made in 2015).  

7.2.7. Nutrient resorption efficiency 

Nutrient resorption efficiency was calculated as described by Killingbeck (1996) and more 

recently by Hai-Yang et al., (2018)  

NuR =
(Xgr − Xsen) ∗ MLCF

Xgr
∗ 100% 

Where Xgr and Xsen are the N concentrations of green (taken in July) and senescent leaves 

(taken in February) respectively. MLCF correspond to the mass loss correction factor 

corresponding to the percentage of leaf mass remaining in senesced leaves comparing to the 

green leaves (Vergutz et al., 2012). As our specie is a deciduous temperate species, we used an 

MLCF value of 0.784 as preconized in Vergutz et al., (2012). 

7.2.8. Elementary and isotopic analyses 

Total N concentration (% of dry matter) and 15N isotopic abundance (atom%) of the different 

tree compartments (leaves, branches, trunk, roots, litter) were measured using an elemental 

analyzer (Eurovector, Redavalle, Italy) coupled to an Isoprime (Elementar UK). Analyses were 

carried out at the isotopic platform of B&PMP (INRA, Montpellier, France). 

7.2.9. Isotopic calculations 

The isotopic abundance for N in atom% (AN %) is defined as  

𝐴N% =
15N

14N+15N
 100 

(21) 

(20) 



 

129 
 

The enrichment of 15N in each compartment in each compartment is defined as 

15N excess=AN% (labeled compartment) - AN% (unlabeled compartment) 

where AN% labeled compartment is the 15N abundance of the labeled compartment, AN% unlabeled 

compartment is the natural 15N abundance of the unlabeled compartment, with a AN% unlabeled 

compartment of about 0.368306888 ± 0.00306 atom% to 0.370893333 ± 0.00127829 atom% 

according to the compartment. The unlabeled compartment came from the 10 unlabeled trees 

harvest in October 2015. 

The concentration of 15N (mg.100g-1 DM) incorporated by labeling in the dry matter (DM) of 

a given compartment was calculated as:  

15N concentration = 15N excess  x 
[N] 

100
 x 1000 

where [N] is the N concentration (mg.100mg-1 DM) of the compartment. The 15N amount (g) 

incorporated by labeling into each compartment was calculated as 

15N amount  = 

15N concentration

1000
x 

DM

100
 

where DM is the dry matter (g) of the compartment. For practical reasons related to the 

impossibility of excavating fully the whole root compartment especially under drought 

treatment, we will not present the 15N amount in the root system.  

7.2.10. Total N and 15N allocation in the aerial tree compartments 

The total N or 15N allocation is related to the distribution of N or 15N within the different 

compartments (leaves, branches, trunk) of the whole aerial system (Dickson, 1989). Allocation 

of N and 15N represented the ratio (%) of the amount of N or 15N incorporated in a given 

compartment relative to the total amount of N or 15N incorporated in the whole aerial system. 

N partitioning or 15N allocation =  
N or 15N amount of aerial compartment

N or 15N amount of the whole aerial system
∗ 100 

7.2.11. Statistics  

We applied a General Linear Model to our data to test the effect of treatment and date on each 

variable. To fit the assumption of normality, we carried out a log transformation on 15N 

concentrations and an arcsin (root-square/100) transformation on partitioning (%). A Tukey test 

(23) 

(25) 

(22) 

(24) 
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was performed as a post-hoc analysis. Data were analyzed with the R software package 

(http://www.r-project.org, version 3.2.2, 2016-10-31). Values are presented as average ± SE.  

  

http://www.r-project.org/
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7.3. Results 

 

 

Figure VII.1. Schedule of the experiment since the onset of treatments in 2014 (photography 

1 and 2). The foliar labeling was made in September 2015 with urea sprayer in a fine mist 

(photography 3), tree bag was installed before the labeling, remained during the night after 

labelling then removed the morning after (photography 4). First, we made a harvest one 

month after the labeling to confirm that the tracer was incorporated in perennial organs via 

leaf N resorption. Then, harvesting was made at two key phenological dates in February and 

June 2016. C is for Control, D for Defoliation, MD and SD for Moderate Drought and Severe 

Drought respectively. 
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7.3.1. Monitoring of water changes in soil and tree 

 

Figure VII.2. Seasonal dynamics of the relative extractable soil water content (REW, A) and 

the average pre-dawn water potential of twigs (B) in young beech trees during the year 2015 

and 2016 in four treatments: moderate soil water deficit (MD), severe soil water deficit (SD), 

defoliation (D) and control (C). The dashed line (A) indicates the threshold value of REW 

from which the stomatal conductance is impacted according to Granier et al., (1999). The 

star indicates the labeling time and the two arrows indicate the harvesting times. In B, 

different letters means a significant difference (p<0.05) between treatments for a given date. 

Mean ± SE, n=8 trees in C and D, 5 in MD and SD in September 2015 and 6 trees in C and 

D, 3 in MD and SD in June 2016 for pre-dawn water potential of twigs. 
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The seasonal monitoring of the relative extractable water (REW) showed the progressive 

increase of soil water deficit with a continuous decrease of REW during the vegetative season 

in 2015 in the two treatments MD and SD (Figure VII.2.A). After the leaf fall, we observed a 

small increase of REW due to a small irrigation (40 mm). During all the experiment, REW 

stayed below the threshold of 0.4 in the MD and SD treatments. REW in C and D treatment 

showed a slight decrease after leaf expansion in spring 2015 and 2016, before the beginning of 

the irrigation, but it was above the threshold of 0.4 during all vegetative seasons. As a result of 

the progressive soil water depletion, the pre-dawn water potential (ψpd) of twigs (Figure 

VII.2.B) was lower in both drought-treatment (MD and SD), ranged between -1.5 and 3 MPa 

respectively, and were lower (p<0.001) than C and D trees. SD trees displayed significant lower 

water potential values than MD trees (p<0.05). In 2016, the pre-dawn water potential (ψpd) of 

twigs of C and D trees was significantly lower (p<0.05) than the one of twigs of MD and SD 

trees. 

7.3.2. Impact of two years of stress on development of the aerial 

system and on spring growth of the third year 
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Figure VII.3. Mean height (A) and diameter (B) of the trunk at the end of the vegetative 

season 2015 and the mean terminal twigs (C) and lateral twigs (D) growth after the spring 

growth in 2016 in young beech trees in four treatments: moderate soil water deficit (MD), 

severe soil water deficit (SD), defoliation (D) and control (C). Mean ± SE, n=6 for C and D 

and n=3 for MD and SD. Different letters mean a significant difference between treatments. 

 

At the end of the vegetative season in 2015, i.e. after 18 months of constraints, we measured 

the diameter and the height of the trunk of trees (Figure VII.3.A and VII.3.B). The height and 

diameter of SD trees was smaller than C trees (-34% in height and -28% in diameter on average) 

whilst moderate drought (MD) and defoliation (D) did not affect significantly the height and 

diameter in 2015. In June 2016, we were not able to access to the diameter increment because 
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secondary growth was not finished when trees were harvested. We measured the primary 

growth of the terminal and one lateral twigs (Figure VII.3.C and VII.3.D). MD and SD trees 

exhibited significant reduction in growth (p<0.001, -80% on trunk growth and -85% on lateral 

twigs growth on average) while defoliation did not impact the growth of terminal or lateral 

twigs. 

7.3.3. Changes with time of leaf characteristics in response to 

treatments 

 

Figure VII.4. Change with time of leaf characteristics with leaf mass area (LMA; A,B), 

individual leaf area (C,D), total leaf area (E,F) and number of leaves per tree (G,H) at the 

end of vegetative season 2015 (top) and after the spring growth 2016 (bottom) in young beech 

trees in four treatments : moderate soil water deficit (MD), severe soil water deficit (SD), 

defoliation (D) and control (C). Mean ± SE. n=3 trees for MD and SD and n=6 trees for D 

and C. Different letters indicate significant difference (p<0.05) between treatments, stars 

indicate significate difference between years. 

No effect of treatments were found on LMA (Figure VII.4.A and B) even if D trees seems to 

have a slight but not significant increase in LMA compared to others treatment in 2016. The 

individual leaf area was impacted by the most severe soil water deficit (SD) in 2015 (0.05 dm² 

in SD trees compared to 0.11 dm² for C trees) (Figure VII.4.C) but in 2016, it was MD trees 
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which had lower individual leaf area (0.06 dm²) than C trees (0.17 dm²) (Figure VII.4.D) An 

effect of the time between 2016 and 2015 was found on total leaf area on C (p<0.001) and D 

(p<0.01) trees (Figure VII.4 E and F). No significant effect of treatment was noted on the 

number of leaves in both vegetative seasons but an effect of time was noticed on C and D trees 

(p<0.01). 

7.3.4. Evaluating of the autumnal 15N distribution among the tree 

compartments one month after the labeling  

 

Figure VII.5. 15Nitrogen concentration (mean ± SE, %DM) in above (leaves, branches, 

trunk) and belowground (main roots) compartments of young beech trees in October 2015 in 

the four treatments: moderate soil water deficit (MD), severe soil water deficit (SD), 

defoliation (D) and control (C). Mean ± SE, n=2. 

 

We made the 15N labelling directly on leaves to follow the leaf N resorption to perennial organs. 

Thanks to the first harvest, we wanted to verify the incorporation of 15N and quantify if N 

resorption already occurred in mid-October. We found labelled nitrogen into all organs from 

leaves to roots. (Figure VII.5).  

7.3.5. Nitrogen efficiency resorption at the end of 2015-leaf fall  
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Table VII.1. N concentration of green leaves (N green, %DM) in July 2015 and of marcescent 

leaves (N sen, %DM) in winter 2016 and the nitrogen resorption efficiency (NuR, %) in the 

four treatments: moderate soil water deficit (MD), severe soil water deficit (SD), defoliation 

(D) and control (C).  n=12 for N green for all treatments in July; n=6 for N sen for C and D 

treatments; n=3 for MD and SD treatments. Different letters indicate significate difference 

between treatment while stars indicate a effect of season between summer (Ngreen) and 

autumn (Nsen). 

 

The N concentration of green leaves on mid-July 2015 ranged between 1.83% DM to 2.28 % 

DM for C and D trees, respectively (Table VII.1), leaf N concentration of D leaves were higher 

than MD and C leaves in July. In winter the N concentration in the marsescent leaves varied 

from 0.36% (C) to 0.66% (D) and leaf N of D leaves were higher than leaf N of MD leaves. A 

strong (p<0.001) significant effect of the time between July and February has been found in all 

treatment As a consequence, the NuR calculated ranged between 56% for D to 63% in MD 

treatment. 

  

N green N sen NuR

%DM %DM %

Treatment

C 1.83 ± 0.10
b

0.47 ± 0.07
ab*** 58

D 2.28 ± 0.08
a

0.66 ± 0.10
a*** 56

MD 1.86 ± 0.10
b

0.36 ± 0.12
b*** 63

SD 2.08 ± 0.11
ab

0.51 ± 0.06
ab*** 59
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7.3.6. Changes in N and 15N concentration in tree compartments 

between winter and spring 

 

Figure VII.6.  Changes with time of N (A) and 15N (B) concentrations (mean ±SE, %DM) in 

aboveground (leave, branche, trunk) and belowground (main roots, lateral roots, fine roots) 

compartments of 10 year-old beech trees sampled in February and June 2016 in the four 

treatments : moderate soil water deficit (MD), severe soil water deficit (SD), defoliation (D) 

and control (C). Mean ± SE. n=3 trees for MD and SD and n=6 trees for D and C. A stars 

means a significant season effect for a given treatment and a given compartment. * p<0.05 ; 

** p<0.01 ; *** p<0.001. Please note that leaves correspond to the marcescent leaves in 

February and to new leaves from new spring growth in June. 

 

The figure VII.6 presents the N (Figure VII.6.A) and 15N (Figure VII.6.B) concentrations of 

each tree compartment in February and June. In February, N values of marcescent leaves ranged 

from 0.35 to 0.65 g.100-1 DM according the treatments. D trees displayed higher leaf N 
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concentrations than MD trees. N concentration in main roots of SD trees were higher (0.60 

g.100g-1 DM) than C trees (0.39 g.100g-1 DM) while N concentrations of lateral roots of MD 

trees (0.69 g.100g-1 DM) were higher than in C and D trees (0.44 and 0.52 g.100g-1 DM). In 

June, an effect of soil water deficit were notified on N concentration on lateral roots with higher 

N concentration on MD and SD (0.83 and 0.93 g.100g-1 DM) trees than C and D trees (0.47 and 

0.39 g.100g-1 DM) and in fine roots where SD trees had higher N concentrations than C trees 

(1.01 g.100g-1 DM for SD and 0.46 g.100g-1 DM for C). An effect of season, meaning a 

significant difference between June and February were measured on leaves for all treatment 

with more N concentrations in spring than in winter (p<0.001). Another effect of season with 

higher N concentration in June than in February were noticed on fine roots from SD trees 

(p<0.01). 

When regarding the 15N concentration in February, e.g N which come from leaf N resorption 

in previous autumn, an effect of defoliation were notified with higher 15N concentrations in 

leaves of D trees (2.48 mg.100g-1 DM) compared to MD trees (0.75 mg.100g-1 DM). In June, 

we found an effect of treatment only on SD trees for fine roots (1.73 in SD versus 0.21 mg.100g-

1 DM in C trees). Time has an effect on leaves concentrations from trees in all treatment while 

15N concentrations of branches displayed lower values in June than in February on D (p<0.01) 

and C trees (p<0.05). Lower values were also found for trunk concentrations in C (p<0.001) 

and D (p<0.05) trees. Finally, a significant season effect were also found on MD and SD trees 

for main and lateral roots and on C trees for fine roots. In summary, higher N and 15N 

concentrations were found in July on leaves while 15N concentrations in branche were lower in 

June than in February.  

7.3.7. Changes of N and 15N quantity in the compartments of the 

aerial system between winter and spring 

Table VII.2. Seasonal changes of biomass, nitrogen and 15N amounts in aerial compartments 

of young beech trees (leaves, branches and trunk) in four treatments: moderate soil water 

deficit (MD), severe soil water deficit (SD), defoliation (D) and control (C) in February and 

June 2016. Different superscript letters indicate significant difference between treatments 

for a given date. A significant seasonal effect is indicated with stars (*; p<0.05, **; p<0.01; 

***; p<0.001). Note that leaves correspond to marcescent leaves in February and to new 

leaves from spring growth in June. 
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A significant seasonal effect were noticed on D (p<0.001) and SD (p<0.05) trees on leaves 

biomass but not on MD and C trees (Table VII.2). Higher biomass of twigs were found on C 

trees compared to SD trees (255g versus 58.9g, p<0.05). No effect of soil water deficit or 

defoliation were found on the biomass of trunk and no effect of defoliation were found in any 

compartment compared to C trees. Higher leaf N quantity were measured on C trees (0.25g) 

compared to SD trees (0.03g) in February and in June (3.73g for C and 0.87g for SD) and C 

was also different from MD in June (0.78g). Significant difference of season were found in all 

treatment for leaves N quantity. When regarding N quantity on branches and trunk in February 

and June, no effect of treatment were found. Finally, the soil water deficit reduced drastically 

the 15N quantity measured in leaves (0.05 mg in SD and 0.63 mg in C trees) but also in trunk 

(0.53 mg in SD and 3.69 mg in C trees) at the end of the resorption period. In June, the soil 

water deficit reduced also drastically the 15N quantity found in the leaves (1.11 for SD trees) 

compared to C and D trees (6.08 and 4.93 mg, respectively). The same tendency was observed 

in the trunk and the branches but these differences were not significant. The 15N quantity did 

not change significantly in the branches and the trunk among the seasons in the four treatments 

whereas it increased in the leaves between February and June. This increase were more 

important in the C and D treatments (+6.27mg for C and +5.92mg for D) than in the drought 

treatments (+1.26mg for MD and +1.22mg for SD).  

7.3.8. Biomass, nitrogen and 15N partitioning and allocation among 

tree compartments  
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Figure VII.7. Biomass (A), nitrogen (B) partitioning and 15N (C) allocation between 

aboveground organs (leaves, branches, trunk) of young beech trees in February and June 

2016. Each line of letters indicates significant differences between treatment for a given 

organ: lower black letters for trunk, middle grey letters for branches and upper letters for 

leaves. n=6 for C and D and n=3 for MD and SD. Note that leaves correspond to marsescent 

leaves in February and to new spring leaves  in June. 

 

In February, the biomass partitioning (Figure VII.7.A) were mainly on trunk which represented 

up to 60% in all treatment followed by branches biomass. Litter biomass were minor with less 

than 10%. No difference on biomass partitioning was found in February among treatments. In 

June 2016, at the theoretical end of spring remobilization, the biomass of trunk consists still as 

the main partitioning, but, contrary to February, the biomass partitioning was different between 
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D and MD and SD trees with higher trunk biomass and lower leaves biomass in SD than in D 

trees.  

When regarding N partitioning (Figure VII.7.B) in February, in all treatments, the trunk and 

branches were the two highest contributors with more than 40 % for each and only less than 

10% left in litter. In June, the main organs for N partitioning was leaves in all treatments but 

higher values were observed in D trees than in MD and SD trees while C trees had higher N 

partitioning on leaves than MD. The N partitioning in trunk was higher in SD trees compared 

to D trees. 

The 15N (Figure VII.7.C), e.g the mobile N which come from leaf N resorption, in February 

were mainly located on branches (up to 70%) followed by trunk and very few in leaves. In June, 

the 15N which is remobilized for spring growth were located mainly on leaves for C and D trees. 

In MD and SD trees, the 15N stay mainly into branches (40%) where it was also mainly located 

in February. The 15N partitioning in leaves was strongly lower in drought treatments than in D. 

The 15N partitioning in trunk was the lowest in all treatments.  
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7.4. Discussion 

In the present study, we submitted trees to prolonged drought or defoliation stress during two 

years and the first consequence was a reduction of the growth in the drought treatment whereas 

defoliation did not affect growth. Reducing growth following drought events is a common 

response of beech trees in various site (van der Werf et al., 2007; Charru et al., 2010). Is N 

limitation could explain the decrease of growth rate following drought or defoliation?  

We found during the summer 2015 that trees under water deficit or defoliation still have high 

leaf N concentration, especially in D trees. Such high N concentration on leaves might be not 

entirely related directly to photosynthetic machinery but e.g on osmotic tolerance with amino 

acids, such as proline, which can act as an osmoprotectant or to compensatory photosynthesis 

after the defoliation. Such high partitioning to leaves and more particularly to foliar protein 

could be also a strategy for local nitrogen storage as hypothesized in others studies (Ourry et 

al., 2001; Millard et al., 2007). During 2015-vegetative season, high tree N quantity must had 

be found on leaves and, consequently, defoliation must had resulting of a major loss of N and 

through the decrease of REW observed since the beginning of our experimentation on drought 

treatment soil N availability must be decreased. 

In autumn, prior to dormancy, deciduous species shed their leaves. Nutrient resorption is a 

fundamental process by which tree can withdraw nutrients from senescing tissues prior to 

abscission (Lu et al., 2012). Our 15N foliar labelling experiment was made at the end of 

September. At the time of labelling, leaves was still green and we can be confident that 

senescence was not occurring at this time. Tracking the storage process by applying enriched 

nitrogen was one goal of this study. This goal was reached as we found 15N on leaves but also 

on woody parts one month after the labelling, in October. The color of leaves changed between 

the time of labeling and the time of the first harvest passing from pronounced green to lighter 

green or yellow indicating that change in pigments or chlorophyll shall occur. As pigments are 

made of N, it was a good way to determine if senescence occurs visually. Consequently, we can 

be confident that N resorption already occurred between labelling and the first harvest.  

7.4.1. Branches as the main storage location of N from autumn 

resorption 

Recycling N from leaves to perennial parts shall end in February (El Zein, 2011), at the time of 

our second harvest. Indeed, our results go on this way as N and 15N concentrations found on 
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leaves in February was lower than in October (Nleaf in July > Nleaf in October > Nleaf in February). Such 

result indicate that in October, leaf N resorption was not finished. Previous studies have shown 

that nutrient resorption can account for ~31% of annual tree nitrogen (Cleveland et al., 2013) 

and where temperate deciduous tree may exhibit the most N resorption (Hai-Yang et al., 2018). 

Low leaf N concentration was found on litter indicating that N resorption was very efficient 

among treatment. Compared to vegetative season, about 60% of leaf N was recycled in all 

treatment and it was in accordance with those found in meta-analysis by Hai-Yang et al., (2018). 

This result contradict our second hypothesis which was that under stress, trees will intensify its 

leaf N recycling. However, we can hypothesize that the rate of N that was able to recycle in 

autumn was not so far from 60%. Indeed, the remaining leaf N in the litter was probably a mix 

from structural N and non-structural N as we found small but still concentration of 15N in the 

litter. Considering only the aerial parts of trees (excluding roots) leaf N containing in the litter 

represented less to 5 percent. However, total resorption were not possible because some N shall 

be fixed into structure and, so, cannot be recycled.  

We found that closest organs from leaves, e.g branches, were the main sink organs for recycled 

N and less to distant organs such as roots and trunk as found on other studies on Mediterranean 

oak species (Mooney and Hays, 1973; Cherbuy et al., 2001; Palacio et al., 2018). It could be a 

strategy for trees to keep N near from leaves for the next spring to reduce the cost associated to 

the remobilization. Another reason is considering that youngest twigs was the most active 

perennial organs and could suffer more from freezing damage, as negative temperatures and 

cold episode occurred often in Lorraine’s Region during winter and amino acids such as proline 

can act as a protection against freeze hardiness (Janska et al., 2010).  

7.4.2. Impacts of two years of soil water deficit or consecutive 

defoliation on internal N quantity 

If the aim of the defoliation was to significantly decrease internal N pool as up to 30% of total 

N in June (El Zein et al., 2011), our results tend to say that it was not the case. Indeed, same N 

quantity has been found stored in trunk in D and C trees. In contrast to defoliation, trees which 

presented the lowest values of pre-dawn water potentials (SD) exhibited lower N quantity than 

control trees on aerial perennial organs. Under mild drought, soil exploration could be increased 

as observed by Gruber et al., (2013) by increasing the total absorptive surface of root systems 

towards high nutrient soil patches (Kiba and Krapp, 2016). In our study, considering the dryness 

of the soil of the drought treatment, no root growth was possible (J.Levillain, personal 
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communication). Despite an efficient leaf N resorption of MD and SD trees, the limitation or 

even suppression of the root N uptake during consecutives vegetative seasons induced N 

reserves very scarce compared to irrigated trees. Consequently, under continuous severe N 

limitation due to drought, trees might be not able after a certain duration of soil water deficit to 

meet their N demand.  

7.4.3. Spring remobilization could be impacted by recurrent 

drought treatment but not through defoliation. 

In spring, stored N are remobilized and used for initial growth of beech trees (El Zein et al., 

2011a; Bazot et al., 2013). As in 2015, 2016-growth was repressed in MD and SD trees in both 

trunk and branches. A decrease of trunk growth has been also found on D trees. Others studies 

found also a decrease of growh following defoliation on seedlings of Quercus velutina (Wiley 

et al., 2013), saplings (Maguire et al., 2015, Schmid and Palacio, 2017) or on mature trees of 

Northofagus pumilio following defoliation (Piper, 2015). After two consecutive yearly 

defoliation, D trees exhibited the same number of leaves than C trees. Following defoliation, 

higher LMA was generally found in others studies (Millard et al., 2001; Nabeshima et al., 

2001). When computing multidinuous data on experimentation on tree mortality worldwide, 

Greenwood et al., (2017) showed that tree species with lower SLA (which is 1/LMA) showed 

lower mortality responses. Whereas LMA was not significantly different among treatments in 

October 2015, after the new leaf flush in 2016, LMA in D trees was still not significantly but 

slightly higher than control. Adaptation of deciduous trees to defoliation has been suggested by 

authors (Krause et al., 1993; Piper, 2015) and making smaller leaves to reduce the cost in case 

of defoliation could be an adaptation to defoliation. However, in our study, smaller individual 

leaves has been noticed only after the second defoliation making this assumption only true when 

recurrent defoliation occurs.  

Contrary to carbon remobilization that is sink driven, N remobilization in spring is thinking to 

be source driven and may not be affected by current N availability in the soil during the growing 

season (Millard, 1996; Millard and Grelet, 2010). Bud removal experiments have demonstrated 

that N remobilization is driven by the size of the storage pool and not by the sink strength 

(Millard et al., 2001; Millett et al., 2005). To sustain leaf flush and spring growth, trees mainly 

used the recycling N in perennial organs from previous season (e.g 15N) in C and D treatment 

but not at the same rate than in MD and SD treatment. The main sink for N remobilization in 

spring was leaves as 50-60% of recycled N in previous winter was remobilized in C trees 
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whereas only 35% and 30% in MD and SD trees. Sustain leaf metabolism is still a key priority 

for trees under disturbance but disruption of transport system could also explain why only one 

third of the remobilized N was found on leaves. Both disruption of transport system and the 

source-driven hypothesis may explain why less previous N recycled was allocated to new leaves 

flush.  

7.4.4. Growth limitation as a consequence of N shortage? 

Trees did not seem to be under nitrogen limitation following two harsh yearly defoliation. 

Consequently, the small decrease on tree growth after defoliation might be not a consequence 

of solely a N limitation so, others hypothesis could be made on what factors can limit growth. 

Although, we can hypothesize also that tree growth repression could come not from a single 

source but from a combination of a lack of carbon and nitrogen induced by defoliation, or by 

others nutrients such as calcium or potassium. Another explanation could be a tradeoff between 

storage and growth (Palacio et al., 2014; Piper, 2015) such as a preventative allocation shift. 

Such tradeoff is thought to be an adaptation of deciduous species to defoliation, as it can be re-

mobilized to meet demands for re-foliation and growth when root nutrient uptake fails (Millard 

et al., 2001; Millard and Grelet, 2010). Finally, finding an explanation on why tree under 

defoliation did not present evidence of N limitation could have a response on belowground 

systems. D trees were under irrigation systems in the same way that C trees and tree roots 

system responses to defoliation should be central to regulating the long-term effects of 

defoliation. Study have found that following defoliation, root N uptake can decrease quickly 

after defoliation (Parsons et al., 1983; Jarvis and Macduff, 1989; Kosola et al., 2001) or not 

(Fotelli et al., 2004; Peuke and Rennenberg, 2004). As compensatory mechanisms of 

photosynthesis could occur after defoliation as found on the same experiment in 2015 

(Chapitre V), defoliated trees can invest more NSC to belowground organs and export to root, 

where the carbon is rapidly assimilated into amino acids at the site of N uptake (Roche et al., 

2017) leading to re-enhance of root N uptake. Such results could be also explain by our soil 

composition which come from an agricultural soil which is richer than natural forest soils 

regarding available nutrients. 

Perennial tree lifecycle regarding N ressources consists to a strong remobilization of stored N 

to sustain growth and leaf expansion at the beginning of vegetative before rely on current N 

uptake and, finally, by a strong N resorption from leaves to perennial organs. Consecutive to 

the onset of soil water deficit, N uptake must had depressed leading to less new incomings to 
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sustain N metabolism. As we found strong N resorption, it could be a strategy for tress under 

severe soil water deficit to work as a “closed system”. Our finding that less previous resorbed 

N has been reallocated to new leaf flush could argue as the view of “closed system”. Indeed, 

even if allocate N to leaves is essential to have a production of new photosynthetates through 

photosynthesis, keeping more N to perennial parts could be a strategy to prevent risks from 

defoliation, which is a common drought response (Bréda et al., 2006; Galvez et al., 2011; Ryan, 

2011). Furthermore, we also found that little but still N was “lost” in the litter (up to 30% of 

initial leaf N) and during a period of strong reduction of N uptake, such a loss could be 

hazardous for survival. As we fond strong growth reduction, our results could argue in favor of 

an allocation shift by decreasing growth in favor of storage. However, we must be careful with 

such interpretation as we not access to the quantity of N left on belowground organs. Finally, 

in the same way than for defoliation, we can also make the hypothesis that others coumpounds 

might be missed to explain this growth reductions such as carbon, potassium, calcium … 

7.5. Conclusion 

Currently, a growing debate on whether extreme disturbance associated with climate change 

(e.g. defoliation or drought) provoke N limitation in trees (Millard and Grelet, 2010). Our study 

provides a valuable knowledge about how internal N cycling and recycling could have been 

impacted by disturbance, by using a labelling tool. We were able to show a significant reduction 

of N stored in trees under severe soil water deficit which is really difficult to show under natural 

drought conditions. To succeed to prove that trees can be under N privation, we made 24 month 

of drought treatment, which underline also the resistance of this deciduous species to extreme 

constraints. 
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ABSTRACT: 

Climate change modelling projects tree mortality in response to recurrent severe drought but 

this prediction requires experimental validations. Face drought events, Fagus Sylvatica L. is a 

species whose cambial growth is strongly limited but presents a high survival ability. We 

evaluated the role of carbon (C) allocation between the growth and storage functions in relation 

to beech’s survival under prolonged drought conditions. We investigated the consequences of 

a three-year drought induced by a rain exclusion system on survival rate, growth and Non 

Structural Carbohydrates (NSC) dynamics with starch and soluble sugar in eight-year-old beech 

trees. We compared growth and storage partitioning in the aboveground compartments of 

control and drought-subjected trees. The Fagus Sylvatica L. trees presented a survival rate of 

87% after three years of drought. In dead trees, stored C was almost completly depleted, 

whereas C storage was maintained in surviving trees, suggesting that resistance to the prolonged 

drought was related to a C allocation strategy that favoured storage at the expense of growth. 

Maintaining an active C storage function was certainly key to Fagus s. survival under prolonged 

extreme drought conditions. This implies that process-based models predicting mortality should 

better take into account C storage and remobilization processes. 

 

Keywords: carbon partitioning, carbon starvation, Fagus sylvatica L., growth, mortality, Non 

Structural Carbohydrates (NSC), remobilisation, storage   

 

   



 

152 
 

8.1. Introduction 

Carbon (C) storage in trees consists in accumulating photosynthesized carbohydrates as soluble 

sugars and starch which make up remobilizable nonstructural carbohydrates (NSC) (Dietze et 

al., 2014, Hoch et al., 2015). Other C compounds like lipids or hemicellulose may also be stored 

and remobilized for maintaining tree functions and survival (Hoch et al., 2003, 2007). 

Remobilization of stored compounds is of primordial importance for maintaining survival and 

functions such as growth, defense or maintenance under limited or no photosynthesis (Chapin 

et al., 1990). The contribution of remobilized compounds to maintenance of tree metabolism 

on diurnal or seasonal scales (Li et al., 2002, Hoch et al., 2003, Hartmann and Trumbore, 2016) 

and during periods of decreased photosynthesis caused by climatic hazards or biotic attacks is 

crucial (McDowell et al., 2008, 2010, Hoch et al., 2015). Remobilization of C compounds may 

also help to prevent any tissue dehydration (i.e cell elongation and differentiation), through a 

transitory increase of NSC shortly after the onset of a drought event due to a higher impact of 

the dehydration on C sink activity than on photosynthesis (Boyer et al., 1970, Muller et al., 

2011). Knowledge is scarce on the importance of storage and remobilization processes involved 

in the responses of forest trees to long-term drought. In particular, the consequences of a 

prolonged drought on NSC storage levels in perennial compartments of forest trees remains to 

be evaluated. However, in case of a prolonged drought and lowered C assimilation a decline in 

NSC  is expected as a result of C storage mobilization and use for maintenance, respiration, 

osmoregulation or even for refilling of cavited vessels (McDowell et al., 2008, 2011;  Hoch et 

al., 2015).  

In recent years, climate change has caused more intensive and frequent drought resulting in 

extensive tree mortality and forest decline worldwide (Anderegg and Anderegg, 2013, Bouche 

et al., 2014, Gaylord et al., 2015). Many studies have focused on the causes, consequences, 

climatic thresholds and models of drought-induced mortality (Breshears et al., 2009, Martínez-

Vilalta et al., 2012, Anderegg et al., 2013, McDowell et al., 2013, Gustafson, 2014, Gu et al., 

2015). Nevertheless, the physiological mechanisms underlying tree mortality are not all 

identified and their respective importance are still being debated (Anderegg et al., 2012; 

Sevanto et al., 2014; Meir et al., 2015). Several hypotheses have been proposed concerning 

these mechanisms (McDowell et al., 2008). One of them is C starvation (CS) which may happen 

under prolonged soil water deficit due to consumption of C reserves whilst stomatal closure  

leads to restricted C uptake, assimilation and translocation (Pangle et al., 2015). However, CS 
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is not the only mechanism thought to be involved in the cascade of events leading to tree 

mortality and other non-exclusive mechanisms have been highlighted by the scientific 

community such as hydraulic failure, phloem dysfunction, nitrogen starvation combined or not 

with opportunistic biotic attacks (Sala et al., 2010; Hartmann et al., 2016; Dannoura et al.,, 

2018). Considering the importance of storage in adult forest trees, CS may occur late after 

several years of prolonged drought (McDowell, 2011, Kulac et al., 2012, Klein et al., 2014) 

which can be very challenging to observe in experimentations.  

To test the CS hypothesis and its involvment in the drought-induced tree mortality, a whole tree 

approach and an exhaustive estimating of tree stores changes with time and are needed. Indeed, 

drought may reduce NSC concentrations locally rather than at the whole tree level (McDowell 

and Sevanto, 2010, Galvez et al., 2011, Gruber et al., 2012) and each perennial organ (roots, 

branches, trunk) could have a specific NSC dynamics that need to be considered (Korner, 2003, 

Trumbore, 2006, Gaudinski et al., 2009, Muhr et al., 2013, Dai et al., 2018).  

A better understanding of tree mortality need also to consider tree ontogeny because seedlings 

and adult trees of the same species differ strongly in their physiology (Thomas et al., 2002, He 

et al., 2005, Baber et al., 2014). Moreover, the increased mortality of trees at young 

developmental stages is a likely consequence of their limited rooting depth, which make smaller 

trees more susceptible to hydraulic failure than carbon starvation (Hanson and Weltzin, 2000). 

In older trees, the combination of greater below-ground exploration (Lloret et al., 2004), higher 

carbohydrate storage relative to demand, higher water stores and lower transpiration per unit 

leaf area (Tyree, 2003) should improve the tree resistance to prolonged drought. But 

unfortunately, studies on large, mature trees remain scarce (e.g Gérard and Bréda, 2012; 

Cailleret et al., 2014; Gaylord et al., 2015) whilst Hartmann et al., (2018) and Bussotti et al., 

(2018) insist on the need to focus on mature trees when working on tree responses to a stress to 

have a better understanding on how future trees will cope with extreme disturbance engaged 

under climate change.  

Fagus Sylvatica L. tree is a very widespread specie in European temperate forests. The effect 

of drought on radial and cambial growth of beech trees has been studied for a long time 

(Leuschner et al., 2001, Dittmar et al., 2003, Lebourgeois et al., 2005, Bréda et al., 2006, 

Granier et al., 2008, Fotelli et al., 2009) and these studies demonstrated  drought impacted 

negatively beech growth. Beech is shown to be adrought-sensitive species especially under 

strong and prolonged drought (Backes and Leuschner, 2000, Rennenberg et al., 2004, Gessler 

et al., 2007, Granier et al., 2007, Tegel et al., 2014, Hentschel et al., 2016, Liu et al., 2017). 
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Consequently, growth performance of beech trees under climate change could be negatively 

impacted by an increasing frequency and intensity of drought events in the context of climate 

change (Gessler et al., 2007, Simon et al., 2017). Paradoxically, little mortality was described 

in this species notably following 2003-drought event (Eichhorn et al., 2005).  

In our study, we submitted 8-year-old beech trees to an extreme and prolonged drought for 30 

months which we hypothesized sufficient enough to induce tree mortality. Our aim was to 

follow how a prolonged severe drought would modify the C allocation scheme between growth 

and storage functions and to discuss the possibility of a causal relation existing between storage 

level and tree mortality. 

We made the following hypotheses: (1) in a first step water-stressed trees will maintain their 

storage function and increase locally their NSC to maintain tissue hydration then in a second 

step due to still lowered photosynthesis (2) NSC will be remobilized for ensuring growth and 

maintenance at the expense of storage function ; in a third step (3) water-stressed trees will 

survive through consuming the rest of their C reserves and (4) finally die from carbon starvation 

or to the impossibility to remobilize stored NSC from C source to C sink. 
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8.2. Materials and methods 

8.2.1. Experimental design and growth conditions 

The study was conducted on European beech (Fagus sylvatica L.) trees. In 2006, Fagus 

sylvatica L. seeds were collected in the Lorraine forest (France) and sown in 2007 in 

biodegradable horticultural pots made of wood fiber and filled with peat and sand mixture. The 

seedlings were grown for one year in a nursery (INRA Grand-Est Nancy, France). In 2008, 

about 1000 of the seedlings were transplanted and grown for 7 more years in open ground at 

the INRA Grand-Est nursery (Champenoux, France, 48°75’N, 6°34’E, 229m asl). In 2014, a 

rain exclusion system was built above the 8-year-old trees: a semi-rigid structure supporting a 

transparent roof built with polycarbonate sheets and nets installed around the roof to intercept 

lateral rain. The soil in the drought treatment was isolated by a rigid and waterproof plastic 

sheet 1.80 meters wide buried around the area. Light intensity, air temperature and vapor 

pressure deficit were monitored below the roof. The trees under the roof were submitted to 

drought during three consecutive vegetative seasons (2014, 2015 and 2016). The drought stress 

level was not designed to realistically simulate a climate change scenario, but rather to create 

drought conditions that were so unfavorable that they would likely cause beech mortality. The 

hydraulic status of a sub-set of trees in each treatment was checked by measuring pre-dawn 

water potential in twigs (ψpd) throughout the experimental duration in 2015 and 2016. We 

sampled one twig per tree before sunrise and performed the ψpd measurement with a pressure 

chamber (PMS Instruments, Albany, OR, USA). The height and diameter of the trunk of the 

whole population of trees (n=336 for each treatment) was measured at the end of vegetative 

season. The diameter of the trunk was measured at the collar. 

8.2.2. Soil characteristics and soil water measurements 

The studied site was characterized by a 60cm deep homogenous soil with an average texture 

(Silt: 61 ± 1.28%; Clay: 27 ± 0.98%; Sand: 12 ± 0.66%), a pH comprised between 7.5 and 8 

and an organic matter content between 12.1 and 14.9 g.kg-1 (E Silva, 2010). Below 60cm, the 

grey marl of the Jurassic inferior (Lotharingian) era was characterized by a swelling heavy clay 

soil with a relatively high bulk density. 

We used neutron probes (TROXLER TX 4301, Research Triangle Park, NC, USA) to measure 

the volumetric water content of the deep soil. Three neutron probe access tubes (aluminum, 

closed at their base) were installed in each of the two treatments areas in order to quantify water 
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content a different depths: two of which ranged from 0-1m in depth and one ranged from 0-

1.6m. Each tube was calibrated with the method described in Normand et al. (1974). During the 

growing season, measurements were carried out every two weeks. Counts were logged every 

10 cm for the upper 100 cm, and every 20cm below that. For each depth i (thickness ti), Total 

Available Water soil Content (TAWC in mm) was calculated by estimating the characteristic 

points from pedotransfer classes for gravimetric soil moisture at field capacity (θfc) and 

gravimetric soil moisture at wilting point (θwp). The characteristic points were checked and 

adjusted with probe measurements, during winter for volumetric soil moisture at field capacity 

and during summer for volumetric soil moisture at wilting point. Soil bulk density was assessed 

with the cylinder method. Relative Extractable soil Water (REW in %) was calculated according 

to Bréda et al., (1995) as follows: 

REW=100* 
TAWC-R

TAWC
 

where R is the actual volumetric soil water content in mm, and total soil extractable water 

volume up to 1.60m is estimated at 310 mm.   

The soil in the C treatment was irrigated regularly throughout the experiment with an 

automatic drip watering system which delivered between two and four liters per tree two to 

three times a week. We adjusted the amount of the water according to the REW measurements 

in order to avoid any water shortage (REW >0.4), with 40% of the REW corresponding to the 

critical threshold where trees start to avoid water loss by closing their stomata (Granier et al., 

1999). 

8.2.3. Sampling and organ conditioning 

Trees were harvested on October 2015, June and then October 2016 to cope with key 

phenological dates for NSC dynamics as mentioned in a previous study (Barbaroux et al. 2002). 

Mortality was determined by a sudden drying of leaves at the tree scale and a change of the 

color of the bark. A scheme of a tree and its sampling by organ type is presented in Figure 

VIII.1. Aboveground parts were separated into branches (excluding buds) and trunk. Whole 

parts of trunk and branches were dry weighted to assess the total dry weight of each aerial part 

of tree. Samples of each organs were taken for NSC analyses. More precisely, three branches 

randomly chose was split in annual growth [current year (Y), 1-year-old (Y-1) and older (<Y-

1)]. Three samples of trunk were taken along the height: the top [High trunk], the middle [Mid-

h trunk] and the base of the trunk [Base trunk]. At each harvest excepting October 2015, roots 

(26) 
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were gently cleaned using tap water then separated according to their diameter: fine roots 

(d<1mm), lateral roots (1<d<3mm) and main roots (d>3mm). All fresh samples were weighted, 

then frozen in liquid nitrogen and stored at -80°C before being freeze-dried (Dura-Top (r), Dura-

Dry (r), FTS Systems (r), Stone Ridge, NY, USA) for 5 days. Dried samples were weighted then 

ground to a fine powder using a ball mill (CEPI SODEMI CB2200, Cergy, France).  

8.2.4. NSC analysis 

The NSC consisted in the sum of soluble sugars (SS) and starch. Soluble sugars were extracted 

from 10 mg of plant tissue powder mixed with 1 mL 80% aqueous ethanol (v/v). The mixture 

was incubated in a water bath at 80°C for 30 min and then centrifuged for 10 min at 10.000g. 

The supernatant containing the soluble sugars was collected in a tube and the extraction of the 

SS on the pellet was repeated twice. The three supernatants were pooled and dried into a vacuum 

evaporator for 10 hours then resolubilized in 1 mL of ultrapure water. The starch contained in 

the pellet was hydrolyzed in glucose with amyloglucosidase (SIGMA-A7420) with citrate 

buffer at pH=4.6. The concentrations of SS and starch were measured using a modified anthrone 

method (Hansen and Moller, 1975). Starch and SS concentrations were determined 

spectrophotometrically at 620 nm in the presence of anthrone-sulfuric acid reagent and using 

glucose as standard. The sum of SS and starch (NSC) per organ was expressed in g of glucose 

per 100g of dry matter. The NSC concentration (g.100g-1 Dry Matter) for each organ is defined 

as 

[𝑁𝑆𝐶] =
[
𝐶𝑠𝑝𝑒𝑐𝑡𝑟𝑜 ∗ 𝑉𝑡𝑜𝑡 ∗ 𝑉𝑠𝑎𝑚 ∗ 10 ∗ 100

𝐷𝑀 ]

1000
 

The NSC quantity (g) for aerial parts (trunk and branches) is defined as  

𝑁𝑆𝐶𝑞𝑢𝑎𝑛𝑡𝑖𝑡𝑦 =
[𝑁𝑆𝐶] ∗ 𝐷𝑀

100
 

Where Cspectro is the glucose concentration read on spectrophotometer, Vtot and Vsam are the 

total volume and the sample volume respectively, DM is the dry weight of the sample. Roots 

was excluded for the NSC quantity calculation because we were not able to excavate all the 

roots and to assess the total DM of this organ. 

  

(27) 

(28) 



 

158 
 

8.2.5. Statistics 

We used general linear mixed-effect models to study seasonal pattern of predawn water 

potentials from 2014 to 2016. We included treatment and date of sampling as explanatory fixed 

factors and predawn leaf water potentials as a responses variable. Individual trees were modeled 

as a random factor. Similar general linear mixed-effect models were used to study the growth 

of trees where individual trees as set as random factor. We also used general linear mixed-effect 

models to assess the effect of treatment on NSC concentrations. If distribution was not normally 

distributed, a logarithmic transformation was used. Normality and homoscedasticity of 

standardized residuals were graphically checked using quantile-to-quantile and residual-vs-

predicted plots. NSC quantity and dry biomass were analyzed also using general linear mixed-

effect models. When a significant effect or interaction between effects were underlined, post-

hoc tests were performed. Data were analyzed with the R software package (http://www.r-

project.org, version 3.2.2, 2016-10-31). Values are presented as average ± SE. Differences were 

considered significant for p<0.05. 
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8.3. Results 

 

Figure VIII.1. Schedule of the experiment (top) since the onset of treatments in 2014. Dead 

trees were harvested in June and October 2016 while living trees were harvested in October 

2015, June 2016 and October 2016. Schema (bottom left) of the sampled organs taken on 

each harvested tree.Twigs were taken as triplicate. 
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8.3.1. Soil and branch water monitoring 

 

Figure VIII.2.  Seasonal dynamics of the relative extractable soil water content (REW, A) 

and the average pre-dawn twigs water potentials (B) in 10-year-old beech trees during the 

year 2015 and 2016 under soil water deficit (Dr.) and irrigation (C). The dashed line indicate 

the threshold value of REW from which the stomatal conductance is impacted according to 

Granier et al., (1999). Black arrows indicate the time when harvest were done. Different 

letters means a significant difference (p<0.05) between treatments for a given date. Mean ± 

SE, n=6 in October 2015 and June 2016 and n=4 in October 2016.  

 

The seasonal monitoring of the relative extractable water (REW) in the soil showed a 

progressive increase in the soil water deficit parallel to a continuous decrease of REW during 

the two consecutive vegetative seasons in the drought treatment (Dr, Figure VIII.2.A). REW 

was below 40% for the duration of the experiment, whereas REW for irrigated control (C) 
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remained above 40%. As a result of progressive seasonal soil water depletion, pre-dawn water 

potential (ψpd) in twigs decrease from -2.3 MPa (September 2015) to -2.8 MPa (September 

2016); ψpd of C always remained above -0.2 MPa (Figure VIII.2.B). During the time of the 

experiment, Dr. trees always showed significant lower pre-dawn twig water potentials than C 

trees.  

 

8.3.2. Impact of drought on annual growth  

 

Figure VIII.3. Mean height (cm) and diameter (mm) of young-old beech trees under soil 

water deficit (Dr.) or normal irrigation (C). Mean ± SE, n=336. 

 

Trees under soil water deficit had lower diameter than control (Figure VIII.3) in 2014 

(p<0.001), 2015 (p<0.001) and 2016 (p<0.001) while the height of trees under soil water deficit 

was lower in 2015 (p<0.001) and 2016 (p<0.001). An effect of the « time » for a given 

treatment (e.g between 2014 and 2016) was found in C trees and Dr. trees (p<0.001). The effect 

of time was as stronger as for diameter in C and Dr trees (p<0.001).  
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8.3.3. Impact of drought on tree survival 

Figure VIII.4. Dynamic of tree survival in the soil water deficit treatment during the three 

years of the experiment. The control treatment presented no mortality. N=336. 

 

At the end of each vegetative season of the experiment, we calculated the survival rate (Figure 

VIII.4). No mortality was recorded in the control treatment whereas 15% of trees under drought 

were dead at the end of the vegetative season in 2016.  

8.3.4. Impact of drought on NSC concentration in several organs of 

above and belowground. 
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Figure VIII.5. Mean concentrations (g. 100g-1 DM) of Non Structural Carbohydrates (NSC) 

in branches (A, twigs Y, twigs Y-1, twigs <Y-1), trunk (B, High Trunk, Mid-h Trunk, Base 

Trunk) and roots (C, Main roots, Lateral roots, Fine roots) in drought (Dr) and control trees 

(Ct). Dead trees were also sampled in June and October 2016 when mortality was recorded. 

Starch concentrations are in dark grey and soluble sugar concentrations are in light grey. 

Different letters indicate a significant difference (p<0.05) between treatments for a given 

organ. Differences between starch concentrations are given in the lower line in lowercase 

letters whilst differences in soluble sugar concentrations are in the middle line in italics. 

Differences in NSC between treatments are given in the upper line in uppercase bold letters. 

n=6 each for Ct and Dr trees in October 2015 and June 2016 and n=4 in October 2016. Six 

dead trees (trees which presented no budburst in spring 2016) were sampled in June 2016 

and four trees in October 2016 (trees which died suddenly during the growing season in 

2016).  

In October 2015, 18 months after the onset of the drought treatment, when the seasonal stocks 

of C reserves are typically at their maximal level in trees, only a slight difference in NSC 
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concentrations was observed between treatments (Figure VIII.5). The Dr trees had 

significantly higher NSC concentrations than the Ct trees in two compartments: the youngest 

twigs (Twigs Y) and the higher part of the trunk (High Trunk) with NSC values of respectively 

5.63% and 7.27% in Ct trees, and of respectively 13.6% and 14.1% in Dr trees (Fig. 4). For 

these two compartments, the NSC concentrations of the Dr trees differed from the Ct trees by 

196% and 90%, respectively (Figure VIII.6). These two compartments plus Main Root 

presented also significantly higher SS values in the Dr trees than in the Ct (from 4.91% to 5.1% 

in Dr trees and from 2.47% to 2.8% in the Ct trees). For starch, no difference was observed 

between treatments.  

Six months later, in June 2016, when the stocks of C reserves were minimal, the soil water 

deficit caused no significant differences in NSC concentrations compared to Ct trees whatever 

the compartment. SS and starch concentrations were also similar between Ct and Dr trees except 

in Lateral roots for starch (2.17% for Ct and 7.02% for Dr). Contrariwise, the dead trees 

presented very low NSC concentrations in all compartments (between 0.91 in the Base of Trunk 

compartment and 2.16% in the Twigs Y compartment, Fig 4). They presented significantly 

lower NSC concentrations than the Ct trees and the Dr trees in all compartments except for 

Twigs Y-1. The difference ranged from –57% for Twigs Y-1 to –89% for the base of the trunk 

compared to Ct trees (Figure VIII.6).  In the dead trees, significantly lower starch 

concentrations than in the Ct trees were measured in all compartments except for Twigs Y and 

Twigs Y-1 (Figure VIII.5). Starch concentration values ranged from 1.9% to 6.8% in the Ct 

trees, from 2.26% to 10.6% in the Dr trees and from 0.39% to 1.47% in the dead trees (Figure 

VIII.5).  Dead trees had significantly lower SS concentrations than Ct trees only in Twigs Y 

(3.67% and 1.27%, respectively). 

Finally, in October 2016, after three years of drought, when the stocks of C reserves were at 

maximal levels in the trees, NSC concentrations were similar to the ones in October 2015 in the 

Ct treatment (mean of 10.21% in 2015 and 8.04% in 2016) whereas they had strongly decreased 

in the Dr treatment (mean of 13.7% in 2015 and 4.2% in 2016) for all compartments. The 

drought decreased the NSC concentrations between -42% and -79%, depending on the 

compartment, compared to the Ct treatment (Figure VIII.6). Starch concentrations were 

significantly lower in the Dr trees than in the Ct trees for all compartments except for High 

Trunk and Base of Trunk where values were similar. For SS concentrations, significantly higher 

values were observed in the Dr trees compared to the Ct trees in Main Roots whereas lower 

values were observed in Fine Roots and similar values were found in all other compartments. 
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Dead trees had lower NSC concentrations than both Ct and Dr trees. These differences were 

significant for all compartments between dead and Ct trees and for all compartments except 

Twigs Y, Mid-Trunk, Base of Trunk and Fine Roots between dead and Dr trees (Figure VIII.5). 

A deviation ranging from -55% to -92% was observed between dead and Ct trees (Figure 

VIII.6). A reduction in both starch and SS concentrations was observed in the dead trees 

compared to Ct trees in all compartments for starch and excepted in Mid-Trunk and all twigs 

for SS. SS in the dead trees were lower than in the Dr trees in all compartments except for 

Twigs Y-1 and Fine Roots.   
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Figure VIII.6. Deviations (%) from control trees of NSC concentrations in drought and dead 

trees. 
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8.3.5. Impact of drought on biomass and NSC quantity in 

aboveground organs. 

 

Figure VIII.7. Dry biomass (A, g) and nonstructural carbohydrate (b, NSC, g) and content 

in branches and trunks of drought (Dr) or control (Ct) trees. Dead trees were sampled in 

June and October 2016. Uppercase letters indicate differences between treatments for total 

NSC or biomass, middle lowercase letters indicate differences between values for branches, 

and lowercase letters at the bottom indicate differences for trunk values only. n=6 each for 

Ct and Dr trees in October 2015 and June 2016; n=4 in October 2016. Six dead trees (trees 

which presented no budburst) were sampled in June 2016 and four (trees which suddenly 

died during the growing season in 2016) in October 2016. Differences are significant at 

p<0.05. 

 

The biomass in aboveground organs (trunk and branches) was compared between treatments at 

the three sampling dates (Figure VIII.7.A). In October 2015, the branch, trunk and total 

aboveground biomass and NSC quantities were similar in the Ct and Dr trees (Figure VIII.7.A, 

B). In June 2016, Dr and dead trees had significantly less trunk, branch and total aboveground 
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biomass than Ct trees (Figure VIII.7.A), which is coherent with the increasing impact on 

growth of the continuing drought. No significant difference in NSC quantity was noticed 

between Dr and Ct trunks while the NSC quantity in Dr branches was significantly lower (-

65%) than in Ct branches (Figure VIII.7.B). Dead trees had lower NSC quantities in all 

compartments (-85%) compared to Ct trees. Finally, by October 2016, soil water deficit had 

decreased both trunk (-55%) and whole aboveground biomass in the Dr trees (-55% compared 

to the Ct trees), but branch biomass was the same. Dead trees had lower branch (-55%), trunk 

(-70%) and total aboveground biomass (-68%) than Ct trees (Fig. 5A). Dr trees had lower NSC 

quantities in the branch (-65%), trunk (-73%) and total aboveground (-70%) compartments 

compared to Ct trees (Figure VIII.7.B). Dead trees had significantly lower quantities of NSC 

in the trunk (-93% compared to Ct trees), branches (-90%) and total aboveground biomass (-

91%) than Ct trees and Dr trees. 
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8.4. Discussion 

8.4.1. Importance of storage and remobilization processes in beech 

trees for surviving during several years of drastic constraints 

Enhance tree mortality was one of our primary objective as well as to know more about the 

importance of carbon storage on the processes involved in the death of a tree. We succeded to 

enhance mortality in our study and survival times since the onset of drought treatment varied 

among individual trees from 400 to 900 days, corresponding to two or three consecutive 

vegetative seasons. It is interesting to note that thirty months of severe soil water deficit 

treatment, only 15% of beech trees died. This result highlights the high tolerance of Fagus 

Sylvatica L. to extreme drought which was also underlined by other studies (Tegel et al., 2014, 

Hentschel et al., 2016). Paradoxaly, Fagus sylvatica L. is also highly sensitive to drought in 

term of stem growth which is a common response of isohydric species (Bigler and Veblen, 

2009, Voltas et al., 2013, Hentschel et al., 2014) and as a consequence of the soil water deficit, 

in our experiment, trees exhibited both secondary and overall primary stem growth reduction. 

As carbon assimilation was diminished (D.Epron, personnal communication), the production 

of new photosynthetates should be greatly reduced. However, even if growth was also inhibited, 

others C sinks should be still active (e.g respiration, defense or export) or even upregulated (e.g. 

osmoregulation or hydraulic integrity). Stored C compounds had to be fundamental as only 

source of fuel for these C sinks. Through the regulation (active or passive, still under debate) 

of storage processes during the 18 month following the onset of drought treatment, NSC 

quantity were similar between droughted trees and well-watered trees (October 2015). Increase 

of NSC concentrations following drought is usually observed as the probable consequence of 

asynchrony between the cessation of growth and photosynthesis but in our study, we can 

hypothesize that this increase was surpassed by the need of soluble sugars for others metabolics 

demands. For example, in 2015, on the same experiment, phloem transport has been measured 

through foliar 13C labelling (Dannoura et al., 2018). The main result of this study was that 

phloem transport was decrease due to soil water deficit. However, phloem transport and NSC 

are linked due to the need of soluble sugars which allows turgor pressure in transport tissue. 

Consequently, the balance between the cessation of growth and the need of soluble sugars for 

metabolic demands led to similar NSC quantity at the end of second vegetation season under 

drought.  
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Moreover, time have to be taken into account when interpreting C dynamics of trees under 

stress (Sala et al., 2012). Later during the drought experiment, NSC concentration was rather 

stable or even was increased by drought compared to C during 24 month, then NSC declined in 

drought treatment after 30 months. This suggests that the ability to maintain NSC reserves was 

lost under a prolonged severe water constraint. We can make the hypothesis that metabolic 

demand for osmoregulation or maintenance respiration was the main driver leading to a 

decrease of NSC quantity (Duan et al., 2013; Deslauriers et al., 2014). Through the increase of 

soluble sugars concentrations combined to the decrease of starch concentration on Dr. trees, we 

can hypothesize that possible interconversions from starch to soluble sugars occurred. Our 

results are consistent with this view that NSC could be used in others ways than for growth or 

maintenance functions, for example to regulate osmotic balance and maintain water potentials. 

According to the results found in our study, it seems that time since the beginning of the drought 

onset was an important factor of survival. Indeed, at the end of the third vegetative season, 

starch concentration were lower in all organs on tree under drought treatment whereas control 

trees had higher starch concentrations. However, our study highlight also the importance of root 

compartment as still high NSC concentration has been found. Indeed, root is a key organ with 

the contribution of N uptake, C exudation and H2O uptake. Metabolic active organs (e.g twigs 

and fine roots) displayed higher seasonal dynamics than trunk and roots. Roots and trunks are 

the two main organ of storage of C compounds but local use can decrease the transport cost 

associated. However, at the end of the experimentation and after 30 month of soil water deficit, 

NSC concentration was decreased in all organs including roots and trunk indicating that under 

longer drought, these organs are crucial for survival capacity.  

The likely cascade of responses occurring in our drought-exposed living trees might be: (1) 

limited C assimilation and conductance, which (2) limited growth and, with that the production 

of new leaves and possibly fine roots tissues; (3) as trees reduce their growth, photoassimilated 

C were initially redirected to accumulate in perennial tissues in stems and roots but (4) the need 

to fuel osmotic balance as well as vital metabolic demand (e.g maintenance respiration, 

transport), lead to an overall decrease of NSC. Even if our experiment displays that beech trees 

is a drought tolerant species with only 15% of trees under soil-water deficit died, we have to 

ask why some trees survive while others succumbed. 
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8.4.2. But trees might die from a lack of carbon availability 

In our study, in the third year of drought, dead beech trees reduces their carbohydrates resources 

but never until 0 at dying stage. Reduction to zero NSC seems highly unlikely (McDowell, 

2011; Hartmann, 2013) but determining what can be the threshold of NSC exhaustion need 

more investigation. In our study, both starch and soluble sugars depletion was observed in the 

whole tree organs of dead trees instead of some organs suggesting either a local uses of soluble 

sugars or an efficient transport of sugars from perennial organs to photosynthetic tissue before 

dying. As the transport through phloem was diminished under drought but still active, so, we 

can be more confident that both local consumption of sugars to maintain turgor pressure for 

transport and osmoregulation were predominant. At the time of death, NSC forms was mainly 

into soluble sugars but starch concentration was not at zero indicating that potential 

interconversion from starch to soluble sugars was no longer possible when soil desiccation 

became longer and harsher. The hydrolysis of starch through the enzymatic activity require 

amount of water and under severe soil water deficit, hydraulic failure can also occur locally 

leading to an incapacity of interconversion. Indeed, C depletion may be also correlated with 

hydraulic dysfunction (Sevanto, 2014; Aguadé et al., 2015; Gaylord et al., 2015; Serrana et al., 

2015) because soluble sugars play a key role in osmotic adjustment, possible embolism refilling 

and root system growth (Gieger and Thomas, 2002; Sala et al., 2012). So, C depletion can 

exacerbate hydraulic dysfunction and reciprocally because starch could be blocked in its 

reservoir and thus not be available for tree metabolism due to embolism (Sala et al., 2012; 

Sevanto et al., 2014). Embolism of vessels might occur also in our study. Moreover, the need 

of water and carbon can be exharcerbed when drought become longer and harsher. At the 

cellular level, both lack of carbon and lack of turgor can be fatal for cellular structure, integrity 

and metabolism (McDowell et al., 2011). At the whole tree level, vascular transport should be 

a priority because if transport fails irreversibly, then whole-plant function fails.  

The genus Fagus Sylvatica L. is an interesting case for studying mortality because of its 

economic value but also because of its own internal properties. This drought sensitive species 

has generally small vessels as described in previous studies and, consequently, may less 

vulnerable to embolism (Gasson, 1987; Hacke and Sauter, 1996; Barbaroux and Bréda, 2002). 

Both NSC pools and hydraulic capacities can explain the small number of trees which died 

during our drought experiment. However, this little number of tree which died from severe soil 

water deficit could be explained also because we did not account for one of the main hazards 

threatening forest ecosystem. Indeed, biotic agents may either make trees more susceptible to 
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mortality by weakening the trees before drought or by accelerating an ongoing decline process 

and eventually kill already weakened trees (Zweifel et al., 2012; Gaylord et al., 2013; Oliva et 

al., 2014). Studies have shown that experimental drought stimulated attack on pinyon pine and 

Norway spruce (Gaylord et al., 2013; Netherer et al., 2015). Nevertheless, in our study, we 

demonstrated a lot of caution for the prevention to any pathogen attack and made some sanitary 

treatment when necessary, which happened one time in 2015.  However, we can be assured that 

NSC availability was a driver of tree mortality in our study as very low quantity of NSC were 

found in dead trees but without excluding others mechanisms such internal nutrient deficiency 

or hydraulic failure. Finally, the answer of “what was the driver leading to death for 15% of 

trees under drought” and “why 85% of trees survived under such a long drought” is quite 

challenging and genetic approaches may be necessary to understand such variability (Moran et 

al., 2017). 

8.5. Conclusion 

Our study highlight the capacity of beech trees to survive to a long and extreme soil water 

deficit. Such survival capacities was made to a strong capacity to remobilize ressources from 

all parts of trees. However, a small part of trees in our study died from soil water deficit and we 

emphasize that carbon starvation is highly unlikely to occur. More than quantity, availability of 

stored NSC should be fundamental to ensure survival of beech trees.  
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CHAPITRE 9:  

RETOUR D’EXPERIENCE, DISCUSSION 

GENERALE ET CONCLUSIONS 
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9.1. Retour d’expérience sur le dispositif expérimental 

La mise en place d’un système d’exclusion de pluie de 630 m² effectuée avant le début de ce 

travail de thèse fut une étape ambitieuse permettant l’homogénéisation des conditions 

climatiques sur l’ensemble des arbres du dispositif. L’installation d’une bâche souterraine 

imperméable autour des arbres du traitement de sécheresse a permis d’éviter toute infiltration 

d’eau au niveau souterrain et toute prospection racinaire vers les traitements irrigués. Par des 

mesures régulières à l’aide d’une sonde à neutrons, l’humidité du sol a été suivie et l’irrigation 

a été ajustée finement afin de ne pas créer de stress édaphique dans les traitements de défoliation 

et témoin. Dans le traitement sec, la teneur en eau du sol a atteint rapidement après l’installation 

du dispositif le seuil de 40% correspondant au seuil au-dessous duquel une fermeture 

stomatique est engendrée afin de minimiser les pertes en eau (Granier et al., 1999). Ce seuil de 

40% n’a ensuite jamais été dépassé au cours des 30 mois d’expérimentation, ce qui était un des 

objectifs méthodologiques initiaux (Figure IX.1).  

Figure IX.1. Evolution de la réserve en eau du sol durant toute l’expérimentation qui a 

débutée en Mai 2014 pour s’achever en Décembre 2016.  

Néanmoins, due à une entrée d’eau latérale les jours de pluie, une hétérogénéité du niveau de 

sécheresse subi par les arbres de ce traitement a été détectée ce qui nous a amenés à caractériser 

individuellement le niveau de sécheresse par des mesures régulières de potentiels de base sur 

l’ensemble des arbres de ce traitement. Ces apports d’eau de pluies latérales ont probablement 

pu légèrement humidifier le sol au moins dans les premiers horizons, l’eau de pluie tombée sur 

les feuilles et ruisselant sur le sol a certainement été vite absorbée. Une variabilité de l’état 

hydrique des arbres a été confirmée par nos campagnes de mesures de potentiels de base 
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(mesures sur l’ensemble des arbres du traitement sécheresse, n=336, tous les mois pendant la 

saison de végétation).  

 

 

Figure IX.2. Photographie de l’expérimentation mettant en évidence les différents 

traitements et schématisation de l’entrée d’eau latérale (Crédit photo : C.Massonnet). 

Cette variabilité nous a permis d’étudier des états hydriques différents avec la distinction 

d’arbres en état de stress hydrique modéré (MD) ou intense (SD) basée sur les valeurs de 

potentiels de base de rameaux. Néanmoins, cette distinction n’a pas été prise en compte 

systématiquement sur l’ensemble des expérimentations mises en œuvre dans ce travail de thèse. 

En effet, selon l’expérimentation, cette distinction entre état de stress hydrique modéré ou 

intense n’a pas forcément eu de sens d’un point de vue statistique, car aucune différence 

significative entre arbres MD et SD n’était notée (Chapitre V et VIII). Dans ce cas l’ensemble 

des arbres MD et SD a été considéré comme faisant partie d’un même traitement sec. 

L’expérience faite sur un temps court comme les deux marquages foliaires des branches faits 

au printemps et en été 2015 ont permis d’avoir cette distinction entre les deux « intensités de 

sécheresse ». Cette distinction a également été faites dans l’expérimentation de marquage 

d’arbre entier: nous avons choisi au moment du marquage, des arbres avec un statut hydrique 

différent en fonction des mesures de potentiels de base faites quelques jours avant le marquage. 
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La seconde contrainte appliquée dans notre étude a été une défoliation annuelle effectuée en 

Juin 2014 et 2015 et en Mai 2016. L’intensité de la défoliation fut de 75% du feuillage en 2014 

et 2015 et de 90% en 2016. Le nombre d’arbres défoliés était conséquent (n=336), ce qui a 

amené à effectuer la défoliation pendant 2 semaines consécutives malgré l’aide de dizaines de 

personnes du centre de recherche Inra Grand-Est et la contribution de classes de collégiens de 

la région Grand-Est. Aussi, lors d’une expérimentation de défoliation aussi ambitieuse que 

celle-ci, il faut prendre en compte que le nombre de feuilles à enlever par arbre est très important 

et que sans l’aide de très nombreuses personnes, il n’aurait pas été possible de mener cette 

expérimentation jusqu’à son terme. Si la mise en place des traitements était ambitieuse, elle fut 

réussie de part d’importantes ressources financières et humaines. Si le premier avait été 

budgété, le second lui, a nécessité de développer des projets de sciences participatives (projets 

« Hêtre en Fête » et « Survivors »).  

9.2. Discussion générale 

9.2.1. Le hêtre répond rapidement à un déficit hydrique du sol 

a. Un premier levier pour mitiger la perte en eau à court terme par la diminution de la croissance 

radiale 

Suite à la mise en place de la contrainte hydrique, la croissance radiale de nos jeunes hêtres a 

été plus faible que celle des arbres du traitement témoin. Une croissance radiale réduite lors 

d’évènements de sécheresse est souvent observée (van der Werf et al., 2007 ; Michelot et al., 

2012 ; Gérard et Bréda, 2012). Cependant ce n’est pas toujours le cas, une étude sur du Sapin 

noir a montré que ces arbres avaient des croissances plus fortes en situation de dépérissement 

que celles des arbres sains (Cailleret et al., 2014). Néanmoins, le hêtre est sensible à la baisse 

de l’humidité du sol (Leuschner et al., 2001 ; Granier et al., 2008) et sa croissance répond très 

bien aux conditions climatiques de la saison de végétation en cours (Michelot et al., 2012). La 

diminution de l’humidité en eau du sol peut imposer une limitation de la croissance via une 

perte de la pression de turgescence dans les cellules (Hsiao, 1973 ; Hsiao et al., 1976). La 

croissance radiale est également affectée par la dynamique de réserve en eau dans l’arbre qui 

permet de modifier le potentiel hydrique du xylème et la pression de turgescence durant la phase 

d’accroissement cellulaire (Taiz et Zeiger, 1998 ; Turcotte et al., 2011).  

Les valeurs de REW et de potentiel hydrique mesurés au cours de notre expérimentation 

indiquent que nos jeunes hêtres ont été soumis à un stress hydrique intense. Le potentiel de base 
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raméal de nos arbres a chuté jusqu’à -3,2 MPa ce qui est plus bas que les potentiels de base 

rencontrés naturellement sur des hêtres adultes. En effet, durant la sécheresse de 2003, des 

valeurs de -2 MPa avaient été enregistrées (Bréda et al., 2006). 

b. Un second levier pour mitiger la perte en eau à moyen terme par la diminution de la surface 

foliaire 

A moyen terme, une modification des propriétés foliaires a pu avoir lieu avec une baisse de la 

surface foliaire individuelle ainsi que du nombre de feuilles observée lors de la seconde saison 

de végétation (Chapitre VII). Ces modifications permettent également d’éviter une perte en 

eau trop importante, les arbres pouvant aussi moduler l’ouverture stomatique contrôlant les 

échanges gazeux à la surface de la feuille (Klein et al., 2014). En évitant des pertes en eau trop 

importantes, les arbres évitent alors un dessèchement foliaire mais cela aura également comme 

conséquence de moins refroidir le compartiment foliaire, surtout si la température de la feuille 

excède la température atmosphérique (Bréda et al., 2006). Aussi, en modulant sa croissance et 

sa morphologie foliaire, nos jeunes hêtres ont pu alors empêcher une diminution trop importante 

du potentiel hydrique en s’assurant alors que la demande en eau foliaire n’excède pas la quantité 

d’eau disponible, ce qui, le cas échéant, mènerait à l’embolie du système vasculaire et à une 

dessiccation complète (Martin-StPaul et al., 2017).  

Dans la cohorte des réponses possibles de nos jeunes hêtres, l’eau mise en réserve dans les 

tissus de l’arbre peut également aider à surmonter une sécheresse (Holbrook, 1995). En 

relâchant cette eau mise en réserve, les embolies peuvent être limitées en minimisant les 

contraintes de tension du xylème (Meinzer et al., 2009 ; Manrique-alba et al., 2018). La 

contribution de l’eau mise en réserve au sein de l’arbre sur le flux de transpiration est 

dépendante du déficit en eau du sol : plus la quantité en eau dans le sol est faible, et plus grande 

sera la contribution de ce réservoir (Hinckley et Bruckerhoff, 1975 ; Borchert, 1994 ; Goldstein 

et al., 1998 ; Deslauriers et al., 2007). Aussi, l’ensemble de ces réponses peuvent apporter des 

justifications sur la tolérance du hêtre à une contrainte extrême.  

9.2.2. Le maintien d’un système de transport sous contrainte fondamentale 

pour la survie de l’arbre 

a. Le système de transport phloèmien 

Le transport phloèmien est basé sur l’hypothèse de Münch selon laquelle les hydrates de 

carbone nécessaires au métabolisme et à la mise en réserve sont transportés des organes sources 
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vers les organes puits en suivant des gradients de pression le long d’un conduit constitué de 

cellules criblées (Münch, 1930 ; Knoblauch et Peter, 2010). Le système de transport phloèmien 

est constitué de trois facteurs, les sources, les puits et le système de transport. L’eau passant 

dans le phloème de manière osmotique est originaire des conduits du xylème, traduisant une 

forte interaction entre le transport phloèmien et xylèmien (Thorpe et Minchin, 1996 ; Hölttä et 

al., 2009). Lors d’une sécheresse, le transport de solutés des sources vers les puits peut être 

grandement réduit soit par une trop grande hausse de la viscosité soit par une impossibilité de 

maintenir le statut hydrique du phloème et la pression de turgescence cellulaire (Sevanto, 2014).  

b. La contribution des composés carbonés dans le maintien du système de transport phloèmien. 

En situation de limitation de la ressource carbonée comme lors d’une sécheresse où le hêtre 

ferme rapidement ses stomates, les réserves carbonées auront alors une grande importance dans 

le maintien du système de transport (Tanner et Beevers, 2001 ; Sevanto et al., 2013). Il a été 

ainsi montré que tant que les réserves carbonées peuvent être utilisées, un arrêt complet du 

système de transport phloèmien ne semble pas possible (Sevanto et al., 2013), ce qui est 

cohérent avec nos résultats d’estimation des stocks complets de réserves carbonées dans l’arbre 

(Chapitre VIII). 

Nos jeunes hêtres ont présenté des baisses de la vitesse de transport du phloème. En effet, une 

autre équipe au sein du même projet que cette thèse a montré que les arbres avec des potentiels 

hydriques de base les plus bas présentaient des vitesses de transport phloèmien réduites 

(Dannoura et al., 2018), ce qui rejoint une partie des conclusions que nous avons obtenues après 

la mesure du transport du marqueur foliaire à longue distance (Chapitre VI). Ces résultats 

suggèrent une baisse de la vitesse de transport de solutés dans l’arbre mais que, néanmoins, le 

transport est toujours fonctionnel.  

c. Le maintien du transport de solutés permis par l’ajustement de la croissance radiale et 

foliaire ? 

Sous sécheresse, la baisse conjointe des coûts carbonés pour la croissance radiale et pour la 

mise en place du compartiment foliaire pourrait alors constituer une stratégie afin de satisfaire 

les besoins accrus en solutés nécessaires pour garder un transport phloèmien fonctionnel. Aussi, 

les quantités de composés de réserves carbonées similaires entre les arbres bien irrigués et non 

irrigués retrouvées après deux saisons de végétation consécutive (Chapitre VIII) sous 

sécheresse apparaîtraient alors comme un équilibre entre des besoins réduits pour la croissance 
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et le compartiment foliaire et des besoins augmentés pour le transport phloèmien mais 

également pour garantir l’intégrité des cellules.  

9.2.3. Une stratégie de gestion locale des ressources ayant ses limites. 

a. Une gestion de ressources carbonées et azotées au niveau local 

Un stockage proche des organes en croissance peut être une stratégie pour minimiser les coûts 

associés à la remobilisation. En effet, que ce soit sous contrainte ou limitation via une 

défoliation ou une sécheresse, le compartiment foliaire est toujours privilégié, que ce soit pour 

le maintien de l’appareil photosynthétique ou comme une stratégie de mise en réserve locale de 

l’azote (Chapitre VI et VII). Cette stratégie d’allouer l’azote, une des ressources les plus 

limitantes pour la croissance (Rennenberg et al., 2009), dans le compartiment foliaire peut être 

interprété comme une stratégie opportuniste où l’assimilation carbonée, qui est dépendante des 

protéines foliaires, pourrait être rapidement reprise en cas de condition hydrique plus favorable. 

En effet, même sous conditions de bonne irrigation, nos résultats suggèrent que la reprise de la 

photosynthèse est priorisée comme lors d’un événement de défoliation où l’allocation azotée 

aux protéines est augmentée passant de 40% à 70% (Chapitre VI).  

Nous avons pu également montrer que lors d’un événement de sécheresse, le compartiment 

racinaire est important comme indiqué par les concentrations importantes de composés 

carbonés trouvés après 24 mois de contrainte hydrique. Garder une allocation aux racines 

permet de minimiser les coûts de transport pour la mise en place de nouvelles racines fines 

(Jackson et al., 1997 ; McCormack et al., 2015). La durée de vie des racines fines peut varier 

entre espèces et peut se compter en mois ou en années (Coleman et al., 2000 ; Withington et 

al., 2006 ; Liu et al., 2016) mais cette durée de vie est très dépendante de l’environnement 

(Peek, 2007 ; Watson et al., 2000) comme la disponibilité en azote (Adams et al., 2012 ; 

McCormack et Guo, 2014) ou l’humidité du sol (Anderson et al., 2003 ; Green et al., 2005). 

Une telle stratégie de garder des ressources mises en réserve proche du lieu de production de 

ces racines fines pourrait améliorer la compétitivité du hêtre lors d’une augmentation de la 

disponibilité des ressources dans le sol. 

b. La gestion des ressources au niveau raméal apparaît comme essentiel au fonctionnement de 

l’arbre 

A première vue, il apparaîtrait « dangereux » pour l’arbre de remobiliser une grande partie de 

ses réserves azotées dans le compartiment foliaire car une réponse de l’arbre à une sécheresse 
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peut être une perte foliaire (Galvez et al., 2011 ; Ryan, 2011). Il apparaît alors que le maintien 

de la photosynthèse est une priorité pour le hêtre. En gardant une partie de ces composés 

carbonés et azotés proche des régions métaboliquement actives que sont les branches et les 

feuilles, la capacité de survie de l’arbre pourrait être augmentée. En effet, la croissance 

printanière et l’établissement de nouvelles feuilles sont très coûteux (Barbaroux et Bréda, 2002) 

et, par conséquent, chercher à la maintenir et à éviter le dessèchement pourrait devenir 

fondamental pour assurer la survie de l’individu. A des potentiels hydriques au niveau raméal 

si faibles que ceux retrouvés dans notre étude, la baisse de conductivité des branches de hêtre 

devait être très forte (de 35 à 100%) (Cochard et al., 1999 ; Lemoine et al., 2002). Aussi, le fait 

de maintenir des concentrations élevées en composés carbonés et azotés dans les feuilles ou 

dans les organes proches (rameaux) peut aussi être la conséquence d’un besoin local pour 

garantir des pressions osmotiques pour le transport et donc de pouvoir remobiliser et transporter 

les composés carbonés et azotés.  

c. L’autonomie des branches pourrait être perdue face à un stress long et intense 

En effet, la proportion de sucres solubles trouvée en augmentation dans les rameaux des arbres 

secs (Chapitre V) et la part d’azote non allouée aux protéines (60%) (Chapitre VI) 

indiqueraient un besoin important pour des fonctions autres que pour le fonctionnement 

photosynthétique qui est réduit. Les branches fonctionnent généralement de manière autonome 

durant la saison de végétation (Watson et Casper, 1984 ; Sprugel et al., 1991) et ne sont 

dépendantes du reste de l’arbre qu’au moment du débourrement. Néanmoins, on pourrait se 

questionner sur l’autonomie des branches sur le long-terme face à une sécheresse. En effet, nous 

avons pu déterminer qu’après 30 mois sous sécheresse (Chapitre VIII), les compartiments 

même éloignés et généralement peu concernés par la remobilisation (racines principales et 

tronc) semblent remobiliser leurs ressources. Là où 1 an en arrière, ces compartiments étaient 

concentrés en amidon et peu concentrés en sucres solubles reflétant leur rôle pour la mise en 

réserve, il fut trouvé l’inverse 1 an après. Aussi, il apparaîtrait que face à une sécheresse longue 

et intense, la demande en carbone est si forte qu’elle engendre une remobilisation carbonée soit 

à un niveau local pour assurer le bon fonctionnement du système de transport, soit à distance 

dans des organes métaboliquement plus « actifs » que sont les racines fines et les feuilles.  

9.2.4. Des besoins métaboliques importants nécessitent une gestion des 

ressources sur le long terme 
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Dans le cycle de la vie de l’arbre lui permettant de survivre pendant des décennies, la mise en 

réserve est une composante fondamentale. Si sur le court terme, les besoins associés en carbone 

et azote peuvent être diminués via une diminution de la croissance et/ou de la morphologie 

foliaire, un cycle saisonnier efficace doit être réalisé en parallèle. Cette mise en réserve peut 

être particulièrement importante lorsque la ressource diminue lors d’une défoliation ou d’une 

sécheresse.  

Nos résultats suggèrent que même sous une contrainte importante où la disponibilité des 

ressources azotée et carbonée est fortement réduite, la mise en réserve est maintenue, que ce 

soit au niveau local ou au niveau de l’individu. Aussi bien au niveau carboné qu’azoté, la baisse 

conjointe de la demande en substrat et l’absence de production de nouveaux composés via le 

compartiment racinaire ou foliaire a probablement provoqué un fonctionnement de l’arbre en 

« système fermé ». La seule source de composés carbonés et azotés disponible pour le 

fonctionnement métabolique deviendrait alors les réserves.  

9.2.5. Une approche multifactorielle nécessaire pour évaluer l’impact d’une 

sécheresse ou d’une défoliation 

L’impact d’une sécheresse sur l’état de santé de l’arbre est la résultante de ces 3 composantes : 

sa durée, son intensité et le moment dans la saison de végétation où elle intervient. De manière 

analogue, une défoliation pourra impacter un arbre selon 3 facteurs: l’intensité de la défoliation, 

sa récurrence et le moment dans la saison de végétation où elle intervient. Si durant les 24 

premiers mois de contraintes, le hêtre semblait avoir mis en place une stratégie d’évitement de 

la sécheresse (fermeture stomatique, diminution de la surface foliaire) et de « tolérance » à la 

défoliation (augmentation de l’absorption azotée racinaire, augmentation de la part d’azote aux 

protéines foliaires afin de compenser la perte en azote foliaire), il semble que la troisième saison 

de végétation ait été l’amorce d’un basculement. La récurrence de la sécheresse a impacté la 

remobilisation printanière azotée tandis que la récurrence de la défoliation n’a pas eu d’impact 

sur cette même remobilisation (Chapitre VII).  

Néanmoins, l’intensité, la récurrence et le moment dans la saison de végétation de la troisième 

défoliation ont pu avoir des conséquences sur la physiologie de l’arbre. En effet, en 2016, la 

défoliation a été avancée de deux semaines, son intensité a été augmentée de 75% à 90%, c’était 

la troisième défoliation consécutive et c’est cette même année que la croissance des arbres 

défeuillés a été diminuée. Cependant, il semblerait que suite à 3 défoliations d’intensité 

différente, le fonctionnement carboné d’une jeune branche ne soit toujours pas modifié 
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indiquant, peut-être, une allocation préférentielle vers la mise en réserve plutôt que vers la 

croissance comme on l’a observé en réponse à la sécheresse. Une allocation vers la mise en 

réserve au détriment de la croissance a déjà été évoquée et pourrait être une adaptation à la 

défoliation (Millard et al., 2001 ; Hoch et al., 2003). Comme le feuillage d’un arbre décidu peut 

être reformé entièrement jusqu’à 4 fois à partir des réserves carbonées (Hoch et al., 2003), 

l’impact d’une défoliation partielle ne serait pas très importante en terme de conséquence pour 

sa survie. Des défoliations partielles sont le cas le plus commun dans les forêts tempérées 

(Kulman, 1971 ; Veblen et al., 1996 ; Frelich, 2002) et les arbres décidus ont probablement su 

s’adapter à ces pertes foliaires (Piper et Fajardo, 2014). Enfin, une défoliation mise en place au 

début de l’autotrophie des nouvelles feuilles peut également avoir un impact sur la croissance 

de l’année.  

Les contraintes appliquées dans notre étude ne semblent pas avoir été de la même « intensité » 

pour nos jeunes hêtres. En modulant rapidement sa croissance et son compartiment foliaire, le 

hêtre a rapidement réagi face à la contrainte hydrique tandis que les défoliations successives 

n’ont pas provoqué de changements morphologiques ou de perte de croissance. Néanmoins, nos 

résultats obtenus pour les arbres défeuillés sont à relativiser compte tenu du substrat de sol que 

l’on a utilisé, c’est-à-dire un ancien sol agricole avec un ratio C/N de 10 dans les premières 

couches de sol (J. Levillain, comm. pers.), c’est-à-dire bien plus bas que ce que l’on peut 

retrouver naturellement en forêt (C/N ratio ϵ [16 ; 44], Cools et al., 2014). L’absorption azotée 

ne fut pas quantifiée dans notre étude mais nous pouvons postuler que celle-ci a pu être 

augmentée suite à la défoliation permettant de mitiger l’effet de la défoliation. Il aurait été alors 

intéressant de pouvoir suivre par marquage isotopique l’absorption azotée racinaire au moment 

de la défoliation afin de déterminer si l’augmentation de l’allocation azotée aux protéines 

foliaires provient d’une remobilisation des réserves azotées ou d’une plus grande absorption.  

Un ratio C/N de 9,7, traduisant un substrat de sol plutôt fertile, a été retrouvé dans les premières 

couches du sol du traitement sec indiquant que ce n’est pas tant la quantité du substrat qui est 

limitante mais sa disponibilité. En effet, la croissance racinaire a été impactée par la sécheresse 

et, ceci, très rapidement après l’établissement de la contrainte hydrique (Joseph Levillain, 

comm. pers.). 
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9.2.6. Comment expliquer la résistance du hêtre 

Le hêtre est une espèce dominante naturellement mais qui est perçue comme sensible à la 

sécheresse (Fotelli et al., 2009). Dans notre étude, 336 jeunes hêtres ont été soumis à une 

contrainte de défoliation et après 3 défoliations annuelles consécutives, aucun arbre n’est mort. 

De plus, 336 autres jeunes hêtres ont, eux, été soumis à une sécheresse édaphique continue et 

intense pendant 30 mois. Sur ces 336 arbres, 15% sont morts. Par conséquent, 85% et 100% 

des arbres sous contrainte hydrique ou de défoliation ont résisté. Alors comment expliquer cette 

résistance ? Le principal facteur pouvant expliquer la mortalité d’un arbre est, aujourd’hui, une 

rupture complète de la colonne d’eau (Pittermann, 2010 ; Larter et al., 2017). Afin d’éviter un 

tel événement de se produire, deux facteurs sont à prendre en compte que sont les limites 

fonctionnelles du système vasculaire de l’arbre et sa capacité à maintenir le potentiel hydrique 

en dessous de ces limites fonctionnelles. Néanmoins, la réponse des arbres à un événement de 

mortalité est complexe (Choat et al., 2018). La résistance hydraulique d’un arbre à une 

sécheresse est généralement donnée en fonction de son Ψ50, valeur qui correspond à 50% de 

perte de la conductance hydraulique. Ces différences de vulnérabilité sont déterminées par 

l’anatomie du xylème, la porosité des membranes de ponctuation mais comme phloème et 

xylème sont interconnectés via des échanges latéraux (Sevanto, 2014), cette vulnérabilité est 

aussi dépendante de la disponibilité en hydrates de carbone non structuraux (NSC). Notre étude 

suggère que face à une sécheresse longue et intense, cette mise en réserve est maintenue mais 

chute après 30 mois de contrainte. Nous pouvons alors émettre l’hypothèse qu’en préservant 

ses composés carbonés via une modulation des puits de carbone, le hêtre peut garantir un 

système de transport fonctionnel face à une contrainte. Ce système de transport est d’autant plus 

important qu’il permettrait au hêtre d’être compétitif si une réhydratation s’opérait. L’allocation 

priorisée vers les protéines foliaires pourrait indiquer une plasticité rapide de la réponse à une 

réhydratation par une reprise de l’assimilation carbonée rapide. Aussi, même en cas de quantité 

faible de composés carbonés disponibles et sous un transport de solutés qui est contraint, le 

hêtre n’est pas mort. Compte tenu de cette plasticité, il serait peut-être préférable de parler de 

Ψ88 que de Ψ50 lorsque l’on parle de mortalité chez le hêtre compte tenu de sa résistance à des 

sécheresses intenses à des potentiels hydriques très bas.  

Une autre hypothèse de la résistance de nos jeunes hêtres est l’anatomie du xylème du hêtre 

avec des vaisseaux petits et en grand nombre lui conférant une vulnérabilité moindre à la 

cavitation par rapport à des espèces ayant de gros vaisseaux comme le chêne par exemple. Si 

notre étude montre la résistance du hêtre lorrain à deux contraintes majeures, la combinaison 
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des deux n’a pas été testée (défoliation x sécheresse). Or une défoliation peut accompagner une 

sécheresse longue et les conséquences pour la survie de l’arbre peuvent être grandes. Un sol 

nutritif comme celui usité dans notre étude peut aussi expliquer notre faible proportion de 

mortalité, la disponibilité en azote pouvant être reliée avec la capacité d’un arbre à survivre 

(Gessler et al., 2016).  

Néanmoins, cette résistance semble avoir une limite et la capacité d’un arbre à gérer ses 

ressources semblent primordiales. A la fin de l’expérimentation, la baisse des quantités de 

composés carbonés dans les organes pérennes semble indiquer une bascule. Si le maintien du 

statut hydrique de l’arbre a été, en partie, permis par la remobilisation de sucres solubles, ces 

ressources pourraient devenir plus que limitantes. On peut alors se questionner sur la capacité 

du hêtre à survivre à de longs et récurrents épisodes de sécheresse. 

9.2.7. Comment nos arbres sont-ils morts ? 

Quinze pourcents d’arbres morts n’est pas un résultat élevé après trois années de contraintes 

sévères mais ce phénomène est plus élevé qu’en conditions naturelles. Pourquoi certains arbres 

sont morts tandis que d’autres ont survécu était une des questions posées au début de ce 

manuscrit.  

Les variables disponibles à l’heure de l’écriture de ce manuscrit sur nos arbres morts sont les 

données de la dynamique raméale, de la répartition des composés carbonés dans l’arbre, des 

données de croissance aérienne et des valeurs de potentiels de base. Comme la mort d’un 

organisme est surement la finalité de nombreux et complexes processus, une loi de Murphy 

pourrait s’appliquer. Une différence de conditions environnementales ou pédologiques ne peut 

pas expliquer la mort de certains arbres étant donné que l’ensemble des individus, morts ou 

vivants, ont poussé sur le même sol et sous des conditions environnementales identiques sous 

le toit. Les arbres morts n’ont pas subi d’attaques biotiques, n’étaient pas plus petits ou plus 

fins que leurs voisins, n’étaient pas situés en bordure d’expérimentation où ils auraient pu subir 

des dégâts liés au vent. Aussi, un mécanisme ou la combinaison de plusieurs mécanismes 

internes à l’arbre ont pu les faire mourir.  

Nous avons déterminé les arbres morts en fonction d’une dégradation de la couleur de leur tronc 

et un assèchement subit de l’ensemble de leurs feuilles. Les arbres considérés comme morts à 

la date du printemps 2016 étaient constitués d’arbres qui n’ont pas débourré, aussi, nous 

pourrions être critiques envers le choix de ces arbres. Néanmoins, les arbres sélectionnés 

comme morts au printemps 2016 présentaient les mêmes caractéristiques d’un point de vue 
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carboné que ceux morts en octobre 2015 (prélèvements raméal) et 2016 (prélèvements raméal 

et abattage arbre entier).  

Notre étude (Chapitre VIII) met en avant que la quantité de composés carbonés était très faible 

chez les arbres morts et ceci, dans tous les compartiments. Néanmoins, en regardant de plus 

près la composition de ces composés carbonés, nous montrons que ceux-ci sont surtout présents 

sous forme de sucres solubles dans les zones métaboliquement plus « actives » que sont les 

racines fines, les branches jeunes portant les feuilles et la partie haute du tronc. En parallèle, les 

composés carbonés restants dans le reste des compartiments étaient surtout sous forme 

d’amidon. Nous pourrions donc émettre l’hypothèse que sous une contrainte hydrique très forte, 

la demande métabolique est telle que pour subvenir à ces besoins, l’ensemble des composés 

carbonés non structuraux de l’arbre serait remobilisé, par la conversion d’amidon en sucres 

solubles jusqu’à un certain point où l’arbre ne peut plus les remobiliser. La conversion 

d’amidon en sucres solubles nécessite d’être dans un milieu aqueux et, par conséquent, des 

ruptures locales de la colonne hydraulique ont pu se produire rendant impossible la conversion 

d’amidon restant. Ces composés carbonés résiduels seraient séquestrés car il serait impossible 

de les remobiliser (Sala et al., 2012). Néanmoins, d’autres variables sont nécessaires pour 

comprendre pourquoi certains arbres sont morts alors que d’autres non et l’apport futur des 

composés de réserves azotés pourront y contribuer. 
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9.3. Conclusions 

En 2004, les médias publiaient des cartes (projet CARBOFOR) montrant l’évolution possible 

de la forêt française d’ici 2100. L’ensemble de la foresterie française prenait alors conscience 

des conséquences possibles des changements climatiques sur les écosystèmes forestiers 

français. Parmi les essences concernées, le hêtre, essence emblématique de la forêt française, 

serait susceptible de voir son aire de répartition régresser fortement vers le Nord-Est et les 

régions montagneuses. Néanmoins, si ces modèles simulent bien la présence du hêtre 

aujourd’hui, les simulations de déplacement de la niche des espèces à l’horizon 2100 reposent 

sur des hypothèses climatiques avec de fortes incertitudes. Mais comme indiqué dans 

l’introduction de ce manuscrit, une meilleure connaissance des processus écologiques 

notamment la mortalité permettra d’avoir une vision plus réaliste de ce qui pourra se passer 

dans les écosystèmes forestiers sous l’influence des changements climatiques.  

Ces outils vont permettre aux gestionnaires forestiers de prendre une décision qui impactera la 

production forestière dans plusieurs décennies. Un arbre planté aujourd’hui sera adulte dans 40-

60 ans et sera, lui, confronté aux aléas prédits par les modèles des changements climatiques. Si 

la mortalité forestière excède les prédictions actuelles, ce sont des écosystèmes entiers qui 

seront en danger. Si ces décisions prises ne sont pas adéquates, l’impact sur toute l’industrie 

forestière sera dramatique mais plus encore qu’un impact économique, ce sont les conséquences 

écologiques qu’il faut prendre en compte (pour plus d’informations, voir la fiche 5.4 du rapport 

coordonné par Sandra Lavorel « Les mécanismes d’adaptation de la biodiversité aux 

changements climatiques et leurs limites », 2017).  

La prise de risque par les gestionnaires des forêts est grande car ils doivent anticiper la demande 

de bois dans plusieurs décennies face à un climat changeant. Les outils disponibles à la décision 

des gestionnaires forestiers sont nombreux et étroitement liés avec le domaine de la recherche. 

Ainsi, les gestionnaires sont invités à privilégier les mélanges d’essences, à adopter une gestion 

plus dynamique des forêts comme par exemple une diminution de la surface foliaire de l’arbre 

qui diminuera la perte en eau par transpiration. De grandes incertitudes pèsent donc sur la forêt 

de demain mais le monde de la recherche propose des plans de gestions pour palier à ces 

incertitudes. L’étude de la réponse d’arbre de statut majeur de la sylviculture française face à 

des aléas climatiques extrêmes est donc nécessaire. 

C’est pourquoi l’élaboration d’expérimentations comme celles faites au sein de ce travail de 

thèse permettent d’obtenir des connaissances sur les processus amenant à un phénomène de 
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mortalité et peuvent orienter la décision des gestionnaires forestiers. Nos approches se 

distinguent en plusieurs points. Notre approche faite sur un temps plus long et sur des individus 

plus âgés qu’un stade semis, est assez peu commune. Nous avons pu constater dans notre étude 

que le hêtre présente une résistance face à un événement extrême telle une sécheresse édaphique 

sur une longue durée, plus de 30 mois. Néanmoins, cette résistance s’est faite au détriment 

d’une augmentation de la biomasse. Le hêtre est connu pour adapter rapidement sa croissance 

radiale et présenter peu de mortalité et notre étude permet de mettre en avant cette résistance. 

On peut cependant se questionner sur le rôle de puits de carbone pour des forêts de hêtres dans 

des décennies et lors de confrontations à des aléas plus importants qu’aujourd’hui. En effet, en 

remobilisant ses réserves carbonées là où les nouveaux squelettes carbonés issus de la 

photosynthèse ne suffiraient plus, le hêtre pourrait diminuer sa contribution dans la mitigation 

de l’augmentation du CO2 en devenant de moins en moins un puits de carbone. Au vu des 

résultats des études présentées dans ce manuscrit, il est donc nécessaire de choisir de manière 

judicieuse les stations dans lesquelles planter de nouvelles hêtraies et les maintenir dans des 

stations fertiles. Néanmoins, il est nécessaire aussi de poursuivre le travail d’investigation sur 

ces phénomènes de mortalité. Les limites de nos études étant réelles également. Nous avons 

étudié l’impact d’une sécheresse ou d’une défoliation mais pas la combinaison sécheresse et 

défoliation qui pourrait constituer un stress plus important pour les arbres. En effet, des zones 

de dépérissement de hêtres comme la forêt de Fontainebleau en 2003 (Delaporte, 2015) 

présentent souvent des mortalités de branches ou des descentes de cimes induisant des 

houppiers clairsemés. La prévention de toutes attaques biotiques a également été faite au cours 

de notre étude induisant forcément un biais par rapport à une situation naturelle. Une autre 

limite de notre étude est le stade de nos arbres, c’est-à-dire 8 ans en 2014. Il est nécessaire 

d’étudier la réponse d’arbres matures à des contraintes abiotiques fortes bien que cela relève 

d’un challenge bien plus important à mettre en place. Les futures forêts qui seront sujettes aux 

changements climatiques ne seront pas équiennes et des arbres de différents stades d’âge seront 

confrontés à des limitations des ressources. Aussi, pour mieux appréhender le futur de nos 

forêts, il est nécessaire de continuer les recherches en multipliant les approches expérimentales. 
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ANNEXE N°1  

 

PROTOCOLES DES DIFFERENTES METHODES 

D’EXTRACTION TESTEES POUR LE DOSAGE DES NSC ISSUS 

DE LA DYNAMIQUE RAMEALE 
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Méthode n°1 : Extraction au mélange ternaire (MeOH, CH3OH, 

H2O) des sucres solubles 

 

1) Séchage de la poudre : 

Sécher les poudres lyophilisées en étuve à 40-50°C (une matinée ou une nuit). 

2) Pesée : 

Peser 10 mg(*) de matière sèche lyophilisée dans un tube T1. 

(*) : On peut peser de 3 et 6 mg si vraiment peu de matière. 

3)  Extraction 1 : 

Passage des composés polaires et apolaires en solution et séparation par rapport aux débris 

cellulaires. 

- Extraire avec 0,8 ml de méthanol/chloroforme/eau (12/5/3, v/v/v). 

- Attendre 30 min à 20 °C. 

- Centrifuger 10 min à 5°C et 2000 g. 

- Récupérer le surnageant dans un tube T2. 

- Renouveler l'opération 1 x afin d'épuiser l'échantillon, en joignant le 2ème surnageant au 

premier. 

- Sur le culot résiduel, mettre 1 ml de méthanol à 60 % (v/v) et placer au frigo en attente de 

l'extraction de l'amidon. 

4) Extraction 2 : 

Extraction des métabolites polaires (acides organiques, acides aminés solubles, protéines, 

sucres solubles ...) contenus dans le mélange des 2 surnageants précédents. 

- Ajouter aux surnageants (env. 2,4 ml) : 

 2 ml de méthanol/chloroforme (v/v). 

 0,8 ml d'eau distillée. 

- Agiter au vortex. 

- Centrifuger 5 min à 2000g 

- Récupérer la fraction légère incolore (aqueuse) dans un tube T3. 

(Attention ! Ne prélever que la phase supérieure). 

- Sur la fraction lourde, ajouter 1 ml de méthanol à 60 %. 

- Agiter au vortex. 

- Centrifuger 5 min à 2000g. 

- Récupérer la fraction légère et la joindre à la première. 

5) Evaporation : 

Conseil : Placer 30 minutes les tubes T3 au congélateur avant de les mettre dans l’évaporateur 

sous vide pour éviter les rejets lors du pompage. 
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Pendant ce temps mettre en route l’évaporateur sous vide. 

Evaporer à sec dans un évaporateur sous vide (une nuit). 

6) Matériel nécessaire : 

- -Blouse de labo 

- Travail sous hotte ou sorbonne 

- Gants jetables imperméables aux solvants 

- Spatule de pesée 

- Minuteur 

- Tubes type eppendorf 2ml à vis 

- Tubes polypropylène 5 ml (ou tubes hémolyse en verre renforcé de 6 ml) 

- Vortex 

- Pipettes 1ml (et embout pipette) et 5 ml 

- Ultra-centrifugeuse réfrigérée 

- Balance de précision 

- Congélateur -20°C 

- Evaporateur sous vide 

- Glace pilée 

- Eau distillée ou ultrapure 

- Méthanol 

-  Chloroforme 

Remarques importantes: 

* Tubes :  

Matières résistant au CHCl3 et CH3OH: verre, polypropylène, polyéthylène (LPDE, HPDE), ou 

téflon (PFA, PTFE). 

Diamètre 13 mm, 6 ml minimum, bouchons (silicone...). 

* Dès que les sucres se trouvent en milieu aqueux (extraction 2), il faut aller vite et 

éventuellement stocker au froid (-20°C) car ils peuvent subir des transformations ou stocker les 

tubes à -20°C en attente du dosage. 

 

Méthode n°2 : Extraction au méthanol 70% à froid des sucres 

solubles 

 

1) Séchage de la poudre : 

Sécher les poudres lyophilisées en étuve à 40-50°C (une matinée ou une nuit). 

2) Pesée : 

Peser entre 5 et 10 mg de poudre lyophilisée dans un tube T1 (eppendorf 2ml à vis).  

La fiabilité des dosages dépend intégralement de la finesse de la poudre. Précision de la pesée 

au 10 ème de mg (donc peser sur une balance suffisamment précise). 

3) Extraction : 

- Ajouter 650 μl de méthanol à 70% (méthanol/eau, 7/3, v/v). 

- Vortexer.  
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- Laisser incuber pendant 10 min à température ambiante.  

- Centrifuger à 17 000 g pendant 5 min.  

- Transférer le surnageant à la pipette dans un tube (T2) de 5mL en polypropylène.  

- Répéter l’extraction 2 fois.  

- Rassembler les 3 surnageants dans le tube T2.  

- Sécher les surnageants dans un évaporateur à rotation sous vide d’air pendant 12 heures.  

- Placer le tube T1 contenant le culot insoluble au congélateur à -20°C en attente de l’extraction 

d’amidon.  

4)   Evaporation : 

Conseil : Placer 30 minutes les tubes T2 au congélateur avant de les mettre dans l’évaporateur 

sous vide pour éviter les rejets lors du pompage. 

Evaporer les tubes T2 à sec dans un évaporateur sous vide (une nuit). 

 Stocker les tubes T1 et T2 bouchés au congélateur à -20°C en attente de l’extraction de 

l’amidon et du dosage des sucres. 

5) Matériel nécessaire : 

- -Blouse de labo 

- Travail sous hotte ou sorbonne 

- Gants jetables imperméables aux solvants 

- Spatule de pesée  

- Minuteur 

- Tubes type eppendorf 2ml à vis 

- Tubes de 5 ml polypropylène ou (tube hémolyse en verre 6m ml) 

- Vortex 

- Pipette 1ml (et embout pipette) 

- Ultra-centrifugeuse réfrigérée 

- Balance de précision 

- Congélateur -20°C 

- Evaporateur sous vide (avec piège à froid à -100°C) 

- Eau distillée ou ultrapure 

- Méthanol 
 

Méthode n°3 : Extraction à l’éthanol à 80% à chaud des sucres 

solubles 

Séchage de la poudre : 

Sécher les poudres lyophilisées en étuve à 40-50°C (une matinée ou une nuit). 

1) Pesée : 

Peser entre 5 et 10 mg de poudre lyophilisée dans un tube T1 (eppendorf 2ml à vis).  

La fiabilité des dosages dépend intégralement de la finesse de la poudre. Précision de la pesée 

au 10 ème de mg (donc peser sur une balance suffisamment précise). 

2) Extraction : 
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Cette méthode permet d’extraire tous les composés solubles dans l’éthanol et l’eau : les 

métabolites polaires (acides organiques, acides aminés, sucres…) et des composés apolaires 

(pigments hydrosolubles …). 

NB : Les sucres peuvent subir des transformations en milieu aqueux (présence d’enzymes), il 

faut donc les mettre dans un bac de glace pendant les manipulations et les stocker au froid à -

20°C 

- Ajouter 1 ml d’éthanol à 80%. 

- Vortexer. 

- Incuber au bain marie à 80°C pendant 30 mn. 

- Centrifuger 10 mn à 10000 g. 

- Récupérer grossièrement le surnageant à la pipette dans un tube T2 (polypropylène, 5 

ml ou tube à hémolyse verre 6 ml), maintenir dans la glace. 

- Renouveler l’extraction d’extraction 2 fois. 

- Evaporation des tubes T2 (contenant les 3 surnageants soit env. 3 ml) à sec et à froid 

dans un évaporateur sous vide pendant 5h environ.  

3)   Evaporation : 

Conseil : Placer 30 minutes les tubes T2 au congélateur avant de les mettre dans l’évaporateur 

sous vide pour éviter les rejets lors du pompage. 

Evaporer les tubes T2 à sec dans un évaporateur sous vide (une nuit). 

 Stocker les tubes T1 et T2 bouchés au congélateur à -20°C en attente de l’extraction de 

l’amidon et du dosage des sucres. 

4) Matériel nécessaire : 

- -Blouse de labo 

- Gants jetables imperméables aux solvants 

- Tubes type eppendorf 2ml à vis 

- Spatule de pesée 

- Minuteur 

- Tubes polypropylène 5ml (ou tubes hémolyse en verre 6 ml) 

- Bain marie 

- Vortex 

- Pipette 1ml (et embout pipette) 

- Ultra-centrifugeuse réfrigérée 

- Balance de précision 

- Congélateur -20°C 

- Evaporateur sous vide 

- Glace pilée 

- Eau distillée ou ultrapure 

- Ethanol 
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ANNEXE N°2 

 

PROTOCOLES DU DOSAGE DE L’AMIDON POUR LE DOSAGE 

DES NSC ISSUS DE LA DYNAMIQUE RAMEALE 
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Extraction et dosage enzymatique de l’amidon 

1) Solubilisation 

- Centrifuger les tubes épuisés en sucres solubles, et contenant le culot insoluble 2000G 10 mn. 

- Assécher le culot sous vide 15 mn pour éliminer l’alcool. 

- Faire une pesée P1 (tube + culot). 

- Ajouter 0,9 ml de soude 0,02 N et mélanger au vortex. 

- Faire bouillir ½ heure tubes bouchés. 

- Refroidir les tubes. 

2) Hydrolyse enzymatique 

- Ajouter 0,1 ml d’amyloglucosidase (le pH remonte vers 4,6). 

- Laisser au bain marie ½ heure à 50°C (tubes bouchés). 

- Faire une pesée P2 (tube +culot +extrait glucose). 

- P2 - P1 = volume de l’échantillon (volume = poids car densité voisine de 1 : on a de l’eau + 1 

peu de glucose). 

3) Dosage : 

NB : A effectuer dans la foulée et au froid dans la glace. 

- Centrifuger 10 min à 2000g et 5°C. 

- Garder les tubes au froid (glace pilée pendant le dosage). 

- Pipetages en µl (microcuve PMMA UV/VIS de 1,6 ml, spectrophotomètre à bande passante 

< 2 nm). 

Volume final : 0,9 ml par micro-cuve. 

Mesures de DO à 340 nm. 

 Témoin Extrait 

Triéthanolamine 250 250 

H20 540 490 

NADP 50 50 

ATP 50 50 

   

Echantillon  50 

 Homogénéiser. Lire DO1. 

Attendre 10 min. 

Homogénéiser. Lire DO1. 

Attendre 10 min. 

HK/G6PDH 10 10 

 Homogénéiser. Attendre 15 

min. Lire DO2. 

Homogénéiser. Attendre 15 

min. Lire DO2. 



 

196 
 

Volume total 0,9 ml. 

Solutions standard : Glucose, 1 H2O 1,1%. Pour 50 µl DO = 0,39 

Calcul de la concentration en g/l : 0,515 x (DO2 – DO1) pour 50 µl d’échantillon. 

Principe : 

Mesure indirecte de la quantité de glucose, basée sur la relation stœchiométrique entre la 

quantité de glucose de l'extrait et le NADPH formé lors de la réaction enzymatique : 

 Glucose + ATP ---HK--- > Glucose6P + ADP 

 Glucose6P + NADP+ ---G6PDH--- > Gluconate6P + NADPH,H+ 

Remarque : 

PM (Glucose ou Fructose) = 180,16 g/mole (C
6
H

12
O

6
) 
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ANNEXE N°3 

 

RESULTATS OBTENUS POUR LE TEST DES TROIS 

METHODES D’EXTRACTION 
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Methanol /  

Ethanol / Eau 

Méthanol  

Ethanol  

I.Comparaison des méthodes d’extractions sur les concentrations d’amidon  via la méthode de 

dosage présentée en annexe (g.100g-1 MS) 

 

II.Comparaison des méthodes d’extractions sur les concentrations en sucres solubles via HPLC 

(g.100g-1 MS) 
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Figure I.1 Cartes de l’évolution des températures en surface observée entre 1901 et 2012. Une 

couleur bleue indique un déficit de température entre ces deux périodes alors qu’une couleur 

chaude indique une différence positive (extrait du rapport du GIEC, 2013). 

Figure I.2 Figure issue de Manion (1981) illustrant la spirale du dépérissement. 

Figure I.3  Proportion d’arbres morts rapportés au nombre d’arbres total recensés lors de 

campagnes d’inventaires, cas de F.Sylvatica. Source : IFN, 2013. 

Figure II.1 Photographie d’un phénomène de cavitation dans un vaisseau conducteur.  Source 

: Cochard and Delzon, 2013. 

Figure II.2 Scans issus de microtomographie à rayons X de coupes transversales de tronc 

d’Eucalyptus camaldulensis sous différents potentiels hydriques négatifs illustrant la 

propagation des embolies (cercles noirs) lors d’une sécheresse. Source : Nolf et al. (2017). 

Figure II.3 Schéma représentant l’évolution saisonnière de la mise en réserve carbonée (NSC 

; composés carbonés non structuraux). La 1ère phase correspond à la chute de la quantité de 

NSC mise en réserve lors du débourrement pour répondre à la demande de substrat C au 

printemps pour la croissance des branches et du compartiment foliaire (Barbaroux et al., 2003 

; Hoch et al., 2003 ; El Zein et al., 2011 ; Bazot et al., 2013; Gilson et al., 2014). La seconde 

phase correspond à l’accumulation de la quantité de NSC dans l’arbre durant la saison de 

végétation: processus de mise en réserve (Barbaroux et al., 2003; Hoch et al., 2003; Bazot et 

al., 2013). A la fin de la troisième phase, la quantité de réserves carbonées dans l’arbre 

augmente lors de la fin de saison de végétation pour atteindre un maximum en octobre 

(Barbaroux et Breda, 2002). La dernière phase se trouve durant la période hivernale où la 

quantité de réserves carbonées décroît légèrement afin d’alimenter la maintenance hivernale 

(Barbaroux et al., 2003; Hoch et al., 2003; El Zein et al., 2011b; Bazot et al., 2013). 

Figure II.4 : Photographie d’un stomate majoritairement fermé (a), partiellement ouvert (b) et 

ouvert (d). Source : Ortega-Loeza et al., 2011. 

Figure II.5 : Schéma représentant l’évolution saisonnière de la mise en réserve azotée (NNSC 

: composés azotés non structuraux). La 1ère phase correspond à la remobilisation des protéines 

de réserve lors du débourrement (Gomez et Faurobert, 2002 ; Grassi et al., 2002 ; Millard et 

Grelet, 2010) et conversion en acides aminés pour la croissance de nouveaux organes avant que 

l’absorption racinaire soit effective (Gessler et al., 1998 ; El Zein et al., 2011). La 2nde phase 

correspond au moment où la source d’azote pour la croissance et le fonctionnement foliaire 
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change en faveur de l’absorption racinaire (El Zein et al., 2011), la quantité de réserves azotées 

est à son minimum. La 3ème phase se situe à la fin de la période de croissance, lorsque la 

quantité de réserves azotées dans l’arbre augmente faiblement jusqu’à la sénescence, c’est le 

début de la mise en réserve azotée (Staswick, 1994; Stepien et al., 1994). La 4ème phase débute 

durant la sénescence, l’azote contenu dans la feuille est recyclé (l’appareil photosynthétique est 

dégradé) et cet azote (sous forme d’acides aminés est alors transporté vers les parties pérennes 

de l’arbre et stocké sous forme de protéines de réserve (Sauter et al., 1989; Gessler et al., 2004). 

Enfin, la 5ème phase correspond à la remobilization azotée via la résorption foliaire qui se finit 

au cours de l’hiver. Durant cette phase, les acides aminés sont progressivement convertis en 

protéines de réserve (Staswick, 1994; Stepien et al., 1994; Gomez et Faurobert, 2002; Cooke et 

Weih, 2005; Valenzuela Nunez et al., 2011; Bazot et al., 2013; Gilson et al., 2014). 

Figure II.6  Schéma représentatif des grandes fonctions des cycles carbonés et azotés de l’arbre 

adapté librement de la thèse d’Angélique Gilson (2015). 

Figure IV.1 Vue du dispositif expérimental en Septembre 2012 (Crédit photos : T.Paul & 

F.Bonne) 

Figure IV.2 Photographies de la mesure en hauteur (A) et en diamètre (B) d’un arbre du 

dispositif. Crédit photos : C.Massonnet. 

Figure IV.3 Hauteur (A) et diamètre (B) moyen des arbres de chaque bâche du dispositif en 

2013, avant la mise en place des traitements, moyenne + SE, n=168 par bâche. 

Figure IV.4 Etapes de l’installation du système d’exclusion de pluie. Crédits photos : 

C.Massonnet et P.A Chuste. 

Figure IV.5 Vue satellite du dispositif expérimental avec le toit installé au-dessus de 

l’ensemble des arbres. Google Maps le 15/03/2017. 

Figure IV.6 Schématisation (A) et photographies (B) d’une branche avant et après une 

défoliation d’intensité 75%. Crédit photos B : C. Massonnet. 

Figure IV.7 Photographie à gauche de deux arbres, l’un défeuillé à 75% à gauche et l’autre non 

défeuillé à droite. La photographie à droite montre ces deux mêmes arbres défeuillés.  Crédit 

photos : C. Massonnet. 

Figure IV.8 Photographie du dispositif de suivi de teneur en eau du sol. Crédit photo : J. 

Levillain. 
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Figure IV.9 Photographies d’une partie des arbres morts durant la saison de végétation 2016. 

Le code donné sous chaque photo correspond à son identification unique. Crédit photo : P.A. 

Chuste. 

Figure IV.10 Frise chronologique des prélèvements des rameaux pour la dynamique 

saisonnière des NSC. 

Figure IV.11 Frise chronologique des prélèvements arbres entiers pour la dynamique 

saisonnière des NSC. 

Figure IV.13 Frise chronologique des prélèvements foliaires et bois pour étudier la dynamique 

à court terme 15N dans la branche. 

Figure IV.14 Photographies de l’expérimentation de marquage sur une branche. A : Mise en 

place d’un sac en plastique autour de la branche à marquer afin d’éviter toute contamination 

environnante. B : Pulvérisation de l’azote marqué sur les feuilles au moyen d’un pulvérisateur. 

Figure IV.15 Photographies des prélèvements foliaires réalisés suite à l’expérimentation de 

marquage sur une branche. A : Utilisation du poinçonneur afin de prélever un échantillon 

foliaire. B : Feuille trouée suite à l’utilisation du poinçonneur. 

Figure IV.16 Schéma récapitulatif de la stratégie expérimentale de notre marquage à l’azote 

15. 

Figure IV.17 Photographies de l’expérimentation de marquage 15N-arbre entier. A : 

pulvérisation de l’urée marquée sur les feuilles. B et C : Sac en plastique transparent mis en 

place après le marquage, percée de trous et enlevé le matin suivant le marquage. 

Figure IV.18 Frise chronologique des abattages pour la répartition 15N arbre entier. 

Figure IV.19 Photographie du broyeur à anneau (A) et à billes (B). Crédit photo : L. Yahiaoui. 

Figure IV.20 Schéma de la préparation des échantillons aux analyses isotopique par IRMS. 

Figure V.1 Schematic representation of the NSC sampling experiment. Experimental schedule 

(A) : Three treatments were applied over three years (2014, 2015 and 2016) with control (C), 

defoliation (D) and soil-water-deficit (Dr.). Two intensities of defoliation were applied with 

75% of removal in 2014 and 2015 and with 90% of removal in 2016. Three branches per tree 

(24 trees, 8 in each treatment) were randomly choosen at each date and divided into annual 
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growth. From 2015, twigs of dead trees were also sampled using the same procedure than living 

ones.  

Figure V.2. Seasonal dynamics of the soil Relative Extractable Water during the growing 

season (REW, A)  and the average of pre-dawn water potential of twigs  (B) in 8-year-old beech 

trees since the start of the experiment in control (C), defoliated (D), soil water deficit (Dr.) 

treatments. Black arrows indicate the dates of the sampling. The dashed line indicate the 

threshold value of 40% of REW from which the stomatal conductance is impacted according to 

Granier et al (1999). Different letters means a significant difference (p<0.05) between 

treatments for a given date; mean ± SE, n=8. 

Figure V.3. Mean height (top, cm) and diameter (bottom, mm) soil water deficit (Dr.) or under 

defoliation (D), C is for control treatment, i.e well-watered trees and no defoliated in 2014,2015 

and 2016. Mean ± SE. Different letters indicate significate difference between treatment for a 

given date while stars indicate a significate effect of time between 2014 and 2016, n=8. 

Figure V.4. Mean (±SE) concentration (g.100g-1DM) of starch (black) and total soluble sugars 

(grey) on twigs from current year of sample (A) and one-year-old twigs (B) on trees from of 

soil water deficit (Dr.) or under defoliation (D) since the start of the experiment. Current-year 

branches were only sampled at the end of each vegetative season. C is for control treatment. 

We sampled dead trees in October 2015 and 2016 and in June 2016. Lower lowercase bold 

letters indicates differences between treatments for starch concentration, middle italic letters is 

for soluble sugars and uppercase letters is for total NSC difference. n=8. 

Figure V.5. Proportion (%) of differentiate sugars on current-year (A) and one-year-old (B) 

branches from tree under drought (Dr.) or under defoliation (D) or dead trees (Dead) since the 

start of the experiment, n=8. 

Figure VI.1. Schematic representation of the 15N labeling experiment. Experimental schedule 

(top): Four treatments were applied over two years (2014 and 2015) with control (C), moderate 

(MD) and severe soil water deficit (SD) and defoliation (D) treatments (a 75% removal of the 

foliage, grey box). One branch per tree was labeled with enriched 15N–urea on one set of trees 

in spring (LAB 1) and on a second set of trees in summer (LAB 2). Sampling procedure 

(bottom): At day 0, unlabeled leaves were taken to determine N% and baseline 15N natural 

abundance. At day 0.5, a set of five leaves was hole-punched, then punched again at day 1, 2 

and 4. At day 4, one intact leaf per tree was also sampled to estimate 15N assimilation into 

foliar proteins. At day 7, another set of five leaves was hole-punched. At day 14, all the leaves 
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and twigs from the labeled branch were harvested. Twigs were analyzed by annual growth unit 

(Y, Y-1 and <Y-1, where Y is year). In addition, leaves from the apical twigs were sampled to 

assess the long-distance transport of 15N from the labeled leaves. 

Figure VI.2. Seasonal dynamics for soil Relative Extractable Water (REW) during the growing 

season of 2015 (A) in 9-year-old beech trees, and average pre-dawn water potential for twigs 

at the time of the two labeling experiments (B) at days of year (DOY) 150, 176 and 198 in 

control (C), defoliation (D) and moderate (MD) and severe soil water deficit (SD) treatments. 

In A, grey arrows indicate the dates of the two labeling experiments (LAB1 and LAB2) and the 

dashed line indicates the threshold value of REW below which stomatal conductance is 

impacted, according to Granier et al., (1999). In B, different letters indicate a significant 

difference (p<0.05) in pre-dawn twig water potential between treatments for a given date; mean, 

± SE; n=24. 

Figure VI.3. Nitrogen (N) concentrations (% DM) in leaves collected on the labeled branches 

of 9-year-old beech trees in spring (top) and summer (bottom) at days 0.5, 1, 2 and 4 after 

labeling in the four treatments: control (C), defoliation (D), moderate (MD) and severe soil 

water deficit (SD). In each season, a set of 12 trees per treatment was used and one branch per 

tree was labeled. Values are mean ± SE, n=12. 

Figure VI.4. Dynamics of 15N concentrations (mg.100g-1 DM) in leaves of 9-year-old beech 

trees in spring (top) and summer (bottom) for 14 days after labeling in the control (C, disc), 

defoliation (D, triangle), moderate (MD, square) and severe soil water deficit (SD, diamond) 

treatments. The same five leaves from each labeled branch were hole-punched at days 0.5, 1 

and 2. Then, these leaves were harvested at day 4. Five new leaves were then chosen along the 

labeled branch and were hole-punched at day 7. At day 14, all the foliage remaining on the 

branch was harvested. The same protocol was applied for both seasons (spring and summer). 

The effect of time after urea application was calculated only when the same leaves were used 

from day 0.5 to day 4 (ns: p > 0.05, *: p < 0.05, **: p< 0.01, ***: p< 0.001). We tested the 

effect of season between spring and summer and significant differences were noted “season 

effect”. Values are mean ± SE; n=12. 

Figure VI.5. Biomass (A) nitrogen (B) and 15N (C) allocation (%) between leaves and twigs 

according to annual growth unit (Y. Y-1 and <Y-1, where Y is year) on 9-year-old beech trees 

14 days after 15N labeling in spring and summer for the four treatments: Control (C), 

defoliation (D), moderate (MD) and severe soil water deficit (SD). Values are means ± SE; 
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n=12. Treatment difference for a given compartment is shown with different letters (p < 0.05). 

Seasonal differences are shown with stars in the summer section (ns: p > 0.05, *: p < 0.05, **: 

p< 0.01, ***: p< 0.001). 

Figure VI.6. Long-distance transport of 15N (mg.100g-1 DM) from the leaves of labeled 

branches to the leaves of the apical terminal twigs on 9-year-old beech trees 14 days after 

labeling in spring (top) and summer (bottom) for the four treatments: control (C), defoliation 

(D) and moderate (MD) and severe soil water deficit (SD). Different letters indicate significant 

differences (p < 0.05) among treatments for a given date; values are mean ± SE; n=12. 

Figure VII.1: Schedule of the experiment since the onset of treatments in 2014 (photography 

1 and 2). The foliar labeling was made in September 2015 with urea sprayer in a fine mist 

(photography 3), tree bag was installed before the labeling, remained during the night after 

labelling then removed the morning after (photography 4). First, we made a harvest one month 

after the labeling to confirm that the tracer was incorporated in perennial organs via leaf N 

resorption. Then, harvesting was made at two key phenological dates in February and June 

2016. C is for Control, D for Defoliation, MD and SD for Moderate Drought and Severe 

Drought respectively. 

Figure VII.2. : Seasonal dynamics of the relative extractable soil water content (REW, A) and 

the average pre-dawn water potential of twigs (B) in young beech trees during the year 2015 

and 2016 in four treatments: moderate soil water deficit (MD), severe soil water deficit (SD), 

defoliation (D) and control (C). The dashed line (A) indicates the threshold value of REW from 

which the stomatal conductance is impacted according to Granier et al (1999). The star indicates 

the labeling time and the two arrows indicate the harvesting times. In B, different letters means 

a significant difference (p<0.05) between treatments for a given date. Mean ± SE, n=8 trees in 

C and D, 5 in MD and SD in September 2015 and 6 trees in C and D, 3 in MD and SD in June 

2016 for pre-dawn water potential of twigs. 

Figure VII.3  Mean height (A) and diameter (B) of the trunk at the end of the vegetative season 

2015 and the mean terminal twigs (C) and lateral twigs (D) growth after the spring growth in 

2016 in young beech trees in four treatments: moderate soil water deficit (MD), severe soil 

water deficit (SD), defoliation (D) and control (C). Mean ± SE, n=6 for C and D and n=3 for 

MD and SD. Different letters mean a significant difference between treatments. 

Figure VII.4. Change with time of leaf characteristics with leaf mass area (LMA; A,B), 

individual leaf area (C,D), total leaf area (E,F) and number of leaves per tree (G,H) at the end 
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of vegetative season 2015 (top) and after the spring growth 2016 (bottom) in young beech trees 

in four treatments : moderate soil water deficit (MD), severe soil water deficit (SD), defoliation 

(D) and control (C). Mean ± SE. n=3 trees for MD and SD and n=6 trees for D and C. Different 

letters indicate significant difference (p<0.05) between treatments, stars indicate significate 

difference between years. 

Figure VII.5 15Nitrogen concentration (mean ± SE, %DM) in above (leaves, branches, trunk) 

and belowground (main roots) compartments of young beech trees in October 2015 in the four 

treatments: moderate soil water deficit (MD), severe soil water deficit (SD), defoliation (D) and 

control (C). Mean ± SE, n=2. 

Figure VII.6. : Changes with time of N (A) and 15N (B) concentrations (mean ±SE, %DM) in 

aboveground (leave, branche, trunk) and belowground (main roots, lateral roots, fine roots) 

compartments of 10 year-old beech trees sampled in February and June 2016 in the four 

treatments : moderate soil water deficit (MD), severe soil water deficit (SD), defoliation (D) 

and control (C). Mean ± SE. n=3 trees for MD and SD and n=6 trees for D and C. A stars means 

a significant season effect for a given treatment and a given compartment. * p<0.05 ; ** p<0.01 

; *** p<0.001. Please note that leaves correspond to the marcescent leaves in February and to 

new leaves from new spring growth in June 

Figure VII.7 Biomass (A), nitrogen (B) partitioning and 15N (C) allocation between 

aboveground organs (leaves, branches, trunk) of young beech trees in February and June 2016. 

Each line of letters indicates significant differences between treatment for a given organ: lower 

black letters for trunk, middle grey letters for branches and upper letters for leaves. n=6 for C 

and D and n=3 for MD and SD. Note that leaves correspond to marsescent leaves in February 

and to new spring leaves in June. 

Figure VIII.1 Schedule of the experiment (top) since the onset of treatments in 2014. Dead 

trees were harvested in June and October 2016 while living trees were harvested in October 

2015, June 2016 and October 2016. Schema (bottom left) of the sampled organs taken on each 

harvested tree.Twigs were taken as triplicate. 

Figure VIII.2 Seasonal dynamics of the relative extractable soil water content (REW, A) and 

the average pre-dawn twigs water potentials (B) in 10-year-old beech trees during the year 2015 

and 2016 under soil water deficit (Dr.) and irrigation (C). The dashed line indicate the threshold 

value of REW from which the stomatal conductance is impacted according to Granier et al 

(1999). Black arrows indicate the time when harvest were done. Different letters means a 
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significant difference (p<0.05) between treatments for a given date. Mean ± SE, n=6 in October 

2015 and June 2016 and n=4 in October 2016. 

Figure VIII.3 Mean height (cm) and diameter (mm) of young-old beech trees under soil water 

deficit (Dr.) or normal irrigation (C). Mean ± SE, n=336. 

Figure VIII.4 Dynamic of tree survival in the soil water deficit treatment during the three years 

of the experiment. The control treatment presented no mortality. N=336. 

Figure VIII.5 Mean concentrations (g. 100g-1 DM) of Non Structural Carbohydrates (NSC) in 

branches (A, twigs Y, twigs Y-1, twigs <Y-1), trunk (B, High Trunk, Mid-h Trunk, Base Trunk) 

and roots (C, Main roots, Lateral roots, Fine roots) in drought (Dr) and control trees (Ct). Dead 

trees were also sampled in June and October 2016 when mortality was recorded. Starch 

concentrations are in dark grey and soluble sugar concentrations are in light grey. Different 

letters indicate a significant difference (p<0.05) between treatments for a given organ. 

Differences between starch concentrations are given in the lower line in lowercase letters whilst 

differences in soluble sugar concentrations are in the middle line in italics. Differences in NSC 

between treatments are given in the upper line in uppercase bold letters. n=6 each for Ct and Dr 

trees in October 2015 and June 2016 and n=4 in October 2016. Six dead trees (trees which 

presented no budburst in spring 2016) were sampled in June 2016 and four trees in October 

2016 (trees which died suddenly during the growing season in 2016). 

Figure VIII.6 Deviations (%) from control trees of NSC concentrations in drought and dead 

trees. 

Figure VIII.7 Dry biomass (A, g) and nonstructural carbohydrate (b, NSC, g) and content in 

branches and trunks of drought (Dr) or control (Ct) trees. Dead trees were sampled in June and 

October 2016. Uppercase letters indicate differences between treatments for total NSC or 

biomass, middle lowercase letters indicate differences between values for branches, and 

lowercase letters at the bottom indicate differences for trunk values only. n=6 each for Ct and 

Dr trees in October 2015 and June 2016; n=4 in October 2016. Six dead trees (trees which 

presented no budburst) were sampled in June 2016 and four (trees which suddenly died during 

the growing season in 2016) in October 2016. Differences are significant at p<0.05. 

Figure IX.1 Evolution de la réserve en eau du sol durant toute l’expérimentation qui a débutée 

en Mai 2014 pour s’achever en Décembre 2016. 
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Figure IX.2 Photographie de l’expérimentation mettant en évidence les différents traitements 

et schématisation de l’entrée d’eau latérale (Crédit photo : C.Massonnet). 
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Tableau II.1 Classes, exemples et rôles fonctionnels de carbohydrates dans les plantes. 

Librement adapté et traduit de Hartmann et al. 2016. 

Tableau IV.1 Caractéristiques du substrat en 2008 utilisé dans le dispositif en pleine terre. 

Analyse granulométrique, pH, rapport carbone/azote (C/N) et matière organique de la terre 

contenue dans les bâches du dispositif de plantation en pépinière. Une analyse est constituée de 

trois prélèvements par bâche (Da Silva, thèse, 2007). 

Tableau IV.2 Effectifs des arbres abattus par traitement à chaque date. 

Tableau IV.3 Tableau des effectifs des arbres abattus pour suivre la répartition 15N arbre entier 

Tableau IV.4 Tableau récapitulatif des expérimentations menées au cours de ce travail de thèse 

articulé sous 4 articles. Liste des abréviations utilisées : C pour Témoin, D pour Défeuillés, Dr. 

pour sous sécheresse, H. pour hiver, P. pour printemps, E pour été et A. pour automne.  

Table VI.1. Concentrations of total nitrogen (N) and 15N in mature leaves, N and 15N in leaf 

proteins and N or 15N portioning (the part of protein concentration in total N or 15N 

concentration) in 9-year-old beech trees 4 days after 15N labeling. Labeling experiments were 

conducted in spring and summer for the four treatments: control (C), defoliation (D), moderate 

soil water deficit (MD) and severe soil water deficit (SD). Different letters indicate a significant 

difference between treatments for a given date (p<0.05). “Season effect” is indicated by an 

asterisk if a significant difference was found between spring and summer. Values are mean ± 

SE, n=6 except for C and D trees in summer where 1 value is missing, then n=5. Statistical 

values (represented as F and P values) of the season and treatment effect or the interaction 

between season and treatment are given for each variable. 

Table VI.2. Concentrations of nitrogen (N, % DM) in leaves and twigs divided by annual 

growth unit (Y, Y-1 and <Y-1, where Y is year) in 9-year-old beech trees 14 days after 15N 

labeling. Labeling experiments were conducted in spring and in summer for the four treatments: 

control (C), defoliation (D), moderate soil water deficit (MD) and severe soil water deficit (SD). 

Different letters indicate a significant difference between treatments for a given date (p<0.05). 

Asterisks in summer indicate a significant difference between seasons for a given treatment. 

Values are mean ± SE; n=12. Statistical values (represented as F and P values) for season and 

treatment effect and their interactions are given for each compartment. 
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Table VI.3. Statisticals values (F and P) for each variable given in Figure 3 ; biomass 

partitioning, nitrogen partitioning and 15N allocation for the effect of treatment, compartment 

(Cmpt) or the interactions between them (Treatment*Cmpt) in spring and summer. 

Table VII.1 N concentration of green leaves (N green, %DM) in July 2015  and of marcescent 

leaves (N sen, %DM) in winter 2016  and the nitrogen resorption efficiency (NuR, %) in the 

four treatments: moderate soil water deficit (MD), severe soil water deficit (SD), defoliation 

(D) and control (C).  n=12 for N green for all treatments in July; n=6 for N sen for C and D 

treatments; n=3 for MD and SD treatments.  

Table VII.2. Seasonal changes of biomass, nitrogen and 15N amounts in aerial compartments 

of young beech trees (leaves, branches and trunk) in four treatments: moderate soil water deficit 

(MD), severe soil water deficit (SD), defoliation (D) and control (C) in February and June 2016. 

Different superscript letters indicate significant difference between treatments for a given date. 

A significant seasonal effect is indicated with stars (*; p<0.05, **; p<0.01; ***; p<0.001). 

Note that leaves correspond to marcescent leaves in February and to new leaves from spring 

growth in June. 

Table V.1. Mean (±SE) concentration (g.100g-1 DM) of main sugars (starch, sucrose, glucose, 

fructose, raffinose) on one-year-old branches on trees from soil water deficit (Dr.) or under 

defoliation (D) since the start of the experiment. C is for control treatment. We sampled dead 

trees in October 2015 and 2016 and in June 2016, n=8.  
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Résumé : 

Les effets des changements climatiques sur les écosystèmes forestiers sont aujourd’hui mal 

connus et une augmentation des dépérissements forestiers a été observée ces dernières 

décennies. La question de savoir comment les arbres vont réagir face à ces changements brutaux 

est posée par la communauté scientifique mais pas encore résolue aujourd’hui. Plus 

précisément, les mécanismes écophysiologiques sous-jacents à un phénomène de mortalité sont 

aujourd’hui mal connus. Néanmoins, la multiplicité des études a permis de dégager plusieurs 

hypothèses sur les mécanismes fonctionnels mis à l’œuvre lors d’un événement de 

dépérissement menant à la mortalité dont deux se dégagent : un dysfonctionnement du système 

hydraulique ou un épuisement des réserves carbonées. Néanmoins, ces hypothèses se sont 

révélées être non exclusives, ni exhaustives. D’autres hypothèses ont alors été proposées en 

complément à celles existantes. L’une d’entre elle porte sur la contribution d’un 

dysfonctionnement azoté lors de la mortalité d’un arbre. En effet, malgré son importance dans 

la physiologie de l’arbre et son grand investissement dans l’appareil photosynthétique, la 

disponibilité de l’azote dans le sol est faible ce qui pourrait être préjudiciable pour la survie. 

L’essence d’étude de ce travail de thèse est le hêtre commun (Fagus Sylvatica L.), très présent 

en Lorraine. De nombreuses observations font état d’un risque potentiel sur l’état écologique 

du hêtre face à ces changements climatiques globaux par notamment une baisse de la 

disponibilité en azote du sol et une augmentation des événements de sécheresse. Le travail au 

sein de cette thèse a donc cherché à évaluer la contribution des métabolismes azoté et carboné 

aux dysfonctionnements observés lors d’un épisode de dépérissement menant à une mortalité. 

Afin de mieux comprendre l’importance de ces deux métabolismes, il faut pouvoir modifier la 

disponibilité de ces deux composants essentiels que sont le carbone et l'azote. Nous avons choisi 

d’appliquer une défoliation et une sécheresse par un système d’exclusion de pluie dans une 

expérimentation semi-contrôlée. Une sécheresse modifiera la disponibilité de l’azote dans le 

sol et réduira l’assimilation carbonée via une fermeture stomatique en réponse à la baisse de la 

réserve en eau du sol. Une défoliation, quant à elle, par une perte de tissus photosynthétique, va 

impacter l’assimilation carbonée et mener à une perte d’azote massive étant donnée la forte 

concentration en azote dans le compartiment foliaire. Durant les 3 ans du projet, nous avons 

étudié comment le métabolisme azoté et carboné pouvaient être impactés par des défoliations 

annuelles successives ou une sécheresse longue et intense. Un suivi des réserves carbonées ainsi 

que des expériences de marquage isotopique (15N) ont été réalisés. Notre étude a permis de 

montrer que face à une contrainte hydrique sévère ou une défoliation, le cycle azoté interne à 

l’arbre est conservé avec une forte allocation de l’azote vers le compartiment foliaire au 

printemps et un recyclage efficace de l’azote foliaire vers les organes pérennes à l’automne. Au 

moyen de marquage foliaire, nous avons pu estimer que cet azote recyclé à l’automne contribue 

fortement à la mise en place du nouveau compartiment foliaire au printemps suivant et ce, même 

face à des contraintes importantes. Nous avons pu également mettre en évidence que la quantité 

de réserves carbonées est maintenue face à une défoliation et, au moins dans un premier temps, 

face à une sécheresse. Néanmoins, la demande proportionnelle pour des besoins osmotiques a 

mené à des changements de la composition des sucres de jeunes branches et, face à une 

sécheresse longue et intense, à une baisse de la quantité de réserves carbonées jusqu’à la mort 

de l’arbre où les réserves carbonées sont fortement diminuées mais pas totalement épuisées. 

Finalement, le taux de mortalité dans notre expérimentation fut très faible indiquant la 

résistance du hêtre lorrain à des contraintes extrêmes que sont des défoliations successives ou 

une sécheresse longue et intense. Nos résultats soulignent le caractère de résistance du hêtre 

face à une contrainte via des ajustements des métabolismes internes mais cette résistance 

pourrait être perdue si la contrainte est plus longue et plus récurrente. Ces éléments peuvent 

questionner sur le possible maintien du hêtre face aux changements climatiques. 
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Abstract:   

 

The effects of climate change on forest ecosystems are now poorly understood and an increase 

in forest dieback has been observed in recent decades. The question of how trees will react to 

these brutal changes is raised by the scientific community but not yet resolved. More precisely, 

the ecophysiological mechanisms underlying a mortality phenomenon are poorly known today. 

Nevertheless, the multiplicity of studies made it possible to draw several hypotheses on the 

functional mechanisms put into action during a death event leading to mortality, two of which 

emerge: a dysfunction of the hydraulic system or a depletion of carbon reserves. Nevertheless, 

these assumptions turned out to be neither exclusive nor exhaustive. Other hypotheses were 

then proposed in addition to existing ones. One of them relates to the contribution of nitrogen 

metabolism during a mortality event. Indeed, despite its importance in the physiology of the 

tree and its great investment in the photosynthetic apparatus, its availability in the soil is low 

which could be detrimental to the survival of the tree if this availability was to decrease. The 

model genus of this thesis is the common beech (Fagus Sylvatica L.), very present in Lorraine. 

Numerous observations point to a potential risk to the ecological status of beech in the face of 

these global climate changes, in particular a decrease in the availability of soil nitrogen and an 

increase in drought events.  

The work in this thesis has therefore sought to evaluate the contribution of nitrogen and carbon 

metabolisms to dysfunctions observed during an episode of dieback leading to mortality. In 

order to better understand the importance of these two metabolisms, we must be able to modify 

the availability of these two essential components, carbon and nitrogen. We chose to apply 

defoliation or drought (not combined) through an experimental experiment on 8-year-old beech 

trees. A drought changes the availability of nitrogen in the soil and reduces carbon uptake via 

stomatal closure in response to decreasing soil water availability. Defoliation, by a loss of 

photosynthetic tissues, impacts the carbon assimilation and lead to a massive nitrogen loss due 

to the high concentration of nitrogen in the leaf compartment. During the 3 years of the project, 

we studied how the nitrogen and carbon metabolism could be impacted by successive annual 

defoliation or a long and intense drought (30 months).  

Our study has shown that in the face of severe water stress or defoliation, the first lever of beech 

to cope with stress is a decrease in growth and leaf area. The internal tree nitrogen cycle is 

conserved with a strong allocation of nitrogen to the leaf compartment in the spring, its 

conservation in the foliage during the growing season and an efficient recycling of the leaf 

nitrogen to the perennial organs during nitrogen winter remobilization. Using foliar isotopic 

labeling, we have been able to estimate that this recycled nitrogen in the fall contributes 

significantly to the setting up of the new leaf compartment the following spring, even in the 

face of significant constraints. We have also been able to show that the quantity of carbon 

reserves is maintained in the face of defoliation and, at least initially, in the face of drought. 

Nevertheless, the proportional demand for osmotic requirements in the face of a long and 

intense drought has led to a decrease in the amount of carbon reserves. When the tree dies, the 

carbon reserves are greatly reduced, but not until exhaustion, contrary to the theory. Finally, 

the mortality rate in our experiment was quite low indicating the resistance of the Lorraine 

beech to extreme constraints such as successive defoliation or a long and intense drought. Our 

results emphasize the resistance character of the beech against a constraint via internal 

metabolism adjustments but this resistance could be lost if the stress is longer and more 

recurrent. These elements can question the possible maintenance of beech in the face of climate 

change. 
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