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RESUME 

 

Le sol représente le support de la production agricole. A l’interface avec les autres 
compartiments de la biosphère, il remplit de nombreuses fonctions essentielles à la fourniture 
de services écosystémiques nécessaires au bien-être de nos sociétés. C’est aussi une ressource 
non renouvelable dont les propriétés physicochimiques et biologiques ont été altérées par le 
développement de l’agriculture intensive. La prise de conscience actuelle de cet état de fait a 
révélé la nécessité de définir de nouveaux modes de gestion adaptés à la préservation et à 
l’utilisation durable des sols. Elle a ainsi marqué l’entrée dans l’ère de l’agroécologie qui 
prône un modèle de production optimisant notamment les services rendus par la biodiversité 
afin de réduire le recours aux intrants et à l’utilisation d’énergie. Pour atteindre cet objectif, le 
développement d’une gamme d’indicateurs permettant d’évaluer les pratiques/systèmes 
agricoles en rendant compte de la qualité biologique du sol est donc indispensable.  

Cette thèse, dont l’objectif est de contribuer au développement de bioindicateurs 
microbiens de la qualité du sol, s’inscrit dans ce contexte agroécologique. Le choix de 
travailler sur les communautés microbiennes se justifie pleinement dans cette problématique 
car elles sont (i) présentes avec une forte densité et diversité dans tous les environnements, (ii) 
fortement impliquées dans le fonctionnement biologique et les services rendus par le sol, et 
(iii) elles répondent de façon très sensible aux changements des conditions environnementales 
en termes de modification de biomasse, de structure/diversité et d’activité. Elles offrent donc 
un potentiel important en termes de développement de bioindicateurs.  

Ce travail a porté plus précisément sur l’évaluation de deux indicateurs 
complémentaires : (i) la biomasse moléculaire microbienne et (ii) la diversité taxonomique 
microbienne. Dans une première partie nous avons éprouvé la robustesse de ces deux 
indicateurs en évaluant les biais associés à chacune des étapes techniques des procédures 
mises en œuvre pour leur mesure. Nous avons ensuite utilisé ces deux indicateurs dans 
différents contextes agronomiques pour évaluer leur pertinence. Un premier travail a ainsi 
consisté à suivre la réhabilitation du patrimoine microbien, par l’implantation d’une culture à 
vocation énergétique, d’un sol pollué irrigué pendant une centaine d’années par des eaux 
usées. Une seconde application a porté sur l’étude de l’impact de différentes pratiques 
agricoles sur les communautés microbiennes selon l’intensité du travail du sol (labour vs. 
travail réduit), la gestion des résidus de culture (export vs. restitution), et le type de culture 
(annuelle vs. pérenne). 

Les résultats montrent que la biomasse moléculaire microbienne et la diversité 
taxonomique obtenue par séquençage massif sont deux bioindicateurs robustes et sensibles 
pour décrire la qualité microbiologique des sols agricoles dans des contextes très variés. Ces 
deux indicateurs permettent de mettre en évidence aussi bien des perturbations des sols que 
l’impact positif de pratiques innovantes. Ils peuvent donc représenter des outils performants 
pour l’évaluation des systèmes agricoles, aidant à une amélioration de leur mode de gestion 
et, à long terme, permettant une utilisation durable des ressources fournies par ces sols. 

 
  
Mots clés : agroécologie, pratiques agricoles, bioindicateurs, écologie microbienne, sol, 
biomasse moléculaire microbienne, diversité taxonomique, bactéries, champignons. 
 



ABSTRACT 

 

 Soil is the support of agricultural production. It performs many functions essential to 
the provision of ecosystem services necessary for the well-being of our societies. Soil 
physicochemical and biological properties have been altered by the development of intensive 
agriculture while it is a non-renewable resource, revealing the need to develop new 
management practices suitable for the sustainability of soil quality. This also marked the entry 
into the “Agroecology” era, which promotes the development of new agricultural systems 
optimizing services provided by biodiversity to reduce the use of inputs and energy use. To 
achieve this aim, the development of a range of indicators to assess the impact of agricultural 
practices on the biological quality of the soil is essential. 

 This thesis, which aims to contribute to the development of microbial bio-indicators of 
soil quality, is a part of this agroecological context. The choice to work on microbial 
communities is fully justified because they are (i) present with a high abundance and diversity 
in all environments, (ii) heavily involved in biological functioning and the soil ecosystem 
services, (iii) they respond very sensitive to changes in environmental conditions in terms of 
biomass, diversity and activity. They therefore have significant potential in terms of bio-
indicators of development. 

 This work has focused specifically on the evaluation of two complementary 
bioindicators: (i) the microbial molecular biomass and (ii) the microbial taxonomic diversity. 
In a first part we tested the robustness of these two bioindicators by assessing the biases 
associated with each of the procedure technical steps used for their measurement. We then 
used these bioindicators in different agricultural contexts to assess their sensitivity. A first 
work has followed the rehabilitation of microbial patrimony of a polluted soil irrigated for a 
hundred years by sewage, by implanting a bioenergy crop. A second application has focused 
on the impact of different agricultural practices on microbial communities depending on the 
intensity of tillage (tillage vs. reduced tillage), management of crop residues (export vs. 
restitution), and the crop type (annual vs. perennial). 

 Results highlighted that microbial molecular biomass and microbial taxonomic 
diversity achieved by high throughput sequencing are both robust and sensitive bioindicators 
to describe the microbiological quality of agricultural soils in very different contexts. Both 
bioindicators allow evidencing soil disturbances but also the positive impact of innovative 
practices. They may therefore represent powerful tools for the assessment of agricultural 
systems, helping to improve their long term management, allowing a sustainable use of 
resources provided by soils. 

 

Keywords: agroecology, agricultural practices, bioindicators, microbial ecology, soil, 
microbial molecular biomass, taxonomic diversity, bacteria, fungi. 
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 Depuis une soixantaine d’années, la politique agricole menée en France a eu pour 

objectif d’intensifier l’agriculture afin d’augmenter la productivité par hectare et maximiser 

les performances économiques des exploitations. La nécessité d’augmenter ces rendements de 

production s’est faite tout d’abord avec l’augmentation des surfaces agricoles et donc par la 

modification de l’utilisation des terres à grande échelle. En effet les surfaces utilisées pour les 

grandes cultures céréalières ont augmenté en passant de 11,8 millions d’hectares en 1950 à 

13,1 millions en 2013 (http://agreste.agriculture.gouv.fr/IMG/pdf/memo14territoire.pdf). Ceci 

s’est fait au détriment des surfaces cultivées avec des espèces pérennes et des écosystèmes 

naturels. En parallèle, l’agriculture a connu aussi une intensification des pratiques en termes 

de mécanisation, de sélection végétale et d’utilisation d’intrants de synthèse (engrais, 

pesticides). Dans ce contexte, l’augmentation des rendements s’est  faite par l’artificialisation 

des sols agricoles et la protection chimique des cultures contre les plantes adventices 

compétitrices et les organismes ravageurs (Bonnefond, 1970; http://www.senat.fr/rap/l10-

618/l10-6181.html). Toutefois, en face de cette agriculture productiviste, il est maintenant 

démontré que le bilan environnemental payé est assez lourd. Dans le récent Millenium 

Ecosystem Assessment (Duraiappah et al., 2005), l’agriculture est pointée du doigt comme 

une des activités humaines contribuant significativement à la perte de biodiversité terrestre à 

l’échelle planétaire. Cette perte de diversité peut s’expliquer par une dégradation des habitats 

et une baisse de leur variabilité, mais aussi par une baisse de la qualité et de la quantité des 

ressources disponibles pour les organismes vivants (Turbé et al., 2010; Helgason et al. 1998). 

Cette diversité biologique est à la base des services d’approvisionnement et de régulation de 

nos écosystèmes (Altieri, 1999) qui agissent directement sur le développement et le bien être 

des sociétés humaines (Figure 1). De plus, elle est impliquée dans la stabilité des écosystèmes 

via leur capacité de résistance et de résilience consécutivement à une perturbation. La 

biodiversité est donc un élément clé de la stabilité des agrosystèmes et donc de la durabilité 

des systèmes de production (Duraiappah et al., 2005; Swift et al., 2004). Dans ce contexte, où 

l’agriculture dégrade les fonctions biologiques et les services qui peuvent répondre à ces 

objectifs de productivité et de qualité des productions, il devient nécessaire de repenser notre 

modèle agricole. 
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Figure 1. Variation de la biodiversité en fonction des changements globaux et importance de la biodiversité 

comme facteur modifiant les services écosystémiques et le bien-être de l’Homme. Source : Duraiappah et al., 

2005. 

 Ces dernières années, les recherches sur l’écologie des systèmes agricoles se sont 

multipliées. Les agronomes et les écologues ont combiné leurs efforts pour étudier les 

problèmes auxquels sont confrontés les systèmes de production et permettre de concilier les 

enjeux économiques de l’agriculture avec les enjeux environnementaux. Ces recherches ont 

conduit au développement d’un domaine, l’agroécologie, qui peut donc être considérée 

comme un rapprochement de l’agriculture et de l’écologie. Dans ce contexte, les systèmes de 

production agricole doivent s’appuyer sur les fonctionnalités des écosystèmes, en réduisant 

les pressions environnementales et en préservant les ressources naturelles (Gliessman, 1990; 

Altieri, 2002). L’agroécologie consiste donc à produire autrement en formant les agriculteurs 

à la réduction de l’usage des pesticides, aux méthodes naturelles de protection des végétaux, à 

l’engagement dans un développement durable, à la valorisation des effluents d’élevage, à 

l’agriculture biologique, à la sélection des semences adaptées ou encore à l’utilisation des 

arbres pour améliorer les productions agricoles (http://agriculture.gouv.fr/10-cles-pour-

comprendre-lagro-ecologie). Elle prend donc en compte tous les compartiments de la 

biosphère terrestre qui, de près ou de loin, sont en interactions avec les agrosystèmes.  

Changements globaux

Climat

Cycles biogéochimiques

Mode d’usage du sol

Introduction d’espèces

Biodiversité

Nombre

Abondance relative

Composition

Interactions

Fonctions de 
l’écosystème

Services écosystémiques

D’approvisionnement

Culturels

De support

De régulation

Bien-être de l’Homme



Introduction 

 
4 

 

 Parmi les différents compartiments de la biosphère terrestre impactés par les activités 

agricoles (sol, eau, atmosphère), le sol a été fortement étudié depuis une trentaine d’années de 

par son rôle majeur en tant que support des cultures et réservoir important de nutriments. A ce 

titre, ces études ont essentiellement portées sur l’évolution de ses propriétés physico-

chimiques en termes d’érosion, de compaction, d’acidification et de pollution. En revanche, 

les études ayant contribuées à évaluer l’impact des pratiques agricoles sur la composante 

biologique des sols sont plus récentes et encore partielles. Pourtant, de par sa structure 

hétérogène, sa capacité de rétention d’éléments nutritifs, son rôle tampon vis à vis des 

perturbations environnementales et sa position d’interface, il héberge une grande quantité et 

diversité d’organismes vivants (Ranjard & Richaume, 2001; Mummey et al., 2006) (Figure 2). 

Il occupe donc un rôle très important dans le maintien de la biodiversité et la conservation 

d’un patrimoine génétique immensément riche impliqué dans de nombreuses fonctions 

environnementales (i.e. fertilité, dépollution) à la base de nombreux services écosystémiques 

(Figure 3) (Duraiappah et al., 2005; Pulleman et al., 2012; Turbé et al., 2010). 

 
Figure 2. La biodiversité des sols. Source : CNRS © Amélie Rochedreux. 
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Figure 3. Les services écosystémiques rendus par le sol. Source : Atlas européen de la biodiversité du sol, 2010. 

 Dans le nouveau contexte agroécologique où les parcelles agricoles ne sont plus 

seulement valorisées par leur productivité mais également par leur capacité à fournir 

durablement diverses catégories de biens et de services, il est absolument nécessaire de 

disposer d’outils de bioindication capables de rendre compte de l’impact des pratiques 

agricoles sur les fonctions et services rendus par les sols. La CBD (Convention sur la 

Diversité Biologique) a fait part d’une demande d’utilisation de bioindicateurs permettant de 

suivre l’évolution des ressources naturelles et de la biodiversité. Cette surveillance effectuée 

permettrait de fournir des informations sur ce qui doit être fait pour stopper les processus 

lorsque les tendances sur  les écosystèmes apparaissent négatives (Pulleman et al., 2012). Ces 

outils de bioindication, ou bioindicateurs peuvent être définis comme des organismes (ou 

communautés d’organismes) permettant d’identifier et quantifier aussi bien les perturbations 

que les transformations des sols et les impacts en découlant, et par conséquent suivre la 

durabilité des systèmes de production agricoles (Bispo et al., 2009; Pankhurst et al., 1997; 

Fierer & Ladau, 2012).  

 Parmi les organismes indigènes du sol, les microorganismes, comprenant 

principalement des bactéries et des champignons, sont les plus nombreux et les plus 

diversifiés (Curtis & Sloan, 2005). En effet il est estimé que dans un gramme de sol 

l’abondance moyenne des microorganismes est d’environ 109 individus et que leur 

biodiversité s’élève entre 103 et 106 espèces (Torsvik & Øvreås, 2002). Ces microorganismes 
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telluriques sont à la base de la chaîne trophique et participent au fonctionnement et à la qualité 

des sols puisqu’ils peuvent décontaminer les sols pollués (bioremédiation) (Garbisu & 

Alkorta,1999; Bouchez et al., 1996; Haritash & Kaushik, 2009), transformer la matière 

organique en matière minérale et ainsi recycler le carbone et les nutriments minéraux (azote, 

phosphore, potassium) (Barrios, 2007; Hallin et al., 2009; Paul, 2014). Ceci permet d’une part 

un bon développement végétal (fertilité biologique) (Torsvik & Øvreås 2002; Tiedje et al., 

1999) et d’autre part de diminuer les flux de polluants vers les nappes phréatiques et 

l’atmosphère. Ils sont également impliqués dans la structuration du sol par la formation 

d’agrégats (Verbruggen et al., 2010; Tang et al., 2011). Ces communautés microbiennes sont 

donc le support d’une diversité fonctionnelle considérable et nécessaire pour le 

fonctionnement biologique du sol et des écosystèmes (Tiedje et al., 1999). De plus, de par leur 

petite taille, leur temps de génération court, leurs capacités métaboliques variées, leur 

implication dans les services rendus par les sols et leur sensibilité aux modifications des 

équilibres biogéochimiques en réponse à des perturbations extérieures (Strickland & Rousk, 

2010; Ranjard et al., 2006), ils apparaissent comme de très bons bioindicateurs d’état et de 

fonctionnement de la qualité des sols. Différentes études ont démontrées leur sensibilité aux 

pratiques agricoles et aux changements de mode d’usage des sols (Constancias et al., 2014; 

Constancias et al., 2015; Dequiedt et al., 2011; Yao et al., 2000; Kushwaha et al., 2000).  

Depuis une trentaine d’années des bioindicateurs microbiens dits « classiques » sont 

utilisés pour rendre compte de la qualité des sols, et certaines procédures pour les obtenir ont 

même été normalisées. Il s’agit notamment de la méthode de fumigation/extraction décrite par 

Vance et al. (1987) qui permet d’estimer la biomasse microbienne des sols par mesure du 

carbone extractible total de la biomasse organique (ISO 14240). Des méthodes pour mesurer 

la respiration microbienne des sols et déterminer l’activité microbienne (établir l’effet 

d’intrants tels que des polluants, des amendements…) sont également normalisées (norme 

ISO 16072). 

 Depuis 20 ans, des outils moléculaires ont été développés afin d’étudier les 

microorganismes telluriques via l’extraction et de la caractérisation des ADN microbiens des 

sols (Maron et al., 2011; Ranjard et al., 2001). Ces méthodes moléculaires permettent de 

déterminer l’abondance, la diversité taxonomique et fonctionnelle des communautés 

microbiennes des sols (Fierer et al., 2007). De nombreuses méthodes permettant d’extraire 

l’ADN microbien des sols ont été développées (kit, protocoles « maison », norme ISO). Plus 

récemment, de nouvelles approches dites de « métagénomique environnementale », 
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permettent d’aborder de façon représentative l’immense diversité taxonomique et 

fonctionnelle grâce à des technologies de séquençage haut-débit (i.e. la technique de 

pyroséquençage par la technologie 454, illumina). Ces approches permettent pour la première 

fois d’estimer réellement les indices de diversité pour les communautés microbiennes des sols 

en termes de richesse spécifique et d’équitabilité entre les espèces, et leur composition 

taxonomique. 

 Comme souvent constaté, les phases de développement de nouvelles techniques dans 

le domaine de la microbiologie environnementale se résument à une application 

« excitatoire » sur de nombreuses situations environnementales sans pour autant prendre le 

recul d’une bonne évaluation de la robustesse technique et de la représentativité de ces 

nouveaux outils. Pour exemple, il résulte de ceci qu’un nombre très important de protocole 

d’extraction de l’ADN du sol sont disponibles mais sans réel consensus international sur la 

meilleure procédure à appliquer (Terrat et al., 2012). De même, les techniques de séquençage 

massif, bien que très prometteuses et largement appliqués sur de nombreuses situations 

environnementales, sont encore largement méconnues quant à leur robustesse technique et 

leur représentativité. Il en résulte que les résultats disponibles entre les différentes études sont 

très peu comparables. Ce manque de généricité constitue donc un frein au transfert de ces 

outils en tant que bioindicateurs microbiens puisque ce dernier doit remplir plusieurs 

exigences : il doit être pertinent pour analyser le fonctionnement du sol, être capable de 

discriminer des sols sur la base de leur sensitivité à différentes conditions environnementales 

(et/ou perturbations), être facile d’utilisation et accessible aussi bien pour les experts que pour 

les non spécialistes, et présenter un faible coût (Ritz et al., 2009; Pulleman et al., 2012; Turbé 

et al., 2010). Par conséquent, la robustesse, la spécificité et la sensibilité des indicateurs 

doivent être éprouvées dans un cadre standardisé et appliquées dans des situations aussi bien 

expérimentales au laboratoire qu’en situations réelles sur le terrain. Aujourd’hui force est de 

constater que malgré la multitude d’indicateurs disponibles pour estimer la biodiversité 

microbienne des sols, il existe un manque de standardisation des bioindicateurs et un manque 

de référentiels de comparaison (Pulleman et al., 2012). 

 C’est dans ce contexte que s’inscrit cette thèse dont les objectifs principaux ont été de 

standardiser des procédures techniques devant amener à la validation de deux bioindicateurs 

microbiens et de déterminer leur gammes de variation et leur sensibilité dans des situations 

expérimentales.  Les deux bioindicateurs étudiés ont été la biomasse moléculaire microbienne 

et la diversité taxonomique des bactéries et des champignons (obtenue par une approche de 
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métagénomique basée sur le pyroséquençage des ADNr 16S et 18S, respectivement) 

(Figure 4). La biomasse moléculaire microbienne est un bioindicateur microbien très global 

renseignant sur l’abondance des microorganismes du sol et donc sur la qualité de celui-ci en 

termes de fertilité par le recyclage du carbone et des nutriments minéraux. La diversité 

taxonomique a été choisie comme second bioindicateur car elle permet d’obtenir des 

informations très précises sur la richesse des microorganismes du sol et leur composition 

taxonomique. Ces informations de diversité fournissent des informations sur l’activité des 

microorganismes puisqu’à partir de leur phylogénie et de leur écologie,  certains groupes sont 

reconnus responsables de processus tels que la dénitrification, la nitrification ou encore 

l’oxydation du méthane (Torsvik & Øvreås, 2002) et donc liés à la minéralisation de la 

matière organique ou encore la dégradation de polluants. 

 
Figure 4. Bioindicateurs microbiens étudiés pendant la thèse. 

 Après avoir étudié leur robustesse technique, ces indicateurs ont été utilisés dans 

différents contextes agricoles, afin de les valider pour évaluer les pratiques agricoles de 

systèmes de culture conventionnels (travail intensif du sol, exportation des résidus de culture, 

pollution) et innovants (suivi de réhabilitation d’un sol agricole pollué, restitution de résidus 

de culture, arrêt du travail du sol). Pour répondre à ces objectifs, la thèse se décline en quatre 

chapitres. 

- Le Chapitre I consiste en un état de l’art du contexte scientifique et technique dans lequel 

s’inscrit cette thèse en termes de rôle des communautés microbiennes sur le fonctionnement 

du sol et sur l’importance de disposer de bioindicateurs microbiens pour mesurer l’état et le 

fonctionnement biologique du sol.  
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- Le Chapitre II décrit les résultats acquis concernant la standardisation de la biomasse 

moléculaire microbienne et de la diversité taxonomique. La variabilité méthodologique de la 

biomasse moléculaire microbienne a été étudiée en termes de réplicabilité, de répétabilité et 

de sensibilité à partir de sols choisis comme références de par leur mode d’usage et leurs 

caractéristiques physico-chimiques contrastés.  L’étude a été effectuée afin de valider cet 

indicateur de façon robuste, un des objectifs à court terme étant d’optimiser la robustesse de la 

biomasse moléculaire et de la proposer comme une mesure de routine de la qualité 

microbiologique des sols. 

La caractérisation de la diversité taxonomique des bactéries et des champignons a été abordée 

par une approche basée sur le séquençage massif de gènes ribosomiques (ADNr 16S et 18S). 

La représentativité et donc la reproductibilité de cette approche a été évaluée dès l’étape 

d’extraction d’ADN et intégrant la séquence technique jusqu’à l’analyse bioinformatique. Ce 

travail a donné lieu à une publication dans Microbial Biotechnology.  

- Le Chapitre III correspond à une validation technique des deux bioindicateurs dans un 

contexte agronomique particulier. L’étude a consisté à suivre la réhabilitation du patrimoine 

microbien d’un sol pollué par les métaux lourds et les micropolluants organiques (due à une 

irrigation depuis 100 ans par des eaux usées), sur lequel une culture à vocation énergétique, le 

Miscanthus x giganteus, a été implantée. Ces travaux ont donné lieu à deux publications 

dans Environmental Chemistry Letters. La première porte sur les résultats en termes de 

biomasse microbienne et de descripteurs de diversité des bactéries et des champignons 

(richesse, équitabilité). La seconde publication porte sur les résultats en termes de 

composition taxonomique des communautés bactériennes et de champignons, et de l’impact 

positif de la plantation du miscanthus pour relancer l’activité microbienne de sol pollué. 

- Le Chapitre IV consiste à suivre la réponse des deux bioindicateurs microbiens à des 

pratiques agricoles variées en termes de travail du sol (labour vs travail réduit) la gestion des 

résidus de culture (restitution vs exportation), et le type de culture (pérenne avec plantation de 

Switchgrass vs annuelle avec rotation de cultures).  

 Cette thèse a été financée par une allocation de recherche du Ministère de la 

Recherche et réalisée au sein de l’UMR 1347 Agroécologie à l’INRA de Dijon et plus 

particulièrement au sein de l’équipe BioCom (Biologie des Communautés microbiennes) avec 

l’appui logistique (conservation des échantillons) et le recul technique (caractérisation 

moléculaire des communautés microbiennes) de la plateforme technique GenoSol.
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 L’objectif de cet état de l’art est de présenter le contexte scientifique dans lequel 

s’inscrit la thèse, c’est-à-dire l’importance des communautés microbiennes telluriques dans le 

fonctionnement biologique du sol et le besoin de valider des bioindicateurs afin de mesurer 

l’impact des activités anthropiques sur ces communautés. Cette synthèse est l’occasion de 

présenter les clés de compréhension techniques et conceptuelles des travaux menés et 

d’identifier l’origine des questions de recherche qui ont été les bases de ce travail. Ce chapitre 

a été structuré en trois parties : la première porte sur le sol et son importance dans les services 

écosystémiques ; la deuxième porte sur les communautés microbiennes telluriques qui sont les 

organismes clés pour la fourniture des services par le sol; et la troisième partie concerne la 

nécessité de développer des bioindicateurs pour mesurer l’impact des pratiques agricoles sur 

l’état biologique et le fonctionnement du sol dans un contexte agroécologique où la 

biodiversité est indispensable pour la pérennité des agro-écosystèmes. 

I. Le sol, rôle et importance  

 Le sol correspond à la couche externe de l’écorce terrestre résultant de l’altération de 

la roche mère sous l’action du climat et des organismes vivants. Il se situe donc à l’interface 

de l’atmosphère, de l’hydrosphère, de la lithosphère et de la biosphère et est le siège 

d’importants échanges de matière et d’énergie 

(http://www.afes.fr/afes/docs/AFES_d%C3%A9finition_SOL.pdf, Figure I.1).  

 
Figure I.1. Le sol, siège d’importants échanges de matière et d’énergie. Source © IRSN. 
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 Il occupe une position clef dans les cycles globaux des matières et sa composition doit 

permettre un bon approvisionnement en éléments nutritifs (C, N, P, K), en eau et en oligo-

éléments puisque c’est le support physique des cultures. Un sol est considéré comme fertile 

s’il permet de produire toute la chaine alimentaire (animale et végétale) (Watson et al., 2002). 

Pour cela, il doit présenter une importante diversité d’organismes, permettre aux espèces 

végétales naturelles ou cultivées de se développer sans nuire à leurs propriétés, fournir des 

fourrages et des denrées alimentaires de bonne qualité ne menaçant pas la santé de l’Homme 

et des animaux (Gobat, 2010; Karlen et al., 1997). Un sol est donc considéré de qualité 

lorsqu’il est capable de fonctionner comme un système vivant, soutenir la productivité 

agricole, promouvoir la qualité de l’air et de l’eau et maintenir la santé des plantes, des 

animaux et des Hommes (Doran & Zeiss, 2000; Warkentin, 1995). Le sol est une ressource 

non renouvelable qu’il est nécessaire d’étudier et de préserver afin de l’utiliser de manière 

durable en regard des services écosystémiques qu’il rend aux sociétés humaines.  

I.1. Le sol, matrice hétérogène et structurée 

 Le sol est constitué d’éléments organiques et minéraux. Ces constituants sont présents 

sous des états solides, liquides et gazeux.  

- La fraction solide est composée de minéraux obtenus par désagrégation physique et par 

altération biochimique des roches. Une analyse granulométrique de ces composants permet de 

les classer en trois catégories : les sables allant de 50 à 2000 µm, les limons allant de 2 à 50 

µm, et les argiles compris entre 0 et 2 µm. La proportion respective de ces différents éléments 

renseigne sur la texture minérale du sol. Cette fraction solide est également constituée de 

composés organiques également subdivisés en plusieurs parties : la matière organique fraîche 

(ou litière) constituée d’organismes vivants ou morts à différents stades de décomposition 

(animaux, végétaux, microbiens) ainsi que les composés émis directement dans le milieu et 

les excréments ; les matières héritées telles que les glucides (dont la cellulose), les lignines, 

les lipides (dont les résines) et les composés azotés ; et des matières humifiées (Musy, 1991; 

Gobat, 2010; http://www.jymassenet-foret.fr/cours/pedologie/pedo3.pdf).  

- La fraction soluble (ou solution du sol) est un ensemble constitué de l’eau du sol et des 

substances qui y sont dissoutes, obtenu par précipitations et ruissellements. Ils comprennent 

donc les eaux et des substances telles que des glucides, des alcools, des acides organiques et 

minéraux et également des cations et anions (Musy, 1991; http://www.jymassenet-

foret.fr/cours/pedologie/pedo3.pdf).  
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- L’atmosphère du sol est constituée de composés gazeux provenant de l’air hors sol (N2, O2, 

CO2), de la respiration et des matières en décomposition (CO2, H2, CH4, NH3) (Musy, 1991; 

Gobat, 2010). 

  L’épaisseur du sol est très variable (quelques centimètres à quelques dizaines de 

mètres) et présente le plus souvent plusieurs horizons dus à l’organisation de ces constituants. 

Sa structuration dépend directement de la proportion des constituants solides (texture du sol), 

mais aussi de la teneur en eau et de la matière organique. Le sol est structuré par assemblage 

de particules minérales et organiques dans des agrégats de différentes tailles (microagrégats 

de 2 à 250 µm, macroagrégats de 250 à plus de 2000 µm), de différentes stabilités, de 

différentes compositions, liés par des agents organiques et inorganiques et variant à court 

terme (Musy, 1991; Barrios, 2007; Bronick & Lal, 2005; Six et al., 2000). Une telle structure 

engendre une grande diversité de microenvironnements qui représentent autant de 

microhabitats pour les organismes indigènes (Lavelle, 1996; Ranjard & Richaume, 2001; 

Altieri, 1999; Tiedje et al., 1999).  

I.2. Le sol et les services écosystémiques 

 A l’échelle de la biosphère, le sol rend de nombreux services nécessaires au 

développement et la pérennité des sociétés humaines. Ils peuvent être inscrits dans quatre 

catégories : les services de support, d’approvisionnement, de régulation et les services 

culturels et sociaux (Duraiappah et al., 2005; Turbé et al., 2010; de Groot et al., 2002; 

Carpenter et al., 2009) (Figure I.2).  

- Les services de support (ou d’auto-entretien) sont nécessaires pour la production de tous les 

autres services de l’écosystème. Les sols servent ainsi de support à l’Industrie, à la production 

primaire (agriculture), la production d’oxygène atmosphérique (photosynthèse), l’offre de 

l’habitat.  

 

- Les services d’approvisionnement. Le sol, comme ressource agricole, fournit de la nourriture 

et des fibres. Comme ressource génétique, il abrite un patrimoine biologique très diversifié. 

Le sol fournit également des matériaux de construction, une ressource en eau douce et en 

carburants.  
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Figure I.2. Les services écosystémiques. Source : Duraiappah et al., 2005. 

 

 

- Les services de régulation. Le sol permet de réguler aussi bien le climat que la qualité de 

l’air et des eaux. Il permet de lutter contre de nombreuses pollutions, contre les érosions 

hydriques et éoliennes, contre la sécheresse et contre les inondations. Il participe à la lutte 

contre l’effet de serre et constitue un site de stockage de divers éléments. Par filtrage, il assure 

la dépollution de nombreux contaminants. Il recycle certains déchets et permet la régulation 

des ravageurs de cultures. Il permet aussi une régulation des pathogènes humains. 

 

- Les services culturels. Le sol rend aussi des services culturels selon les trois dimensions 

suivantes : il fournit des matériaux pour la production artistique (terres colorées, pigments et 

argiles pour la peinture et la céramique) ; il est un lieu de stockage et de protection des 

données anciennes touchant à l’Histoire ou au passé de notre planète (i.e. archéologie, 

archives paléo-climatiques) ; il est lui-même objet d’inspiration pour les religions, les mythes, 

les cultes mais aussi pour la production artistique et littéraire (Duraiappah et al., 2005). 
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I.3. La biocénose du sol 

 Les organismes vivants du sol sont très variés. En effet il est possible de retrouver 

aussi bien des mammifères, insectes, mollusques, que des protozoaires, des algues, des 

bactéries ou encore des champignons. La flore végétale peut également être considérée 

comme partie prenante dans la biocénose du sol de par la partie racinaire des plantes. Tous 

participent à la structuration et à l’évolution du sol, notamment au niveau de la fraction 

organique. Les organismes vivants appartiennent à trois domaines fondamentaux : Bacteria, 

Archaea, Eucarya (Figure I.3).  

 

Figure  I.3. Arbre de la vie fondé sur une phylogénie résultant de la comparaison des séquences de gènes 

fondamentaux pour le processus vivant, en particulier les gènes codant pour les ARN des ribosomes. Source : 

Gobat, 2010.  

I.3.1. La faune 

 La faune du sol comprend un groupe diversifié d’organismes mesurant de quelques 

micromètres (protozoaires) à plusieurs centimètres (escargots terrestres). Elle est 

principalement composée d’invertébrés (Linden et al., 1994).  Elle peut être divisée en quatre 

catégories selon la taille des organismes : la microfaune, la mésofaune, la macrofaune et la 

mégafaune (Figure I.4) (Gobat, 2010; Linden et al., 1994). La microfaune est constituée de 

protozoaires (organismes unicellulaires, longueur  < 0,2 mm), dont les amibes, les flagellés et 

les ciliés, mais également les rotifères et les tardigrades. La mésofaune comprend des 

organismes dont la longueur varie de 0,2 à 4 mm : les nématodes, les acariens, les collemboles 
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mais aussi les protoures, les diploures et les microarthropodes. La macrofaune est quand à elle 

constituée d’animaux dont la taille varie entre 4 et 80 mm. Les principaux organismes 

retrouvés sont les annélides oligochètes, les mollusques gastéropodes, les macroarthropodes et 

les insectes. Enfin, la mégafaune contient des animaux vertébrés ayant une longueur 

supérieure à 80 mm et qui agissent sur la structure du sol de par la formation de galeries. Ces 

organismes impactent donc le sol par la formation de galeries (aération et drainage du sol), 

par macrobrassage (mélange des horizons du sol), par fragmentation et microbrassage du sol, 

par la formation d’agrégats, mais aussi de façon chimique par la décomposition des cadavres 

et les excrétas (Brussaard, 1998). 

 
Figure  I.4. Tailles respectives des animaux de la microfaune, de la mésofaune, de la macrofaune et de la 

mégafaune. Source : Gobat, 2010. 

I.3.2. La microflore 

 La microflore peut être définie comme l’ensemble des organismes microscopiques 

dont l’observation directe ne fournit que peu d’information sur leur identité et leur fonction. 

Elle est composée d’algues, de bactéries et de champignons. Les algues sont divisées en trois 

groupes taxonomiques : les algues vertes (Chlorophycées), les algues jaunes-vertes 

(Xanthophycées) et les diatomées (Bacillariophycées) (Gobat, 2010). Les principaux attributs 

fonctionnels des algues des sols incluent la production primaire, la fixation du N2, et la 

stabilisation des agrégats du sol par la production des polysaccharides liant les particules 

solides du sol. Les sols sont souvent composés de 103 à 104 algues par gramme (Metting, 

1981).  Les microorganismes (bactéries et champignons), seront présentés plus précisément 

dans la partie II de cette synthèse bibliographique. 
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I.3.3. La flore végétale 

 Les plantes jouent un rôle important dans le compartiment « sol » puisqu’elle  

intervient aussi bien en profondeur par les racines qu’en surface avec les organes aériens. Les 

plantes influencent le sol par des échanges permanents d’eau et de substances par sécrétion et 

excrétion au niveau de la rhizosphère (Gobat, 2010; De Deyn et al., 2010). En effet les racines 

excrètent dans le sol des substances telles que des sucres, des acides aminés, des acides 

organiques, des polysaccharides, des vitamines ou encore des enzymes, créant des 

environnements uniques pour les micro-organismes qui vivent dans la rhizosphère (Garbeva 

et al., 2004). Les racines peuvent servir d’habitats à des microorganismes (champignons 

mycorhiziens, bactéries formant des nodosités), permettent également une structuration du 

sol, mais elles peuvent également jouer un rôle dans la dépollution des sols de par la 

phytoremédiation (Wong, 2003; Vangronsveld et al., 2009; Gómez-Sagasti et al., 2012). C’est 

donc un compartiment à ne pas négliger pour l’étude du fonctionnement et de la qualité du 

sol. 

II. Les communautés microbiennes du sol 

 Les microorganismes peuvent être définis comme des organismes vivants invisibles à 

l'œil nu. Ces différentes formes de vie auraient été les premières à se développer sur Terre il y 

a environ 3,5 milliards d’années. Il est possible de séparer les microorganismes telluriques en 

deux groupes : les procaryotes et les eucaryotes : 

 -   Les procaryotes sont des microorganismes dont la cellule ne possède pas de noyau 

cellulaire ni d'autres organites (Rosenberg et al., 2014; Paul, 2014). Ils sont composés 

notamment des bactéries et des archées. Les bactéries sont ubiquistes, elles peuvent se 

retrouver dans des environnements très communs comme les sols, mais elles peuvent 

également être rencontrées dans des environnements extrêmes tels que les milieux salés 

(bactéries halophiles) (Kamekura, 1998; Kivistö & Karp, 2011), les milieux froids (bactéries 

psychrophiles) (Morita, 1975; Russell & Fukunaga, 1990) et les milieux chauds (bactéries 

thermophiles) (Zeikus, 1979; Russell & Fukunaga, 1990). Les archées sont des espèces 

principalement anaérobies divisées en quatre grands groupes sur la base de critères 

métaboliques : les méthanogènes, les halophiles, les thermophiles et les sulfo-dépendantes. Il 

est possible de les retrouver aussi bien dans des environnements extrêmes (Demergasso et al., 

2004; Nicol et al., 2006; Soule et al., 2009), mais également dans des environnements plus 
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communs comme les sols (Leininger et al., 2006; Oline et al., 2006; Buckley et al., 1998; 

Gattinger et al., 2007). 

 -   Les eucaryotes sont quant à eux des organismes présentant un noyau cellulaire et 

d’autres organites. Ils sont composés des champignons, des levures, des algues et des 

protozoaires (Adl et al., 2012; Embley & Williams, 2015; Gladieux et al., 2014). Les 

champignons sont des organismes ubiquistes, ils peuvent être retrouvés aussi bien au niveau 

du sol que sur les plantes, les débris végétaux (Allen et al., 2003; Eichlerová et al., 2015). 

 Les microorganismes sont les organismes les plus abondants et diversifiés du sol. En 

effet, plusieurs milliards de bactéries peuvent être retrouvées dans un gramme de sol. Curtis & 

Sloan (2005) ont montré la présence d’environ 104 à 106 espèces bactériennes par gramme de 

sol. Un gramme de sol peut également contenir plus d’un million de champignons et le réseau 

mycélien formé peut atteindre jusqu’à 200 m (Killham, 1994; Bardgett, 2005). L’abondance 

microbienne tellurique varie fortement en fonction du mode d’usage du sol, des nutriments, de 

son pH et de sa texture (Strickland & Rousk, 2010; Yao et al., 2000; Garbeva et al., 2004). 

Elle donne une information importante sur le fonctionnement biologique du sol puisqu’elle est 

fortement liée à l’intensité des flux de carbone et d’azote (Colman & Schimel, 2013). Au-delà 

de la biomasse, la diversité microbienne du sol est également un paramètre important pouvant 

déterminer le fonctionnement biologique du sol. Des travaux ont en effet montré que la 

performance, mais aussi la stabilité (résistance-résilience) d’un écosystème augmentent avec 

l’augmentation de la biodiversité des communautés qu’il abrite (Garbeva et al., 2004; Torsvik 

& Øvreås, 2002; Tardy et al., 2014). A l’inverse, une perte de diversité entraine une perte de 

résistance et de résilience aux activités anthropiques mais aussi aux stresses naturels (Garbeva 

et al., 2004; van Elsas et al., 2002). 

II.1. Implication des microorganismes dans le fonctionnement du sol 

 Les microorganismes sont impliqués de façon très importante dans le fonctionnement 

biologique du sol notamment par leur implication dans les services écosystémiques fournis 

par le sol. En effet ils occupent un rôle important dans les services de support en ce qui 

concerne le recyclage des nutriments, la production primaire (par la formation de symbioses), 

ou encore dans la structuration du sol. Ils occupent également un rôle important dans les 

services de régulation en termes de régulation des maladies, mais aussi par leur capacité à 

réguler les gaz à effet de serre et à dépolluer les sols contaminés. 
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- La structuration du sol 

 Les bactéries et les champignons participent à la structuration du sol. Ils ont cependant  

des rôles différents en termes de structuration  et ne se retrouvent pas dans les mêmes 

compartiments du sol. Les bactéries permettent la formation de micro-agrégats par la 

sécrétion de substances polymériques extracellulaires telles que des exopolysaccharides, des 

polypeptides et d’autres composés plus complexes (Roberson et al., 1995; Ashraf et al., 2013; 

Six et al., 2002). Les champignons, quant à eux, vont structurer l’habitat sol par leur présence 

dans les macro-agrégats et par l’action stabilisatrice de leur réseau mycélien, liant entre eux 

les micro-agrégats formés par les bactéries (Figure I.5) (Tang et al., 2011; Rillig & Mummey, 

2006).  

 
Figure I.5. Schéma de l’agrégation hiérarchique du sol. Source : thèse F.Constancias, 2014. 

- Le recyclage des nutriments 

 Les microorganismes varient par leurs sources énergétiques et leurs stratégies 

adaptatives. En effet MacArthur & Wilson ont décrit en 1967 deux stratégies démographiques 

adaptatives, r et K, afin de comprendre les aptitudes de développement des organismes. En 

effet les microorganismes considérés comme stratèges r présentent un développement et une 

reproduction très rapides, une bonne capacité de dispersion ce qui leur permet de coloniser 

des milieux nouveaux et perturbés. On les retrouve donc fréquemment dans les milieux 

« jeunes » très riches en nutriments. Les stratèges K quant à eux survivent grâce à leurs 
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aptitudes compétitives qui leur permettent de survivre dans des niches plus spécialisées. Leur 

développement est lent et dépend de la capacité du milieu. Ils sont retrouvés dans des milieux 

évolués, stables, limités en nutriments.  

 Tous les microorganismes ne sont donc pas aussi efficaces pour recycler la matière 

organique des sols, mais ils restent cependant à la base de la régulation des cycles 

biogéochimiques (i.e. carbone, azote, phosphore, soufre) qui sont les processus de 

transformation cyclique d’un élément ou d’un composé chimique entre les sols, les eaux et 

l’atmosphère (Paul, 2014). En effet, certaines bactéries sont capables de dégrader des 

substances insolubles d’origine végétale comme la cellulose, la lignine, de réduire les sulfates, 

d’oxyder le soufre, de fixer l’azote atmosphérique et de produire des nitrates (Schwarz, 2001; 

Béguin & Aubert, 1994; Zimmermann, 1990; Tuomela et al., 2000; Friedrich et al., 2005; 

Cleveland et al., 1999). Les archaea sont également impliquées dans les cycles 

biogéochimiques du carbone, de l’azote et du soufre (Leininger et al., 2006; Oline et al., 2006; 

Buckley et al., 1998; Gattinger et al., 2007). Certains champignons saprotrophes se 

nourrissent en décomposant la matière végétale morte (Eichlerová et al., 2015), ce qui permet 

une nouvelle fois le recyclage de la matière organique végétale en matière minérale. De 

manière générale, les champignons ont tendance à préférer une nourriture riche en carbone 

comme la cellulose et la lignine (Baldrian & Valášková, 2008; Hammel, 1997), alors que les 

bactéries préfèrent une nourriture riche en azote, comme les feuilles des plantes (Turbé et al., 

2010) et l’implication forte de cette composante microbienne dans la fixation de l’azote 

atmosphérique, l’ammonification, la nitrification et la dénitrification n’est plus à démontrer 

(Hayatsu et al., 2008). Les microorganismes, de par leur implication dans le recyclage des 

nutriments du sol, vont également avoir un impact dans la régulation des gaz à effet de serre 

(e.g. CO2, CH4, N2O, N2) ce qui est d’une importance majeure étant donné l’augmentation 

constante de ces gaz dans l’atmosphère (Conrad, 1996; Singh et al., 2010; Smith et al., 2003).  

- La production primaire végétale 

 Les communautés microbiennes, de par la dégradation des déchets animaux et 

végétaux et le recyclage de ces nutriments, permettent d’apporter des éléments minéraux 

nécessaires à la croissance des végétaux et donc à la production primaire agricole. De plus 

certains microorganismes ont la capacité de développer des interactions biotiques et 

notamment les symbioses avec les plantes tels que les champignons mycorhiziens (Allen et 

al., 2003; Smith & Read, 2008) et les bactéries PGPR (Plant Growth Promoting 

Rhizobacteria) (Rodriguez & Fraga, 1999; Mehnaz & Lazarovits 2006; Kaymak, 2011; van 
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der Heijden et al., 2006; Cleveland et al., 1999), ce qui permet d’augmenter la mise à 

disposition d’éléments nutritifs pour leur croissance et permet donc une amélioration de la 

productivité agricole (Barrios, 2007). 

- La régulation des maladies 

 Les microorganismes telluriques occupent un rôle important dans les services de 

régulation rendus par les sols notamment en termes de maladies. En effet, certaines espèces 

bactériennes et de champignons peuvent être pathogènes de l’Homme, des animaux et des 

végétaux (Salmond, 1994; Berg et al., 2005; Bütten & Bonas, 2003; Selosse et al., 2015; 

Alabouvette et al., 1993; Schmidt et al., 2013; Grandaubert et al., 2013). Cependant certaines 

espèces peuvent également représenter une barrière de protection contre les maladies ou ces 

organismes pathogènes (bactéries PGPR, Okon & Labandera-Gonzalez, 1994; champignons 

mycorhiziens, Verbruggen et al., 2010;  Qiu et al., 2012). 

- La dépollution des sols contaminés 

 Les microorganismes peuvent permettre de dépolluer les sols contaminés par des 

métaux lourds (http://www.brgm.fr/sites/default/files/enjeux_geosciences_16.pdf; Mougin et 

al., 1996; Battaglia-Brunet et al., 2006) ou des composés organiques tels que les 

hydrocarbures aromatiques polycycliques (HAP) et les pesticides (Bouchez et al., 1996; 

Martin-Laurent et al., 2004; Mougin et al., 1994; Mougin et al., 2003; Merlin et al., 2014). 

Cette capacité à dépolluer rentre dans le processus de bioremédiation qui désigne un ensemble 

de techniques utilisées pour dépolluer un site naturel en faisant appels à des organismes tels 

que les végétaux et les microorganismes et respectant l’environnement et la santé humaine 

(http://pierre-armand-roger.fr/publications/pdf/198_bioremed.pdf). Garbisu & Alkorta (1999) 

définissent la bioremédiation comme un processus par lequel les organismes vivants 

dégradent ou transforment les contaminants organiques dangereux en composés inorganiques 

comme le CO2, l’H2O, et le NO3. C’est le cas de la dégradation de certains HAP dont l’étude 

est en plein développement en raison de leur génotoxicité et leur présence persistante dans de 

nombreux sites industriels abandonnés. Les organismes dégradants sont essentiellement les 

bactéries et les champignons. Les bactéries telles que Pseudomonas aeruginosa, 

Mycobacterium spp., Rhodococcus spp., et les champignons lignolytiques tels que 

Phanerochaete chrysosporium, Bjerkandera adusta, et Pleurotus ostreatus attaquent les HAP 

par cométabolisme (Haritash & Kaushik, 2009; Bouchez et al., 1996). De nombreuses 
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biodégradations, pour être effectives, nécessitent l'action conjuguée de plusieurs 

microorganismes. C’est notamment le cas pour la dégradation de l’Atrazine, substance qui 

présente un effet herbicide (Martin-Laurent et al., 2004). Les symbioses sont également très 

importantes dans ces processus de dépollution (e.g. bactéries PGPR, champignons 

mycorhiziens) (De Maria et al., 2011; Allen et al., 2003). Dans certains cas la 

décontamination est spontanée, dans d’autres cas une inoculation avec des souches 

spécialisées est nécessaire afin d’augmenter la biodégradation ou la biotransformation des 

polluants. Toutefois, dans la plupart des cas ce sont quand même les organismes indigènes, 

déjà présents dans les sols contaminés, qui sont les plus adaptés à la décontamination 

(Bouchez et al., 1996).  

 Les microorganismes sont très impactés par les pollutions chimiques, certains vont 

disparaître alors que d’autres présentant des mécanismes de résistance peuvent proliférer  (Del 

Val et al., 1999; Giller et al., 2009; Gómez-Sagasti et al., 2012). Le même schéma est observé 

concernant les communautés microbiennes impactées par les pollutions métalliques par les 

Eléments Traces Métalliques (ETM) (Ranjard et al., 2006; Giller et al., 1998; Nannipieri et 

al., 2003; Kandeler et al., 1996). De par leur plasticité métabolique, certains microorganismes 

telluriques permettent une phytostabilisation des polluants par association avec des plantes 

(Epelde et al., 2014; Gadd, 2010). D’autres interviennent dans la dégradation et 

l’immobilisation de ces polluants, soit par association avec une plante hyperaccumulatrice 

(champignons mycorhiziens et bactéries endophytes) (Miransari, 2011; Rajkumar et al., 

2009), soit par accumulation et biosorption (Brandl & Faramarzi, 2006; Gadd, 2010; 

Nakajima & Sakaguchi, 1986; Mulaba-Bafubiandi et al., 2009). Cette amélioration du statut 

du sol est d’une importance primaire car en plus d'affecter défavorablement la croissance des 

plantes, les métaux lourds ont des effets défavorables sur l'environnement, affectant la santé 

de l'écosystème et la chaîne alimentaire humaine. 

II.2. Outils de caractérisation des communautés microbiennes 

Accéder aux différentes composantes des communautés microbiennes est un enjeu 

majeur dans les études d’écologie microbienne afin de comprendre l’implication des 

microorganismes dans les processus à la base des services rendus par les sols. La 

caractérisation des communautés microbiennes présentent toutefois de nombreuses difficultés 

de par leur immense diversité génétique et métabolique (Torsvik & Øvreås 2002; Roesch et 

al., 2007), mais aussi de par la forte hétérogénéité du sol rendant difficile l’accès à ces 
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organismes (Ranjard et al., 2003; Maron et al., 2011). Une importante quantité de méthodes 

ont été mises au point pour décrire les microorganismes telluriques. Certaines sont dites 

« classiques » et désignent des outils de microbiologie pasteurienne basés sur la culture et 

l’observation des organismes. Ces techniques ne sont toutefois pas représentatives de 

l’ensemble des communautés microbiennes puisqu’environ 90% des microorganismes ne sont 

pas cultivables (Nannipieri et al., 2003; Hugenholtz et al., 1998). D’autres approches plus 

récentes relèvent de la biologie moléculaire et sont basées sur l’extraction et la caractérisation 

de l’ADN directement à partir d’environnements naturels. Ces méthodes d’analyse ont permis 

de caractériser l’abondance et la diversité des communautés microbiennes des sols (Ranjard et 

al., 2000; Maron et al., 2007) dans de nombreux milieux naturels ou anthropisés et de façon 

synchronique ou diachronique. 

II.2.1. Mesures de la biomasse microbienne des sols 

 La biomasse microbienne rend compte de l’abondance des microorganismes du sol. 

Afin de l’estimer, la méthode de fumigation-extractions au chloroforme est communément 

utilisée. Elles consiste à lyser la biomasse microbienne, vivante et morte, au chloroforme 

libérant ainsi leurs composés organiques sous forme soluble (Vance et al., 1987). La quantité 

de carbone microbien est alors calculée en retirant la quantité de carbone soluble dosée sans 

fumigation à celle obtenue avec fumigation (norme ISO 14240-2). Cependant cette technique 

est difficile à mettre en œuvre, elle n’est donc pas adaptée pour l’étude d’échantillonnages de 

grande ampleur. 

 L’abondance des communautés microbiennes du sol peut également être estimée par la 

quantification de l’ADN extrait de l’échantillon environnemental. Cette technique mesure 

l’ADN global du sol et montre une forte corrélation avec la biomasse mesurée classiquement 

par la technique de fumigation-extraction (Marstorp et al., 2000; Leckie et al., 2004). De 

nombreux kit d’extraction d’ADN ont été développés au cours des deux dernières décennies 

et de nombreux protocoles maison ont également été mis en place. Une procédure 

d’extraction d’ADN a même été normalisée afin de permettre aux différentes analyses d’être 

comparées entre elles. Il s’agit de la norme ISO-11063 (Petric et al., 2011).  Une amélioration 

de cette norme a été proposée par Terrat et al. (2012) et Plassart et al. (2012). Les ADN 

extraits sont ensuite déposés sur gel et quantifiés grâce à un logiciel d’analyse. Cette méthode 

est plus facilement applicable pour l’analyse d’un grand jeu d’échantillons. En effet, Dequiedt 

et al. (2011) ont déterminé l’abondance microbienne de 2150 sols prélevés sur l’ensemble du 

territoire français. L’estimation de la biomasse moléculaire microbienne reste cependant très 
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globale puisqu’elle prend en compte l’ensemble des microorganismes (i.e. bactéries, 

champignons, virus) et ne permet pas de faire la différence entre ceux vivants ou morts. 

II.2.2. Mesures de la diversité taxonomique des communautés microbiennes 

 La diversité des communautés microbiennes peut être caractérisée en termes de 

structure, de richesse, d’équitabilité ou de composition taxonomique par différentes approches 

moléculaires. La structure génétique des communautés microbiennes est classiquement 

déterminée par des techniques de génotypages dites « d’empreinte moléculaire ». Elles sont 

basées sur l’analyse du polymorphisme de taille ou de composition de séquences d’ADN et 

fournissent des informations concernant les changements de structure des communautés 

microbiennes. Ces techniques, comme la DGGE (Denaturing Gradient Gel Electrophoresis, 

Nakatsu, 2007), la TGGE (Temperature Gradient Gel Electrophoresis), la T-RFLP (Terminal 

Restriction Fragment Length Polymorphism, Thies, 2007) ou encore la RISA (Ribosomal 

Intergenic Spacer Analysis, Ranjard et al., 2000) permettent d’obtenir des informations sur la 

structure et la composition des communautés microbiennes et peuvent être utilisées pour 

comparer plusieurs échantillons de sol (Torsvik & Ørveås, 2002). Ces techniques ont été 

beaucoup utilisées pour évaluer l’impact de perturbations sur les communautés microbiennes 

comme les pollutions métalliques (Ranjard et al., 2006; Bressan et al., 2008) et chimiques 

(Hydrocarbures Aromatiques Polycycliques (HAP), antibiotiques, pesiticides) (Girvan et al., 

2004; Crouzet et al., 2010) de par leur rapidité, leur reproductibilité. De plus elles sont peu 

coûteuses et permettent d’analyser en routine un grand nombre d’échantillons. Elles ne 

renseignent cependant que peu sur la composition taxonomique des communautés et sur la 

richesse spécifique en termes de nombre de taxons.  

 Depuis plusieurs années, une analyse plus fine de l’inventaire et de la diversité 

taxonomique communautés microbiennes du sol peut être déterminée grâce au   

développement des techniques de séquençage massif « nouvelle génération » (séquençage à 

très haut-débit, Roche 454 Sequençing System, Illumina). Par exemple, la technique de 

pyroséquençage par la technologie 454 permet d’obtenir rapidement un nombre de séquences 

s’élevant à plusieurs millions pour chaque échantillon de sol analysé (Figure I.6). Les 

séquences d'ADN obtenues sont ensuite analysées par des techniques bioinformatiques et 

comparées entre elles sur la base de la similarité de leurs séquences, mais aussi contre des 

bases de données de séquences d’organismes connus (i.e., RDP®, greengenes®, Silva®). Il est 

donc possible de déterminer (i) l’identité des microorganismes présents correspondant après 



 Chapitre I. Synthèse bibliographique  

 
25 

 

comparaison avec une base de données, et (ii) calculer des indices de diversité de ces 

communautés (i.e. Shannon, richesse, équitabilité) (Terrat et al., 2012). Actuellement, elle 

représente la méthode la plus puissante pour quantifier précisément et caractériser la diversité 

microbienne dans des environnements complexes (Roesch et al., 2007; Fulthorpe et al., 2008), 

soit en ciblant un gène taxonomique (i.e. gènes ribosomiques, Terrat et al., 2012), soit en 

ciblant un gène fonctionnelle (i.e. gène nosZ pour le suivi des communautés bactériennes 

dénitrifiantes, Philippot et al., 2013). Cette approche de métagénomique a été utilisée pour 

caractériser la diversité microbienne dans des sols variant par leur mode d’occupation (forêt, 

prairie, culture) (Nacke et al., 2011; Shange et al., 2012; Lienhard et al., 2013), ou encore par 

leurs propriétés physicochimiques (Lauber et al., 2009; Rousk et al., 2010). Elle présente 

toutefois des biais liés aux différentes étapes techniques telles que l’amplification PCR 

(diversité artificiellement générée par l’ADN polymérase (erreurs dans les séquences), 

amplification préférentielle de certaines séquences modifiant leur représentativité en fin de 

réaction), les erreurs de séquençage liées à la détection du signal lumineux consécutif à l’ajout 

des nucléotides. Afin de limiter les conséquences de ces types d’erreurs sur l’estimation de la 

diversité microbienne, les séquences obtenues sont généralement filtrées en éliminant les 

séquences trop courtes et de mauvaise qualité. Le traitement des données de séquençage 

générées nécessite une importante puissance de calcul et de capacité de stockage. Ainsi, des 

pipelines d’analyses ont été développés permettant de tirer des données exploitables à partir 

de jeux de séquences brutes (i.e.  GnS-Pipe, Terrat et al., 2012). Les analyses sont toutefois 

longues et nécessitent des connaissances approfondies en bioinformatique et plusieurs jours 

d’analyse. 
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Figure I.6. Schéma présentant les différentes étapes de la technique du pyroséquençage (selon Roche®) dans le 

cadre de l’analyse d’un échantillon de sol. Source :http://454.com/products/technology.asp 
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III. Outils de diagnostic de la qualité biologique des sols : les bioindicateurs 

 Le sol abrite une importante biodiversité en termes d’abondance, de diversité et 

d’activité fonctionnelle. Comme décrit précédemment pour les communautés microbiennes, 

les organismes du sol et leurs interactions sont essentielles de par leur implication dans de 

nombreux processus à l’origine de services écosystémiques comme la décomposition de la 

matière organique, le recyclage des nutriments, la structuration du sol et la restauration de sols 

contaminés. Les organismes telluriques sont donc impliqués dans la capacité du sol à soutenir 

le bien-être humain (Mace et al., 2012). Une meilleure compréhension des organismes du sol 

parait donc essentielle pour guider les modes de gestion des sols et conserver leur 

biodiversité, permettant ainsi le maintien des services écosystémiques. La Convention sur la 

Diversité Biologique (CBD, http://www.cbd.int/) a mis en évidence l’importance de 

développer des indicateurs biologiques pour permettre de suivre l'évolution de la biodiversité 

dans un contexte où l’intensification des pratiques agricoles à des fins de rendement a mené à 

une perte de biodiversité des agrosystèmes. 

III.1. La bioindication, une méthode de diagnostic efficace 

 La bioindication correspond à la capacité de certains organismes à refléter par leur 

présence ou absence et leur comportement démographique, l’évolution d’un milieu et de ces 

caractéristiques (Blandin, 1986). Un bioindicateur peut donc être défini comme un organisme 

(ou une partie d’organisme ou une communauté) permettant de suivre l’évolution de la 

biodiversité, l’état des ressources naturelles des sols, de détecter les évolutions précoces et 

d’évaluer les risques pour l’écosystème (Markert, 2007; Bispo et al., 2009; Pulleman et al., 

2012; Li et al., 2010). Les bioindicateurs sont des substituts mesurables pour décrire des 

changements environnementaux eux-mêmes trop complexes à évaluer (Nielsen et al., 2002).  

 Plusieurs critères sont pris en compte afin de sélectionner les bioindicateurs des sols. 

Ils doivent être connu scientifiquement (leur biologie et leur écologie doivent être maîtrisées), 

être sensibles, présenter une corrélation forte avec les fonctions bénéfiques du sol, utiles pour 

comprendre les processus des écosystèmes, compréhensibles et utiles aux gestionnaires des 

sols, faciles et peu coûteux à mesurer (Pulleman et al., 2012; Doran & Zeiss, 2000; Bispo et 

al., 2009; Turbé et al., 2010; Cortet et al., 1999; Ritz et al., 2009). Les méthodes d’analyses 

doivent être au maximum standardisées voir normalisées, avoir une grande applicabilité, une 

forte reproductibilité, et être évaluées statistiquement. Cependant, identifier des méthodes 

communes internationalement reste un des plus grands défis de la science du sol. En effet, il 
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existe une grande diversité d’indicateurs pour la surveillance des sols (Ritz et al., 2009) mais 

seulement quelques-uns ont été utilisés dans des suivis de grandes envergures, aux échelles 

nationale (programme ADEME « Bioindicateurs de qualité des sols »,  Bispo et al., 2009) et 

internationale (projet Ecofinders, Pulleman et al., 2012). Cette faible proportion utilisée peut 

être expliquée par le manque de certitude concernant leur fiabilité aux différentes échelles 

spatiales et temporelles et par un manque de référentiels d’interprétation. Ces référentiels 

permettraient de déterminer de façon fiable si les réponses des organismes mesurées dans des 

contextes particuliers se retrouvent dans d’autres situations, d’effectuer un diagnostic de la 

qualité des écosystèmes afin de conduire à l’établissent de stratégies à long terme et 

d’implémenter une meilleure gestion des pratiques (Turco et al., 1994). 

III.2. Les bioindicateurs d’impact et d’accumulation  

 De nombreux travaux ont défini le terme bioindicateur et certaines études ont effectué 

leur classification en deux catégories : les bioindicateurs d’impact (ou d’effet) et les 

bioindicateurs d’accumulation (Markert, 2007; Bispo et al., 2009) (Figure I.7). Les 

bioindicateurs d’accumulation (écotoxicologiques) comprennent des organismes (ou partie, ou 

communauté) qui présentent la capacité d’accumuler une ou plusieurs substances issues de 

leur environnement (i.e. épandages de déchets, pratiques agricoles). Ils permettent donc de 

renseigner sur le niveau d’exposition des communautés à des substances comme les 

pesticides, les métaux lourds. Certains cloportes et diplopodes, les collemboles, les vers de 

terre mais surtout les gastéropodes sont des organismes bioaccumulateurs (Cortet et al., 1999; 

Turbé et al., 2010). D’innombrables substances sont actuellement piégées dans les sols. La 

bioindication par ces organismes bioaccumulateurs permettraient de mettre en évidence de 

façon précoce et peu couteuse les problèmes de contamination des sols. Les bioindicateurs 

d’impact sont quant à eux des organismes (ou partie ou communauté) qui ne peuvent pas 

accumuler de substances provenant de leur environnement mais qui présentent des réponses 

spécifiques à leur exposition ou à des stress d’origines anthropiques ou naturels (i.e. 

changement mode d’usage du sol, compaction, qualité de la matière organique). Les réponses 

observées peuvent être de simples modifications génétiques, morphologiques, métaboliques, 

de comportement, mais également présenter une modification complète de la structure des 

communautés des différents écosystèmes (Cortet et al., 1999; Bispo et al., 2009). 
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Figure I.7. Les différents niveaux de réponse des bioindicateurs. Source : Bispo et al., 2009. 

III.3. Les différents acteurs de la bioindication 

 Les travaux disponibles dans la littérature montrent différents groupes d’organismes 

telluriques peuvent être utilisés pour développer des bioindicateurs, que ce soient (i) la 

macrofaune telle que les vers de terre et les escargots (ingénieurs de l’écosystème), (ii) la 

mésofaune telle que les nématodes, les collemboles, les acariens (régulateurs biologiques qui 

agissent comme des herbivores ou comme prédateurs d’autres invertébrés ou des 

microorganismes) ou (iii) les microorganismes du sol (ingénieurs chimiques, décomposeurs et 

transformateurs de la matière organique) (Pulleman et al., 2012; Doran & Zeiss, 2000; Bispo 

et al., 2009; Turbé et al., 2010; Cortet et al., 1999; Ritz et al., 2009). La flore peut également 

servir d’indicateur de la qualité des sols.  

III.3.1. Bioindication par la flore végétale  

 La flore végétale joue un rôle important dans sol par le développement d’un réseau 

racinaire. Ces racines permettent la structuration du sol (Oades, 1993) mais elles peuvent 

également jouer un rôle dans la dépollution des sols par phytoremédiation (Gómez-Sagasti et 

al., 2012) et la libération d’exsudats racinaires va favoriser préférentiellement le 

développement de certains organismes du sol. C’est donc un compartiment à ne pas négliger 

pour la compréhension du fonctionnement du sol et de sa qualité. De nombreux indicateurs 

peuvent être utilisés pour étudier la flore, mais quelques uns sont fortement recommandés. 
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Remon et al. (2009) proposent d’étudier les associations végétales de la flore spontanée 

présente sur les différents sites à étudier comme premier bioindicateur de la qualité des sols 

(i.e. espèces dominantes, espèces accumulatrices ou tolérantes, adaptation d’espèces) liées 

aux conditions de milieux et aux paramètres abiotiques des sols (i.e. contaminants, pH, 

carbonates). Ils proposent également de mesurer la bioaccumulation des éléments traces dans 

les racines mais aussi dans les autres organes de la plante notamment les parties foliaires. 

L’identification des exsudats racinaires relargués dans le sol par la plante est également un 

indicateur de la qualité des sols de par son importance pour le développement microbien 

(http://www.andra.fr/ope/index.php?option=com_content&view=article&id=45:bioindicateur

s-du-sol&catid=47:biodiversite&Itemid=185&lang=fr).  

III.3.2. Bioindication par les ingénieurs de l’écosystème 

 La macrofaune comprend des organismes qualifiés d’ingénieurs de l’écosystème. 

C’est le cas des vers de terre. Les vers de terre sont considérés comme des ingénieurs de 

l’écosystème par leur rôle dans la structuration du sol et la formation de galeries. Ils jouent 

également un rôle important concernant la dégradation de la litière et son incorporation en 

profondeur. Les vers de terre sont de bons bioindicateurs des activités anthropiques car ils 

réagissent très fortement aux variations de mode d’usage du sol (notamment les épigés et les 

anéciques qui sont corrélés négativement avec le travail du sol) (Cortet et al., 1999; Blair et 

al., 1996; Pelosi et al., 2015). Ils sont également sensibles aux polluants et peuvent servir de 

bioindicateurs dans la détection de contaminants. La bioindication par ces communautés 

s’effectue par l’étude de leur biomasse et de la diversité des groupes fonctionnels (Pulleman 

et al., 2012; Turbé et al., 2010; Pérès et al., 2011). Les escargots de l’espèce Cantareus 

aspersus peuvent quant à eux servir d’indicateurs sur la biodisponibilité des polluants et 

notamment les polluants métalliques en mesurant la concentration des métaux lourds 

accumulée par l’organisme (norme ISO 15952) (https://hal.archives-ouvertes.fr/hal-

00670360/document; Pauget, 2012).  

III.3.3. Bioindication par les régulateurs biologiques de l’écosystème 

 La mésofaune comprend de petits invertébrés impliqués directement dans les services 

écosystémiques rendus par le sol (Lavelle et al., 2006) et considérés comme des régulateurs 

biologiques puisqu’ils sont notamment impliqués dans la dégradation de la matière organique 

fraîche (invertébrés détritivores, Hedde et al., 2007; Blakely et al., 2002) et dans la prédation 

d’autres invertébrés et/ou des microorganismes (Griffiths & Caul, 1993). Cortet et al. (1999) 



 Chapitre I. Synthèse bibliographique  

 
31 

 

et Ritz et al. (2009) ont déterminé ces organismes comme étant de bons indicateurs de la 

qualité des sols de par leur sensibilité aux pressions environnementales. Ils peuvent aussi bien 

servir de bioindicateurs de contamination que de bioindicateurs d’impacts écologiques et/ou 

toxicologiques (Tableau I.1).  

Tableau I.1. Utilisation de différents bioindicateurs. o: pas d’étude disponible; +: utilisation possible; -: 

utilisation déconseillée. Source : Cortet et al., 1999. 

 

 Hedde et al. (2012) ont utilisé les géophages et les invertébrés à corps mous pour 

informer de l’exposition (par ingestion ou de contact) à des métaux lourds à partir de sols 

irrigués pendant une centaine d’années avec des eaux usées. Les collemboles peuvent aussi 

servir d’indicateurs du changement de mode d’usage des sols. En effet Chauvat et al. (2014) 

ont utilisé les collemboles pour suivre l’impact de la plantation de cultures pérennes 

comparées à une culture annuelle. Les nématodes, en raison de leur contact direct avec les 

particules du sol (Blakely et al., 2002) peuvent servir de bons indicateurs concernant la 

contamination des sols (Schloter et al., 2003). Ils permettent également de renseigner sur 

l’impact du travail du sol puisque leur développement est fortement lié à la porosité du sol, à 

l’agrégation des particules et de la rétention de l’eau (Turbé et al., 2010). Les descripteurs 

retenus pour étudier les nématodes sont leur structure communautaire et leur diversité 

taxonomique (Blair et al., 1996; Mulder et al., 2005), ce qui demande des experts qualifiés 

(Pulleman et al., 2012); mais aussi simplement le nombre total et l’abondance des différents 

groupes fonctionnels (i.e. bactérivores, fongivores, phytoparasites, parasites animaux). Le 

séquençage massif permet actuellement de caractériser la structure des communautés de 

nématodes sans avoir recours aux experts et à haut débit (Donn et al., 2008; Ritz et al., 2009). 

III.3.4. Bioindication par les ingénieurs chimiques de l’écosystème 

 La diversité des microorganismes dans les agrosystèmes est immense et essentielle au 

maintien d’une « bonne » qualité du sol de par leur implication dans de nombreux services 

rendus par les sols comme la décomposition de la matière organique, la minéralisation du 

Indicateurs Vers de terre Gastéropodes Acariens Isopodes Collemboles Nématodes

Abondance ++ ++ ++ ++ ++ ++

Richesse ++ ++ ++ ++ ++ ++

Diversité ++ ++ ++ ++ ++ ++

Biomarqueurs d'exposition ++ + o ++ + o

Perturbations neurologiques ++ o o o o o

Mortalité ++ - + - + +

Reproduction ++ ++ ++ + ++ +

Fonction ++ o + o + o

Indicateurs de 

bioaccumulation
++ ++ o ++ + o

Indicateurs d'impact 

"toxicologiques"

Indicateurs d'impact 

"écologiques"
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carbone et de l’azote, la dégradation des polluants, la lutte contre des pathogènes et la 

structuration du sol (Sharma et al., 2010). Les communautés microbiennes sont aussi très 

sensibles aux variations de l’environnement et répondent très rapidement à ces variations en 

raison de leur temps de génération court (Schloter et al., 2003; Sharma et al., 2010). En effet, 

la caractérisation des communautés microbiennes mettent souvent en évidence des 

modifications de taille, de structure et de fonctionnement des communautés lors de 

changement de mode d’usage des sols (Bending et al., 2004; Nielsen et al., 2002; Gros et al., 

2004). Les microorganismes sont donc de très bons bioindicateurs de la qualité du sol 

(Ranjard et al., 2010; Schloter et al., 2003).  

 Les bioindicateurs microbiens utilisés pour diagnostiquer la qualité du sol peuvent être 

quantitatifs (i.e. la biomasse moléculaire microbienne, les densités bactériennes et de 

champignons), qualitatifs (i.e. la structure des communautés par empreinte moléculaire, la 

diversité taxonomique par séquençage haut débit) et fonctionnels (i.e. les activités 

enzymatiques, la quantification de flux de CO2 et N2O) (Griffiths et al., 2001; Bending et al., 

2004; Riah et al., 2014; Guénon et al., 2013). Dans cette partie, seuls quelques bioindicateurs 

microbiens quantitatifs et qualitatifs seront présentés.  

III.3.4.1. Bioindicateurs microbiens quantitatifs  

- La biomasse microbienne  

 La biomasse microbienne est composée d’organismes vivants et morts. Elle est utilisée 

pour estimer l'état biologique des sols de par sa corrélation avec la quantité de matière 

organique du sol. En effet Zhou & Ding (2007) ont montré que la biomasse microbienne était 

corrélée au carbone organique du sol. D’autres études ont montré une relation étroite entre la 

biomasse microbienne, la vitesse de décomposition de la matière organique et la 

minéralisation de l’azote (Jenkinson, 1988; Carter et al., 1999). De plus, la biomasse 

microbienne est sensible à la gestion des modes d’usage des sols et de leur pollution (Schloter 

et al., 2003). En effet plusieurs études ont montré un impact du travail du sol sur la biomasse 

microbienne tellurique (Doran et al., 1987; Turbé et al., 2010; Wrigh et al., 2005; Aslam et 

al., 1999; Lienhard et al., 2013; Constancias et al., 2014; Constancias et al., 2015; Plassart et 

al., 2012). D’autres études ont mesuré une diminution de la biomasse en présence d’éléments 

métalliques et de pesticides (Pennanen et al., 1996; Moorman, 1989). La biomasse 

microbienne du sol peut donc être un bioindicateur du recyclage des nutriments et de la 
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régulation de la transformation de la matière organique (Gregorich et al., 1994; Turco et al., 

1994).  

 Différentes méthodes sont disponibles pour estimer la taille de la biomasse dont la 

biomasse moléculaire microbienne décrite précédemment. Cette biomasse moléculaire est 

obtenue par extraction et quantification de l’ADN des sols, c’est donc un rendement d’ADN 

rendant compte de l’abondance des microorganismes telluriques (Dequiedt et al., 2011). Dans 

leur étude, Dequiedt et al. (2011) ont montré que l’intensification du travail du sol (i.e. 

monoculure, viticulture) entrainait une diminution de la biomasse moléculaire microbienne et 

que les principaux facteurs influençant cette biomasse sont la texture, le pH et le carbone 

organique des sols.  

- La densité des bactéries et des champignons  

 Les densités des bactéries et des champignons sont des paramètres importants pour 

décrire la qualité microbiologique d’un sol. En effet, plus ces densités sont importantes, plus 

le sol est considéré comme fertile. Les densités bactériennes et de champignons sont 

généralement plus faibles dans les sols sous cultures avec labour par rapport aux sols sous 

prairies (Constancias et al., 2014). Verbruggen et al. (2010) observent également une 

diminution de la densité des champignons mycorhiziens sous labour. Ces bioindicateurs de 

densité sont donc sensibles aux variations de modes d’usage des sols. De plus, le rapport 

champignons/bactéries qui doit être compris entre 1 et 5%, permet de détecter un éventuel 

déséquilibre entre ces deux communautés microbiennes qui peut indiquer un déséquilibre 

dans le fonctionnement biologique du sol comme la minéralisation de la matière organique 

(Zhou & Ding, 2007).  

 Différentes méthodes sont disponibles pour mesurer la densité des bactéries et des 

champignons dont le dosage des PLFA (acides gras phospholipidiques, Frostegård et al., 

2011; Zelles, 1999) et la PCR quantitative (qPCR) par amplification de l’ADNr 16S et 18S 

(densité bactérienne et de champignons, respectivement ; Chemidlin Prévost-Bouré et al., 

2011). 

III.3.4.2. Bioindicateurs microbiens qualitatifs 

 Les mesures des communautés par les bioindicateurs quantitatifs restent très globales 

et ne permettent pas de différencier l’hétérogénéité des populations au sein des communautés. 

Avec le développement des outils moléculaires en écologie microbienne, il est devenu évident 
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que seule une faible partie de la diversité du monde microbien est actuellement connue. Des 

informations plus précises sur la structure et la diversité des communautés microbiennes sont 

indispensables pour la compréhension de la relation entre les facteurs environnementaux et les 

fonctions des écosystèmes (Torsvik et al., 1996; Turco et al., 1994). Trois indicateurs peuvent 

être utilisés afin d’estimer la diversité des communautés bactériennes et de champignons, il 

s’agit de la structure génétique, des indices de diversité et de la composition taxonomique des 

communautés. 

- La structure des communautés bactériennes et de champignons 

 Les microorganismes présentent des séquences d’ADN très conservées avec des 

domaines intergéniques très variables. Des techniques telles que la DGGE (Nakatsu, 2007), la 

TGGE, la T-RFLP (Thies, 2007) ou encore la RISA (Ranjard et al., 2000) permettent 

d’obtenir une empreinte génétique des communautés bactériennes ou de champignons, avec 

des résultats obtenus sous forme de profils de bandes complexes et spécifiques de chaque 

communauté microbienne (Ranjard et al., 2010). Ces variations d’empreintes génétiques 

mettent en évidence des changements de structure des communautés microbiennes en réponse 

à différents modes de gestion des sols. En effet, des changements de structure des 

communautés microbiennes ont été mesurés après des modifications de pratiques agricoles ou 

de contamination d'un site (Ovreás & Torsvik, 1998; Fantroussi et al., 1999; Schloter et al., 

2003).  

- Les indices de diversité des communautés bactériennes et de champignons 

 Il existe de nombreux indices pouvant fonctionner comme bioindicateurs et permettant 

de mesurer la diversité des communautés bactériennes et de champignons (Nannipieri et al., 

2003). Ces indices de diversité microbienne peuvent montrer la stabilité des communautés et 

décrire leurs modifications suite à des perturbations des sols (Constancias et al., 2014; Rousk 

et al., 2010; He et al., 2012). Il est possible de retrouver des indices renseignant sur la richesse 

des communautés comme le nombre d’OTUs (Unités Taxonomiques Opérationnelles ; 

Blaxter et al., 2005), le nombre de genres, le nombre d’espèces présents au sein des 

communautés (Roesch et al., 2007). La diversité d'une communauté peut aussi s’exprimer en 

terme d’équitabilité (ou evenness) ce qui renseigne sur l’égalité des populations au sein des 

communautés (Hill, 1973; Kennedy & Smith, 1995). Les communautés microbiennes peuvent 

enfin être mesurées par des indices de diversité se basant sur les résultats de richesse et 
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d’équitabilité, tels que le Shannon-Weaver (H’) et l’indice de Simpson (Shannon et al., 1949; 

Hill, 1973; Kennedy & Smith, 1995).  

- La composition taxonomique des communautés microbiennes 

 La composition des communautés microbiennes est le bioindicateur le plus précis 

actuellement disponible. Elle peut être obtenue par une approche de métagénomique avec le 

développement des techniques de séquençage « nouvelle génération » (séquençage à très 

haut-débit, Roche 454 Sequençing System, Illumina) (voir partie II.3). Cette approche de 

métagénomique a été utilisée pour caractériser les communautés microbiennes des sols au 

niveau du phylum, mais aussi des familles, des genres et des espèces (Nielsen et al., 2002) et 

mettre en évidence leur variation en fonction du mode d’occupation des sols (forêt, prairie, 

culture) (Nacke et al., 2011; Shange et al., 2012; Lienhard et al., 2013), ou encore par leurs 

propriétés physicochimiques (Lauber et al., 2009; Rousk et al., 2010; Zhalnina et al., 2015). 

La caractérisation de la composition microbienne permet de mettre en évidence certaines 

communautés spécifiques comme les champignons mycorhiziens et les bactéries nitrifiantes 

présentant un fort potentiel pour caractériser les retombées fonctionnelles des effets de la 

gestion des sols (Chang et al., 2001; Helgason et al., 1998). 

 De manière générale, l’utilisation d’un seul bioindicateur pour décrire la qualité des 

sols n’est pas suffisante, il est nécessaire d’en étudier une composante renseignant sur les 

aspects quantitatifs, qualitatifs et fonctionnels de différentes communautés (Shloter et al., 

2003). Dans le cadre de cette thèse, deux bioindicateurs microbiens ont été étudiés et utilisés, 

ce sont la biomasse moléculaire microbienne et la diversité des communautés de bactéries et 

de champignons en termes d’indices et de composition taxonomique. 
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 La biomasse moléculaire microbienne rend compte de l’abondance des 

microorganismes telluriques et correspond au rendement d’extraction de l’ADN d’un sol 

(Dequiedt et al., 2011). C’est un indicateur quantitatif très global qui rend compte de la 

capacité d’un sol à héberger un plus ou moins grand nombre de microorganismes selon ses 

caractéristiques, son mode d’usage actuel et passé. Toutefois, de nombreuses méthodes ont été 

développées ces dernières années afin d’extraire l’ADN des sols et caractériser les 

communautés microbiennes (Leckie et al., 2004; Dequiedt et al., 2011). Et, force est de 

constater que les nombreuses procédures d’obtention de l’ADN de sol disponibles aujourd’hui 

ne sont pas équivalentes quant à leur efficacité d’extraction, avec des conséquences en termes 

de reproductibilité et de représentativité de la biomasse microbienne. Pour limiter la 

variabilité méthodologique des résultats obtenus et permettre des comparaisons robustes des 

résultats entre laboratoires, il est aujourd’hui nécessaire d’adopter une démarche de 

standardisation de cet outil. Dans cette optique, une procédure d’extraction de l’ADN a été 

standardisée et normalisée, il s’agit de la norme ISO 11063 (Petric et al., 2011). Cependant 

Plassart et al. (2012) ont démontré que cette procédure standardisée extrayait 

systématiquement moins d’ADN que deux autres procédures d’extraction, entrainant donc un 

biais dans les résultats. Une amélioration de cette méthode d’extraction a ainsi été proposée 

pour améliorer le rendement d’extraction et la représentativité des communautés 

microbiennes en termes d’abondance 

(http://www2.dijon.inra.fr/plateforme_genosol/plateforme-genosol; Terrat et al., 2012).  

Dans un but de standardisation et d’une utilisation en routine de cette procédure, sa 

robustesse technique doit être éprouvée. C’est dans ce contexte que s’inscrit le premier travail 

expérimental de ma thèse, qui a eu pour objectif de mesurer la variabilité méthodologique et 

biologique de la biomasse moléculaire microbienne. Pour cela, deux études ont été menées 

parallèlement : 

 1) une analyse de la variabilité méthodologique du bioindicateur et la définition de sa 

réplicabilité et de sa répétabilité inter-jours et inter-manipulateurs 

 2)  une analyse de la variabilité biologique du bioindicateur obtenue à partir de trois 

parcelles utilisées comme références et présentant des modes d’usage variés.  

 Les résultats obtenus pour ces deux études ont été  présentés sous forme d’un article 

en français pour une publication dans une revue telle qu’ Etude et Gestion des Sols.  
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Etude de la variabilité méthodologique d’un bioindicateur microbien : la biomasse 

moléculaire microbienne 
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, L.Ranjard1 

1
 INRA Dijon, UMR 1347 Agroécologie 
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 INRA Dijon, UMR 1347 Agroécologie, plateforme GenoSol 

 

1. Introduction 

 Le sol est le principal réservoir de diversité microbienne de notre planète. En effet, 

plusieurs milliards de bactéries et de champignons très diversifiés peuvent être retrouvés dans 

un gramme de sol (Curtis & Sloan, 2005). Ces microorganismes participent au 

fonctionnement et à la qualité des écosystèmes terrestres car leur activité conditionne 

notamment la minéralisation de la matière organique indispensable au recyclage des 

nutriments nécessaires à la croissance végétale (azote, phosphore, potassium).  Ils permettent 

également de diminuer les flux de polluants vers les nappes phréatiques et l’atmosphère, et 

contribue aussi à la structure du sol (Christensen, 1989; Gobat, 2010). Les communautés 

microbiennes sont sensibles aux variations environnementales, qu’elles soient d’origines 

anthropiques et/ou naturelles (Lejon et al., 2007; Nicolardot et al., 2007; Ranjard & 

Richaume, 2001). Ce sont donc potentiellement de bons indicateurs de l’état du milieu. 

 La biomasse microbienne est un indicateur global de la qualité microbiologique d’un 

sol, qui rend compte de l’abondance des microorganismes. Pendant longtemps, cet indicateur 

a été mesuré par la méthode de fumigation-extraction (Vance et al., 1987) mais, depuis le 

développement des outils moléculaires, la biomasse microbienne peut être estimée en 

mesurant le rendement d’extraction d’ADN du sol. Plusieurs travaux ont montré que les 

estimations de biomasse obtenues par fumigation-extraction sont corrélées avec la quantité 

d’ADN extraite du sol. En effet, Marstorp et al. (2000) et Widmer et al. (2006) démontrent 

une corrélation forte (r = 0.96 et 0.75, respectivement) entre la quantité d’ADN contenu dans 

le sol et la biomasse microbienne mesurée par la méthode de fumigation-extraction. Ils en 

concluent que ces deux méthodes sont équivalentes pour estimer la biomasse microbienne du 

sol. Toutefois, si elles donnent une information équivalente, l’approche moléculaire de 

quantification de l’ADN est beaucoup plus facile et rapide à mettre en œuvre que la méthode 

plus historique de fumigation-extraction. Elle peut aussi être appliquée en moyen débit, ce qui 
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permet une acquisition massive de valeurs obtenues à partir d’échantillonnages comprenant 

un grand nombre d’échantillons. Des études récentes ont ainsi été réalisées à l’échelle 

nationale, avec l’analyse des 2200 échantillons du Réseau de Mesures de la Qualité du Sol 

(RMQS, Jolivet et al., 2008) qui a permis d’établir la première carte de la distribution de la 

biomasse microbienne sur le territoire français (Dequiedt et al., 2011). Ce travail a confirmé 

l’intérêt et la sensibilité de cette mesure de biomasse moléculaire microbienne pour mieux 

évaluer l’impact de certains modes d’usage sur le patrimoine biologique des sols (Dequiedt et 

al., 2011). Il a aussi permis la constitution d’un référentiel d’interprétation de cet indicateur à 

l’échelle nationale.  

Au-delà de son intérêt pour l’estimation de la biomasse microbienne, l’extraction 

d’ADN représente la première étape fournissant l’ADN qui sert de matrice à l’ensemble des 

méthodes moléculaires de caractérisation des communautés par l’analyse du métagénome 

(PCR, hybridations, séquençage, etc.). La qualité de l’extraction va donc conditionner les 

résultats de ces analyses, et influer sur les conclusions des travaux s’appuyant sur ces outils 

moléculaires (Terrat et al., 2012). De nombreuses procédures d’extraction existent à l’heure 

actuelle allant de kits d’extraction commercialisés aux « procédures maison » développées 

individuellement par les laboratoires de recherche. Pour standardiser cette étape clef, une 

procédure a récemment été développée et standardisée afin de pouvoir plus facilement 

comparer les résultats obtenus entre différents laboratoires, il s’agit de la norme ISO 11063 

(Petric et al., 2011). Cette méthode d’extraction adaptée pour l’étude des communautés 

bactériennes l’est cependant moins pour l’étude des champignons (Plassart et al., 2012). Une 

amélioration de cette méthode d’extraction a donc été proposée afin d’augmenter le 

rendement d’extraction d’ADN et la représentativité des communautés microbiennes en 

termes d’abondance et de diversité (Terrat et al., 2012). Toutefois, pour une utilisation en 

routine de cette procédure pour mesurer l’indicateur « biomasse moléculaire », sa variabilité 

méthodologique doit être déterminée en termes de robustesse technique. La robustesse 

correspond à l’étroitesse de l’accord entre les résultats obtenus en appliquant le procédé 

expérimental à plusieurs reprises dans des conditions déterminées. Selon les conditions 

d’exécution de l’essai, cette caractéristique s’exprime sous forme de réplicabilité, et de 

répétabilité de la méthode. La réplicabilité consiste en l’étroitesse de l’accord entre des 

résultats successifs obtenus pour le même échantillon soumis à l’essai dans le même 

laboratoire et dans les mêmes conditions (même manipulateur, même jour d’analyse). La 

répétabilité du bioindicateur correspond à l’étroitesse de l’accord entre les résultats obtenus 
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pour le même échantillon soumis à l’essai dans le même laboratoire mais dans des conditions 

analytiques différentes (manipulateurs différents, jours d’analyse différents).  

Dans ce contexte, les objectifs de ce travail ont été (i) de tester la robustesse technique 

de la biomasse moléculaire microbienne au laboratoire en termes de réplicabilité, de 

répétabilité inter-jours et de répétabilité inter-manipulateurs; et (ii) de déterminer si cette 

variabilité technique de la biomasse obtenue pour un échantillon de sol est similaire ou 

supérieure à la variabilité biologique retrouvée sur le terrain, afin de mettre en évidence 

l’impact du travail du sol sur la variabilité de la biomasse au niveau de la parcelle agricole 

mais aussi le nombre d’échantillons de sol nécessaires pour obtenir une image représentative 

de la parcelle agricole. 

2. Matériels et méthodes 

2.1. Caractéristiques des sols et stratégies d’analyses 

2.1.a. Variabilité méthodologique de la biomasse moléculaire microbienne 

 Les validations techniques de la mesure de la biomasse moléculaire ont été effectuées 

sur des sols présentant des caractéristiques pédo-climatiques et des modes d’usage différents. 

Ce choix a été motivé par le fait que les facteurs influençant le plus la biomasse microbienne 

sont le type de sol (les caractéristiques physico-chimiques) et le mode d’usage (forêt, culture, 

prairie…) (Dequiedt et al., 2011). Quatre sols ont été choisis comme références afin de 

vérifier que tous les tests effectués soient validés sur des types de sols représentatifs de ceux 

que l’on peut trouver en France. Ces sols proviennent d’Epoisses (département 21), de 

Lusignan (département 86), de Réthoville (département 50) et de Breuil (parc naturel du 

Morvan, département 58). Les échantillons ont été prélevés sur l’horizon 0-20cm du sol, 

lyophilisés à -80°C et stockés à -40°C au sein du conservatoire GenoSol 

(http://www2.dijon.inra.fr/plateforme_genosol/plateforme-genosol). Les propriétés 

physicochimiques de chaque sol, déterminées par le Laboratoire d’Analyse des Sols de 

l’INRA (Arras, France, http://www5.lille.inra.fr/las), sont présentées dans le Tableau II.1.  

 
Tableau II.1. Texture et caractéristiques physico-chimiques des quatre sols de référence 

Argiles (<2 µm) Limons (2/50 µm) Sables (50/2000 µm) Carbone organique (C) Azote total (N)

Epoisses 49,8 43,1 7,1 7,9 21,1 1,98 10,7

Lusignan 14 67,9 18,1 6,7 15,3 1,26 12,1

Réthoville 6,4 38,1 55,5 5,7 10,1 0,87 11,6

Breuil 20,1 20,4 59,5 4,1 76,1 4,16 18,3

Sol pH C/N
g/kg g/kg
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 Epoisses est un sol de culture limono-calcaire, Lusignan un sol de prairie limoneux de 

pH neutre, Réthoville un sol sous monoculture de maïs sablo-limoneux acide, et Breuil un sol 

de forêt sablo-acide. 

La détermination de la robustesse technique de la biomasse moléculaire microbienne a 

été définie en termes de réplicabilité et de répétabilité inter-jours et inter-manipulateurs. Afin 

d’étudier la réplicabilité du bioindicateur, la quantité d’ADN extrait a été comparée entre 12 

extractions indépendantes réalisées à partir d’un même échantillon de sol, le même jour 

d’analyse par le même manipulateur, et ceci à partir des quatre sols de référence. Pour 

déterminer la répétabilité inter-jours, 12 extractions d’un même échantillon de sol ont été 

répétées sur trois jours différents pour les quatre sols de référence. La répétabilité inter-jours a 

été mesurée à partir du pool de des 36 valeurs de biomasse obtenues pour chaque sol de 

référence. Enfin la répétabilité entre différents manipulateurs a été étudiée en effectuant 12 

extractions d’un même échantillon de sol par trois manipulateurs différents, un expérimenté 

(~ 2000 extractions), un intermédiaire (~ 500 extractions) et un novice (0 extraction) pour les 

quatre sols de référence. La répétabilité inter-jours a été mesurée à partir du pool des 36 

valeurs de biomasse obtenues pour chaque sol de référence. Au total 144 extractions d’ADN 

microbien du sol ont été effectuées 

2.1.b. Variabilité biologique vs variabilité technique de la biomasse moléculaire microbienne 

 Afin de comparer la variabilité méthodologique de la biomasse obtenue pour un 

échantillon de sol avec la variabilité biologique retrouvée sur le terrain, trois parcelles 

d’environ 1 ha et présentant des modes d’usage différents ont été échantillonnées en automne 

2010 sur le paysage de Fénay (département 21) : une parcelle sous prairie temporaire semée 

avec un mélange contenant principalement du ray-grass, de la fétuque et du trèfle, non pâturée 

et régulièrement fauchée depuis 2002 ; une parcelle sous culture de blé sans labour, et une 

parcelle sous culture de blé avec labour. Comme précédemment, les sols ont été 

échantillonnés sur l’horizon 0-20cm, lyophilisés à -80°C et stockés au conservatoire GenoSol 

à -40°C. Pour chaque parcelle, les propriétés physicochimiques du sol ont été déterminées par 

le Laboratoire d’Analyse des Sols de l’INRA (Arras, France, http://www5.lille.inra.fr/las) et 

sont présentées dans le Tableau II.2. 

 
Tableau II.2. Texture et caractéristiques physico-chimiques des trois parcelles de référence, (n = 60) 

Argiles (<2 µm) Limons (2/50 µm) Sables (50/2000 µm) Carbone organique (C) Azote total (N)

Prairie 37 ± 5 55 ± 5 8 ± 1 8,2 ± 0,1 21,8 ± 2,8 1,83 ± 0,24 11,9 ± 0,7

Culture sans labour 44 ± 4 50 ± 4 5 ± 1 7,8 ± 0,3 18,9 ± 0,8 1,91 ± 0,19 9,9 ± 07

Culture avec labour 40 ± 4 54 ± 4 6 ± 1 8,0 ± 0,5 14,7 ± 1,0 1,31 ± 0,10 11,3 ± 0,5

Sol pH C/N
g/kg g/kg
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 Sur chaque parcelle, 60 échantillons de sol ont été prélevés suivant une grille 

systématique carrée avec un pas de 12 m totalisant 50 points d’échantillonnage par parcelle 

auxquels ont été ajoutés 10 points distribués aléatoirement. A partir des 60 valeurs de 

biomasse moléculaire microbienne obtenues sur chaque parcelle, 6 échantillonnages aléatoires 

ont été effectués (3, 5, 10, 20, 30 et 60 valeurs). Ces échantillonnages ont été réalisés afin de 

déterminer le nombre minimal de réplicas nécessaires pour obtenir une vision exhaustive de la 

biomasse de la parcelle et de définir si la variabilité spatiale est supérieure à la variabilité 

technique.  

2.2. Extraction et quantification de l’ADN des sols  

 Le protocole d’extraction d’ADN utilisé a été décrit dans l’étude de Plassart et al. 

(2012). Il consiste à utiliser 1 g d’échantillon de sol (poids sec) broyé avec 5 mL d’un tampon 

contenant 100 mM de TRIS (pH 8), 100 mM d’EDTA (pH 8), 100 mM de NaCl et 2% 

(poids/volume) de SDS. 4 billes de verre de 4 mm, 2,5 g de billes de céramique de 1,4 mm et 

2 g de billes de silice de 0,106 mm sont également ajoutés dans un tube Falcon de 15 mL et 

les échantillons sont homogénéisés 3 x 30 secondes à 4 m/sec dans l’agitateur FastPrep (MP 

Biomedicals, Illkirch, France). Les échantillons sont ensuite incubés au bain-marie pendant 30 

minutes à 70°C puis centrifugés à 7000g pendant 5 minutes à 20°C. Les surnageants sont 

collectés et incubés 10 minutes dans la glace avec 1/10 du volume de 3 M d’acétate de 

potassium (pH 5,5) et centrifugés à 14000g pendant 5 minutes. Après précipitation avec un 

volume d’isopropanol glacial, les acides nucléiques sont nettoyés avec de l’éthanol à 70%, 

séchés à l’étuve à 60°C et resuspendus dans 200 L d’eau ultra-pure stérile. Les échantillons 

d’ADN bruts sont révélés par électrophorèse sur un gel d’agarose calibré à 1% avec du 

bromure d’éthidium et photographiés par une caméra (Biocapt). Une gamme d’ADN de 

thymus de veau est incluse sur chaque gel et une courbe standard de concentration d’ADN est 

utilisée pour estimer  la concentration finale d’ADN de l’échantillon brut. L’intensité de 

fluorescence du bromure d’éthidium est mesurée avec le logiciel ImageQuaNT®. 

2.3. Analyses statistiques 

 Les valeurs de biomasse moléculaire microbienne obtenues ont été comparées entre 

elles avec le test de Kruskal-Wallis (utilisation du logiciel R). Pour chaque sol de référence, la 

variabilité méthodologique de l’indicateur a été exprimée en pourcentages de variation de 

l’écart-type par rapport à la valeur moyenne de biomasse microbienne.  
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3. Résultats et Discussion 

3.1. Variabilité méthodologique du bioindicateur  

3.1.a. Réplicabilité de la biomasse moléculaire microbienne  

 La réplicabilité de la biomasse microbienne a été déterminée en effectuant 12 

extractions d’ADN à partir d’un même échantillon de sol, et ce pour les quatre sols choisis 

comme références de par leurs caractéristiques pédo-climatiques et leur mode d’usage 

différents. Les biomasses ont été quantifiées et les valeurs représentées dans la Figure II.1. En 

fonction du sol de référence, les valeurs moyennes de biomasse diffèrent. En effet le sol de 

Réthoville présente la valeur moyenne de biomasse la plus faible, (28 µg d’ADN/g sol) alors 

que le sol de Breuil, sous forêt et sans travail du sol, présente une biomasse très élevée (± 188 

µg d’ADN/g sol). Les sols d’Epoisses et de Lusignan se positionnent quant à eux de façon 

intermédiaire entre ces deux extrêmes, avec des valeurs atteignant respectivement  70 et 42 µg 

d’ADN/g sol. Ces résultats sont en accord avec les données de la littérature qui montrent que 

la biomasse microbienne est généralement plus élevée dans les sols sous forêt que dans les 

sols sous culture (Constancias et al., 2015; Dequiedt et al., 2011). Ceci peut s’expliquer d’une 

part par la plus forte teneur en carbone généralement observée dans les sols sous forêt ainsi 

que par l’absence de travail du sol qui permet le maintien de l’intégrité de l’habitat microbien 

(Alvarez & Alvarez, 2000; Lienhard et al., 2013). A l’opposé, la faible valeur de biomasse 

observée dans le sol de Réthoville peut être attribuée d’une part à la faible teneur en carbone, 

à la texture sableuse de ce sol limitant la disponibilité en substrats pour la croissance 

microbienne, au pH acide de ce sol  (Dequiedt et al., 2011; Garbeva et al., 2004; Rousk et al., 

2010; Yao et al., 2000), mais aussi au mode d’usage représenté par une monoculture de maïs 

avec labour. Dans le cadre de notre étude, ces résultats confirment donc que la biomasse 

moléculaire microbienne est influencée par les propriétés physicochimiques et le mode 

d’usage (Dequiedt et al., 2011; Maron et al., 2011; Ranjard et al., 2009).  

 La réplicabilité de la biomasse moléculaire a été déterminée (Figure II.1). Les résultats 

montrent qu’elle varie en fonction des sols. Elle est élevée (environ 10% de variation) dans 

les deux sols d’Epoisses et de Breuil présentant des niveaux de biomasse élevés, et plus faible 

(environ 18% de variation) dans les deux autres sols qui présentaient des biomasses faibles. 

Ces résultats montrent donc que la réplicabilité de l’indicateur augmente avec la teneur en 

biomasse du sol.  
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Figure II.1. Biomasses moléculaires microbiennes (µg ADN/g sol) obtenues pour les sols d’Epoisses, Lusignan, 

Réthoville et Breuil. La significativité des différences de biomasses a été mesurée avec le test de Kruskal-Wallis 

(p<0,0001). La réplicabilité correspond aux pourcentages de variation de l’écart-type par rapport à la valeur 

moyenne de biomasse moléculaire microbienne. 

 L’étude de ces quatre sols permet d’obtenir une gamme de variation de la réplicabilité 

de la biomasse moléculaire microbienne entre 10 et 18 %. Cette variation, qui peut paraître 

importante, comprend une séquence technique complexe qui va de la pesée du sol jusqu’à la 

quantification de l’ADN microbien sur gel d’agarose. Elle est en conséquence plutôt faible 

lorsque l’on intègre toutes les étapes techniques qui pourraient l’expliquer. 

3.1.b. Répétabilité inter-jours de la biomasse moléculaire microbienne  

 Afin de déterminer la répétabilité inter-jours du bioindicateur, les extractions d’ADN 

et les quantifications de biomasses moléculaires microbiennes ont été répétées sur trois jours 

différents pour les quatre sols de références (Jour 1, Jour 2, Jour 3) par le même manipulateur 

et toutes les valeurs de biomasse moléculaire ont été poolées pour obtenir un échantillon 

« Inter-jours » permettant d’évaluer la répétabilité de la mesure de biomasse moléculaire. 

Pour trois des quatre sols étudiés (Lusignan, Réthoville et Breuil), les résultats montrent que 

les biomasses microbiennes varient significativement en fonction du jour d’analyse (Figure 

II.2). Il est toutefois important de noter que ces variations ne modifient pas la hiérarchie entre 

les 4 sols.  
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Figure II.2. Biomasses moléculaires microbiennes (µg ADN/g sol) obtenues les trois jours d’analyse (Jour 1, 

Jour 2, Jour 3) ainsi que les valeurs des trois jours poolées (Inter-jours) pour les quatre sols de références (A) 

Epoisses, (B) Lusignan, (C) Réthoville, (D) Breuil. Les significativités des différences de biomasses ont été 

mesurées avec le test de Kruskal-Wallis.  

 Pour chaque sol, la réplicabilité ne change pas en fonction du jour d’extraction  

(Tableau II.3). Cependant les différences de biomasse observées entre les différents jours 

d’analyse entraînent une diminution de la répétabilité de l’indicateur (Tableau II.3), avec des 

variations de quantification de biomasse s’élevant  à 17,4 % pour Breuil, de 22,6 % pour 

Lusignan, de 23,6 % pour Réthoville. Pour le sol d’Epoisses dont les valeurs de biomasse 

entre les différents jours d’analyse étaient les plus stables la répétabilité est supérieure avec 

seulement 12,7 % de variation (Figure II.2). Cette meilleure répétabilité de la biomasse 

moléculaire pourrait être expliquée par la texture de ce sol. En effet ce sol est composé 

principalement d’argiles (50%) et de limons (43%), et possède donc une structure fine qui 

entraîne une meilleure homogénéisation des communautés microbiennes dans ces 

environnements protégés. Pour ces quatre sols de référence, la répétabilité de la biomasse est 

inférieure à sa réplicabilité. 
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Tableau II.3. Etude des réplicabilités intra-jour et de la répétabilité inter-jours de la biomasse moléculaire 

microbienne mesurées en termes de pourcentages de variation de l’écart-type par rapport à la valeur moyenne de 

biomasse moléculaire microbienne. 

 L’ensemble de ces résultats montre que la variabilité de la biomasse est augmentée 

lorsque l’extraction d’ADN est effectuée sur plusieurs jours. Il est donc important de travailler 

au maximum le même jour pour extraire l’ADN des sols et le quantifier. Si cela n’est pas 

possible techniquement, il devient nécessaire de gérer les échantillons de sol de façon 

aléatoire, sans les trier en fonction du mode d’usage et des caractéristiques physico-chimiques 

des sols afin de limiter le biais inhérent à la répétabilité de la méthode. 

3.1.c. Répétabilité inter-manipulateurs de la biomasse moléculaire microbienne 

 La répétabilité inter-manipulateurs de la biomasse moléculaire microbienne a été 

déterminée en effectuant 12 extractions d’ADN à partir d’un même échantillon de sol par un 

manipulateur expérimenté, un manipulateur moins expérimenté et un manipulateur novice. 

Cette expérimentation a été menée pour les quatre sols de référence. Les valeurs de biomasse 

moléculaire ont été poolées pour obtenir un échantillon « Inter-manipulateurs ».  Pour chaque 

sol, il a été constaté que le manipulateur novice biaise les valeurs moyennes de biomasse 

moléculaire en obtenant des valeurs toujours inférieures à celles obtenues par les 

expérimentateurs expert et intermédiaire. Les valeurs obtenues par ces deux derniers sont en 

revanche similaires (Figure II.3).  

 Pour un même sol, la réplicabilité ne varie pas en fonction de l’expérimentateur  

(Figure II.3). En revanche, le biais dû au manipulateur novice lors de la quantification de la 

biomasse diminue la répétabilité de l’indicateur. En effet, la variabilité de la répétabilité inter-

manipulateurs varie de 16,7 % pour Breuil (variation de la réplicabilité de 9,9 %)  à 31,8 % 

pour Lusignan (au lieu de 18,2 %, Tableau II.4). 

Sol
Réplicabilité Jour 1 

(% variation)

Réplicabilité Jour 2 

(% variation)

Réplicabilité Jour 3 

(% variation)

Répétabilité inter-

jours (% variation)

Epoisses 10,9 10,3 14,8 12,7

Lusignan 18,2 16,6 13,1 22,6

Réthoville 17,9 26,7 18,7 23,6

Breuil 13,5 10,6 9,9 17,4
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Figure II.3. Biomasses moléculaires microbiennes (µg ADN/g sol) obtenues par les manipulateurs expérimenté 

(Exp.), intermédiaire (Inter.) et novice pour les quatre sols de références (A) Epoisses, (B) Lusignan, (C) 

Réthoville, (D) Breuil. Les significativités des différences de biomasses ont été mesurées avec le test de Kruskal-

Wallis. 

 
Tableau II.4. Etude des réplicabilités intra-manipulateur et de la répétabilité inter-manipulateurs de la biomasse 

moléculaire microbienne mesurées en termes de pourcentages de variation de l’écart-type par rapport à la valeur 

moyenne de biomasse moléculaire microbienne. 

 Cette étude a montré une augmentation de la variabilité du bioindicateur et donc une 

baisse de sa répétabilité due à une diminution de l’efficacité d’extraction de l’ADN des 

différents sols par le manipulateur novice, probablement en raison d’une moins bonne 

maitrise du protocole d’extraction et de ses « astuces » techniques. 
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(% variation)

Réplicabilité Intermédiaire 

(% variation)

Réplicabilité Novice 

(% variation)
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manipulateurs (% variation)

Epoisses 17,5 14,8 10,9 26,1

Lusignan 18,7 18,2 16,5 31,8

Réthoville 28,8 17,9 22,7 29,8

Breuil 11,3 9,9 14,5 16,7
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3.1.d. Conclusion sur la robustesse technique la biomasse moléculaire microbienne 

 Toutes les analyses effectuées dans ce travail montrent que la fidélité technique du 

bioindicateur peut varier en fonction du sol mais que les variabilités techniques ne masquent 

pas les différences entre les sols. Pour illustration, les différentes valeurs de réplicabilité, de 

répétabilité inter-jours et de répétabilité inter-manipulateurs obtenues pour chacun des 4 sols 

sont représentées sur la Figure II.4. Comme le montre cette figure, la réplicabilité est toujours 

meilleure que la répétabilité inter-jours ou  inter-manipulateurs. Ces analyses nous permettent 

d’évaluer une variabilité générale d’environ 20% de la biomasse moléculaire microbienne 

obtenue avec cette méthode d’extraction. La connaissance de cette valeur est importante, car 

la biomasse moléculaire microbienne étant utilisée en routine comme bioindicateur microbien 

de la qualité d’un sol, elle va permettre de faire des diagnostics robustes, en intégrant cette 

variabilité dans le diagnostic. 

 
Figure II.4. Schéma récapitulatif de la variabilité technique du bioindicateur (pourcentages de variation de 

l’écart-type).  

 Ces travaux permettent aussi de proposer des préconisations pour minimiser les biais 

inhérents aux différentes étapes techniques de la mesure de l’indicateur et garantir la qualité 

des résultats générés dans le cadre d’une utilisation en routine avec le moins de variabilité 

possible :  

- pour chaque échantillonnage, un seul manipulateur expérimenté doit effectuer les analyses, 

ce qui permettra de supprimer la variabilité inter-manipulateurs et ainsi de diminuer la gamme 

de variation du bioindicateur. 

- les analyses seront effectuées au maximum le même jour pour limiter la variabilité entre 

différents jours d’analyse. Il est donc nécessaire de garder le même expérimentateur pour un 
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même projet et de travailler sur plusieurs jours, plutôt que de faire appel à plusieurs 

techniciens différents pour effectuer une analyse le même jour. 

- seule la variation de la réplicabilité du bioindicateur ne pourra pas être éliminée mais 

améliorée par une formation accrue du technicien et une standardisation encore plus 

importante des étapes techniques. 

  3.2. Variabilité biologique du bioindicateur 

 Afin de déterminer la variabilité biologique de la biomasse microbienne moléculaire 

mesurée au terrain, les biomasses moléculaires microbiennes de trois parcelles d’environ 1 ha 

et représentatives d’un gradient d’intensité d’usage du sol (une prairie, une culture sans labour 

et une culture avec labour) échantillonnées en automne 2010 sur le paysage de Fénay 

(département 21) ont été analysées. Pour chaque parcelle, 6 échantillonnages aléatoires ont été 

effectués (3, 5, 10, 20, 30 et 60 valeurs de biomasse microbienne) afin de déterminer le 

nombre minimal de réplicas nécessaires pour obtenir une vision représentative de la parcelle. 

Les biomasses obtenues pour les six échantillonnages ont été représentées dans la Figure II.5. 

 Les résultats montrent que les valeurs moyennes de biomasse diffèrent entre les trois 

parcelles, avec Prairie (± 70 µg d’ADN/g sol) > Culture sans labour (± 50 µg d’ADN/g sol) > 

Culture avec labour (± 37 µg d’ADN/g sol). Ces résultats montrent que la biomasse 

moléculaire diminue avec l’augmentation de l’intensité d’usage agricole du sol. Dans notre 

étude, cette décroissance peut être attribuée (i) au travail du sol dont l’effet négatif sur la 

biomasse via la destruction de l’habitat microbiens et la rupture des hyphes mycéliens est bien 

décrit dans la littérature (Aslam et al., 1999; Helgason et al., 2010; Jacinthe & Lal, 2009; 

Lienhard et al., 2013), (ii) à la teneur du sol en carbone qui décroit avec l’intensité d’usage du 

sol (Tableau 2) et qui détermine la disponibilité en substrats pour supporter le développement 

microbien (Banerjee et al., 2006; Wright et al., 2005). Dans le cas de la prairie, la présence de 

plantes pérennes peut aussi expliquer l’augmentation de biomasse observée car elle est 

associée à la libération d’exsudats racinaires reconnus pour stimuler la biomasse microbienne 

(Kanová et al., 2010; Purakayastha et al., 2009). Contrairement aux 4 sols de la partie 

précédente, la texture du sol ne peut en revanche pas expliquer les différences observées car 

elle est similaire entre les trois parcelles.  

L’analyse de la valeur moyenne de biomasse moléculaire mesurée à partir 

d’échantillonnages comprenant un nombre croissant d’échantillons (3/5/10/20/30/60) montre 

que pour chaque sol, une valeur de biomasse représentative de la parcelle est obtenue à partir 
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de 3 échantillons choisis aléatoirement (Figure II.5). En effet, les valeurs moyennes de 

biomasse retrouvées dès trois échantillons sont similaires à celles retrouvées pour soixante 

échantillons de sol.  

 
Figure II.5. Biomasses moléculaires microbiennes obtenues par six échantillonnages aléatoires (3, 5, 10, 20, 30, 

60 valeurs) pour les sols de (A) Culture avec labour, (B) Culture sans labour, (C) Prairie. Les significativités des 

différences de biomasses ont été mesurées avec le test de Kruskal-Wallis. 

 Bien que les valeurs moyennes de biomasse soient représentatives de la parcelle dès 

trois échantillons, la gamme de variation entre les différentes mesures augmente lorsque peu 

d’échantillons sont prélevés. Plus précisément, les résultats montrent que pour les parcelles 

« Culture sans labour » et « Prairie », les échantillonnages aléatoires de trois et cinq valeurs 

de biomasse présentent des variabilités supérieures aux échantillonnages comprenant plus de 

valeurs. 

 La gamme de variation des valeurs mesurées varie entre les trois parcelles, et ce quel 

que soit le nombre d’échantillons pris en compte. Plus précisément, nos résultats montrent que 

la variabilité au terrain diminue avec l’intensité d’usage du sol selon le gradient Culture avec 

labour (16% de variation) < Culture sans labour (20% de variation) < Prairie (25% de 

variation) (Figure II.6). Dans notre étude, le travail du sol peut contribuer à expliquer ces 

résultats car le labour est connu pour homogénéiser le sol et donc réduire l’hétérogénéité à 

B
io

m
a

s
s

e
 m

ic
ro

b
ie

n
n

e
 (

µ
g

 A
D

N
/g

 s
o

l)

0
  
 

2
0

  
4

0
  

  
6

0
  

  
8

0
  
 1

0
0

  
 1

2
0

B
io

m
a

s
s

e
 m

ic
ro

b
ie

n
n

e
 (

µ
g

 A
D

N
/g

 s
o

l)

B
io

m
a

s
s

e
 m

ic
ro

b
ie

n
n

e
 (

µ
g

 A
D

N
/g

 s
o

l)

n.s. n.s.

n.s.

A B

C

3        5         10         20         30  60 

0
  
 

2
0

  
4

0
  

  
6

0
  

  
8

0
  
 1

0
0

  
 1

2
0

3        5         10         20         30  60 

0
  
 

2
0

  
4

0
  

  
6

0
  

  
8

0
  
 1

0
0

  
 1

2
0

3        5         10         20         30  60 



 Chapitre II. Standardisation de deux bioindicateurs microbiens 

 
52 

 

l’échelle de la parcelle. Dans la prairie au contraire, l’absence de labour ainsi que la présence 

d’un couvert végétal plurispécifique et spatialement hétérogène (ray-grass, de la fétuque et du 

trèfle) peuvent expliquer l’augmentation de la variabilité de l’indicateur à l’échelle de la 

parcelle. 

 
Figure II.6. Schéma récapitulatif de la variabilité au terrain de la biomasse moléculaire microbienne 

(pourcentages de variation de l’écart-type). 

 Cette étude a permis de mettre en évidence le nombre d’échantillons de sol nécessaires 

pour obtenir une image représentative de la parcelle agricole. En effet, 3 à 10 échantillons de 

sol suffisent pour obtenir une vision exhaustive d’une parcelle d’environ un hectare quel que 

soit le mode d’usage et les caractéristiques physico-chimiques des sols. Ces résultats peuvent 

donc aider à mettre au point des stratégies d’échantillonnages en optimisant le nombre de 

réplicas de sol à prélever pour avoir une bonne représentativité. 

4. Conclusion  

 Cette étude a permis d’évaluer la fidélité technique de l’indicateur « biomasse 

moléculaire » et ainsi d’identifier les étapes clés du mode opératoire permettant de minimiser 

sa variabilité méthodologique. Elle a également démontré qu’un manipulateur novice biaise 

les résultats de biomasse retrouvés. Il est donc nécessaire d’avoir des techniciens formés aux 

techniques d’extraction d’ADN du sol pour améliorer la robustesse des analyses. Il est plus 

judicieux de faire travailler un seul expérimentateur sur plusieurs jours pour un même 
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échantillonnage plutôt que plusieurs expérimentateurs le même jour. L’ensemble de ces 

résultats montre aussi que l’hétérogénéité spatiale à l’échelle de la parcelle induit une 

variabilité de l’indicateur, dont l’importance dépend du mode d’usage. Cette variabilité ne 

remet toutefois pas en cause la capacité de l’indicateur à discriminer les différents modes 

d’usage. Dans une optique de diagnostique, nos résultats montrent qu’un nombre de trois 

répétitions peut être suffisant pour obtenir des valeurs moyennes représentatives de la 

parcelle. En revanche, le nombre d’échantillons doit être supérieur si l’objectif est de capter 

l’hétérogénéité spatiale de la parcelle. 

5. Références bibliographiques 

Alvarez, C. R., & Alvarez, R. (2000). Short-term effects of tillage systems on active soil microbial biomass. 
Biology and Fertility of Soils, 31(2), 157–161. http://doi.org/10.1007/s003740050639 

Aslam, T., Choudhary, M. A., & Saggar, S. (1999). Tillage impacts on soil microbial biomass C, N and P, 
earthworms and agronomy after two years of cropping following permanent pasture in New Zealand. Soil 

and Tillage Research, 51(1–2), 103–111. http://doi.org/http://dx.doi.org/10.1016/S0167-1987(99)00032-X 

Banerjee, B., Aggarwal, P. K., Pathak, H., Singh, A. K., & Chaudhary, A. (2006). Dynamics of Organic Carbon 
and Microbial Biomass in Alluvial Soil With Tillage and Amendments in Rice-wheat Systems. 
Environmental Monitoring and Assessment, 119(1-3), 173–189. http://doi.org/10.1007/s10661-005-9021-8 

Christensen, M. (1989). A view of fungal ecology. Mycologia, 1–19. 

Constancias, F., Terrat, S., Saby, N. P. A., Horrigue, W., Villerd, J., Guillemin, J.-P., … Chemidlin Prévost-
Bouré, N. (2015). Mapping and determinism of soil microbial community distribution across an 
agricultural landscape. MicrobiologyOpen, 4(3), 505–517. http://doi.org/10.1002/mbo3.255 

Curtis, T. P., & Sloan, W. T. (2005). Exploring Microbial Diversity— A Vast Below. Science, 39(1998), 2004–
2006. http://doi.org/10.1126/science.1118176 

Dequiedt, S., Saby, N. P. A., Lelievre, M., Jolivet, C., Thioulouse, J., Toutain, B., … Ranjard, L. (2011). 
Biogeographical patterns of soil molecular microbial biomass as influenced by soil characteristics and 
management. Global Ecology and Biogeography, 20(4), 641–652. http://doi.org/10.1111/j.1466-
8238.2010.00628.x 

Garbeva, P., van Veen, J. A., & van Elsas, J. D. (2004). MICROBIAL DIVERSITY IN SOIL: Selection of 
Microbial Populations by Plant and Soil Type and Implications for Disease Suppressiveness. Annual 

Review of Phytopathology, 42(1), 243–270. http://doi.org/10.1146/annurev.phyto.42.012604.135455 

Gobat, J. M., Aragno, M., & Matthey, W. (2010). Le sol vivant: bases de pédologie, biologie des sols. 

Helgason, B. L., Walley, F. L., & Germida, J. J. (2010). No-till soil management increases microbial biomass 
and alters community profiles in soil aggregates. Applied Soil Ecology, 46(3), 390–397. 
http://doi.org/10.1016/j.apsoil.2010.10.002 

Jacinthe, P.-A., & Lal, R. (2009). Tillage Effects on Carbon Sequestration and Microbial Biomass in Reclaimed 
Farmland Soils of Southwestern Indiana. Soil Science Society of America Journal, 73(2), 605. 
http://doi.org/10.2136/sssaj2008.0156 

Jolivet, C., Arrouays, D., & Boulonne, L. (2008). Le Réseau de mesures de la Qualité des sols de France ( RmQs 
) Etat d ’ avancement et premiers résultats. Etude et Gestion Des Sols, 13, 149–164. 



 Chapitre II. Standardisation de deux bioindicateurs microbiens 

 
54 

 

Kanová, H., Carre, J., Vránová, V., Rejsek, K., & Formánek, P. (2010). Organic compounds in root exudates of 
Miscanthus x Giganteus Greef et Deu and limitation of microorganisms in its rhizosphere by nutrients. 
Acta Universitatis Agriculturae et Silviculturae Mendelianae Brunensis. 

Lejon, D. P. H., Nowak, V., Bouko, S., Pascault, N., Mougel, C., Martins, J. M. F., & Ranjard, L. (2007). 
Fingerprinting and diversity of bacterial copA genes in response to soil types, soil organic status and 
copper contamination. FEMS Microbiology Ecology, 61(3), 424–437. http://doi.org/10.1111/j.1574-
6941.2007.00365.x 

Lienhard, P., Tivet, F., Chabanne, A., Dequiedt, S., Lelièvre, M., Sayphoummie, S., … Ranjard, L. (2013). No-
till and cover crops shift soil microbial abundance and diversity in Laos tropical grasslands. Agronomy for 

Sustainable Development, 33(2), 375–384. http://doi.org/10.1007/s13593-012-0099-4 

Maron, P.-A., Mougel, C., & Ranjard, L. (2011). Soil microbial diversity: Methodological strategy, spatial 
overview and functional interest. Comptes Rendus Biologies, 334(5-6), 403–11. 
http://doi.org/10.1016/j.crvi.2010.12.003 

Marstorp, H., Guan, X., & Gong, P. (2000). Relationship between dsDNA, chloroform labile C and ergosterol in 
soils of different organic matter contents and pH. Soil Biology and Biochemistry, 32(6), 879–882. 
http://doi.org/10.1016/S0038-0717(99)00210-2 

Nicolardot, B., Bouziri, L., Bastian, F., & Ranjard, L. (2007). A microcosm experiment to evaluate the influence 
of location and quality of plant residues on residue decomposition and genetic structure of soil microbial 
communities. Soil Biology and Biochemistry, 39(7), 1631–1644. 
http://doi.org/10.1016/j.soilbio.2007.01.012 

Petric, I., Philippot, L., Abbate, C., Bispo, A., Chesnot, T., Hallin, S., … Martin-Laurent, F. (2011). Inter-
laboratory evaluation of the ISO standard 11063 “Soil quality — Method to directly extract DNA from soil 
samples.” Journal of Microbiological Methods, 84(3), 454–460. 
http://doi.org/10.1016/j.mimet.2011.01.016 

Plassart, P., Terrat, S., Thomson, B., Griffiths, R., Dequiedt, S., Lelievre, M., … Ranjard, L. (2012). Evaluation 
of the ISO Standard 11063 DNA Extraction Procedure for Assessing Soil Microbial Abundance and 
Community Structure. PLoS ONE, 7(9), e44279. Retrieved from 
http://dx.doi.org/10.1371/journal.pone.0044279 

Purakayastha, T. J., Smith, J. L., & Huggins, D. R. (2009). Microbial biomass and N cycling under native prairie, 
conservation reserve and no-tillage in Palouse soils. Geoderma, 152(3–4), 283–289. 
http://doi.org/http://dx.doi.org/10.1016/j.geoderma.2009.06.013 

Ranjard, L., Dequiedt, S., Jolivet, C., Saby, N. P. a, Thioulouse, J., Harmand, J., … Lemanceau, P. (2009). 
Biogeography of soil microbial communities: A review and a description of the ongoing French national 
initiative. Sustainable Agriculture, 2, 857–865. http://doi.org/10.1007/978-94-007-0394-0_37 

Ranjard, L., & Richaume, A. (2001). Quantitative and qualitative microscale distribution of bacteria in soil. 
Research in Microbiology, 152(8), 707–716. http://doi.org/10.1016/S0923-2508(01)01251-7 

Rousk, J., Baath, E., Brookes, P. C., Lauber, C. L., Lozupone, C., Caporaso, J. G., … Fierer, N. (2010). Soil 
bacterial and fungal communities across a pH gradient in an arable soil. Isme Journal, 4, 1340–1351. 
http://doi.org/10.1038/ismej.2010.58 

Terrat, S., Christen, R., Dequiedt, S., Lelièvre, M., Nowak, V., Regnier, T., … Ranjard, L. (2012). Molecular 
biomass and MetaTaxogenomic assessment of soil microbial communities as influenced by soil DNA 
extraction procedure. Microbial Biotechnology, 5(1), 135–141. http://doi.org/10.1111/j.1751-
7915.2011.00307.x 

Vance, E. D., Brookes, P. C., & Jenkinson, D. S. (1987). An extraction method for measuring soil microbial 
biomass C. Soil Biology and Biochemistry, 19(6), 703–707. http://doi.org/10.1016/0038-0717(87)90052-6 



 Chapitre II. Standardisation de deux bioindicateurs microbiens 

 
55 

 

Widmer, F., Rasche, F., Hartmann, M., & Fliessbach, A. (2006). Community structures and substrate utilization 
of bacteria in soils from organic and conventional farming systems of the DOK long-term field 
experiment. Applied Soil Ecology, 33(3), 294–307. http://doi.org/10.1016/j.apsoil.2005.09.007 

Wright, A. L., Hons, F. M., & Matocha Jr., J. E. (2005). Tillage impacts on microbial biomass and soil carbon 
and nitrogen dynamics of corn and cotton rotations. Applied Soil Ecology, 29(1), 85–92. 
http://doi.org/http://dx.doi.org/10.1016/j.apsoil.2004.09.006 

Yao, H., He, Z., Wilson, M., & Campbell, C. (2000). Microbial Biomass and Community Structure in a 
Sequence of Soils with Increasing Fertility and Changing Land Use. Microbial Ecology, 40(3), 223–237. 
http://doi.org/10.1007/s002480000053 

http://www5.lille.inra.fr/las 

http://www2.dijon.inra.fr/plateforme_genosol/plateforme-genosol 

 



Chapitre II. Standardisation de deux bioindicateurs microbiens 

 
56 

 

 

 

 

 

 

Partie B : 

La diversité taxonomique des bactéries et des 
champignons : robustesse technique 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 Chapitre II. Standardisation de deux bioindicateurs microbiens 

 
57 

 

 Ces dernières années, de nombreux efforts ont été consacrés à l’optimisation des 

procédures d’extraction d’ADN des sols dans le but d’obtenir des échantillons adaptés et 

représentatifs permettant une bonne caractérisation aussi bien quantitative que qualitative des 

communautés microbiennes (Petric et al., 2011; Terrat et al., 2012). Des outils d’empreinte 

moléculaire tels que la RISA (rRNA Intergenic Spacer Analysis, Ranjard et al., 2000), la 

DGGE (Denaturing Gradient Gel Electrophoresis) ou encore la TGGE (Temperature Gradient 

Gel Electrophoresis, Muyzer & Smalla, 1998) permettaient d’obtenir la structure génétique 

des communautés par génotypage à partir de l’ADN du sol obtenu avec ces procédures 

d’extraction adaptées. De nos jours des outils de pointe tel que le séquençage massif 

permettent d’avoir accès à la diversité microbienne, un second bioindicateur microbien, et 

d’effectuer des inventaires taxonomiques avec une relativement bonne exhaustivité. La 

diversité des communautés bactériennes et de champignons est un bioindicateur qualitatif très 

précis rendant compte aussi bien de la diversité par la mesure d’indices (i.e. richesse, 

evenness, Shannon), que de la structure et de la composition taxonomique des communautés. 

Les outils permettant sa détermination sont toutefois très sensibles et il paraît donc important 

de réévaluer si les procédures d’extraction d’ADN des sols sont toujours adaptées pour ces 

nouvelles technologies, afin de confirmer ou non leur capacité à estimer la diversité 

taxonomique bactérienne et de champignons et de déterminer le protocole le plus efficace 

pour des études de métagénomique.  

 Une étude menée par Plassart et al. en 2012 a permis de déterminer l’influence de trois 

procédures d’extraction d’ADN du sol sur la biomasse microbienne, les densités bactériennes 

et de champignons et les communautés (t-RFLP). Les trois procédures testées étaient la norme 

ISO 11063, un « protocole maison » (GnS-GII), et une norme ISO modifiée avec une lyse 

mécanique comme celle du « protocole maison » (ISOm). La biomasse moléculaire 

microbienne et les densités de bactéries et de champignons sont apparues supérieures lorsque 

que les extractions étaient effectuées avec les deux procédures non ISO 11063. Ils ont aussi 

montré que la structure des communautés de champignons étaient très dépendantes de la 

méthode d’extraction.  

 Dans ce contexte, le deuxième travail expérimental de ma thèse a été d’évaluer 

l’influence de ces trois mêmes procédures d’extraction d’ADN sur la diversité taxonomique 

des communautés de bactéries et de champignons à partir des mêmes sols de référence, et 

ainsi de déterminer la robustesse technique de l’analyse de la diversité microbienne allant de 
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l’étape d’extraction d’ADN du sol à l’analyse bioinformatique et de déterminer la procédure 

d’extraction la plus efficace pour des études intégratives de métagénomique microbienne du 

sol.  

 Cette étude est présentée sous la forme d’un article scientifique publié en 2015 dans 

Microbial biotechnology. 
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Fig. S1. Rarefaction curves of bacterial and fungal OTUs detected in soils according to extraction procedures. 
Each plot represents the three replicates of each DNA extraction procedure (ISO-11063 in green, GnS-GII in red 
and ISOm in blue) for a given soil (C, E, F, L or R).  
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Table S1. Detailed hit frequencies (%) of the in silico analysis of the F479/R888 primer set for Bacteria, 
Archaea, and Eukaryota. The analysis allowed k mismatches, k ranging from 0 (original primer set sequences) to 
1 (test of primer set sequences with one tolerated mismatch). The sequences investigated were SILVA, and 
direct extraction of every SSU rRNA sequence from EMBL using acnuc, and also a dedicated reference database 
of 18S eukaryotic sequences which have been thoroughly analyzed and annotated. 

 

Origin Phylum Class

Total number 

of sequences k = 0 k = 1 k = 0 k = 1

Chloroplast Cyanobacteria Chloroplast 4389 4036 4248 92 96,8
Mitochondria Proteobacteria Alphaproteobacteria 567 347 389 61,2 68,6

Archaea Crenarchaeota AK31 31 30 30 96,8 96,8
Archaea Crenarchaeota AK56 10 9 9 90 90
Archaea Crenarchaeota AK59 63 56 58 88,9 92,1
Archaea Crenarchaeota AK8 11 8 9 72,7 81,8
Archaea Crenarchaeota D-F10 15 12 13 80 86,7
Archaea Crenarchaeota FS243A-60 10 9 10 90 100
Archaea Crenarchaeota OPPD003 7 7 7 100 100
Archaea Crenarchaeota Papm3A43 2 2 2 100 100
Archaea Crenarchaeota TOTO-A6-15 3 3 3 100 100
Archaea Crenarchaeota Thermoprotei 1045 936 1007 89,6 96,4
Archaea Crenarchaeota Z273FA48 2 1 2 50 100
Archaea Crenarchaeota pMC2A209 5 2 2 40 40
Archaea Crenarchaeota pSL12 13 13 13 100 100
Archaea Euryarchaeota Archaeoglobi 115 104 112 90,4 97,4
Archaea Euryarchaeota Halobacteria 3742 2865 3475 76,6 92,9
Archaea Euryarchaeota Methanobacteria 1557 1439 1503 92,4 96,5
Archaea Euryarchaeota Methanococci 141 124 133 87,9 94,3
Archaea Euryarchaeota Methanomicrobia 5358 4898 5148 91,4 96,1
Archaea Euryarchaeota Methanopyri 13 0 13 0 100
Archaea Euryarchaeota Thermococci 386 334 346 86,5 89,6
Archaea Euryarchaeota Thermoplasmata 4068 3238 3809 79,6 93,6
Archaea Euryarchaeota pCIRA-13 3 2 3 66,7 100

Bacteria Acidobacteria Acidobacteria 8048 7604 7907 94,5 98,2
Bacteria Acidobacteria Holophagae 953 899 935 94,3 98,1
Bacteria Acidobacteria RB25 279 267 277 95,7 99,3
Bacteria Actinobacteria Acidimicrobiia 3783 1902 3705 50,3 97,9
Bacteria Actinobacteria Actinobacteria 33891 29468 33349 86,9 98,4
Bacteria Actinobacteria Coriobacteria 1759 1613 1712 91,7 97,3
Bacteria Actinobacteria FFCH16263 2 2 2 100 100
Bacteria Actinobacteria KIST-JJY010 3 3 3 100 100
Bacteria Actinobacteria MB-A2-108 199 185 192 93 96,5
Bacteria Actinobacteria Nitriliruptoria 91 88 90 96,7 98,9
Bacteria Actinobacteria OPB41 90 82 86 91,1 95,6
Bacteria Actinobacteria Rubrobacteria 234 35 217 15 92,7
Bacteria Actinobacteria TakashiAC-B11 16 16 16 100 100
Bacteria Actinobacteria Thermoleophilia 1113 1049 1093 94,2 98,2
Bacteria Aquificae Aquificae 890 793 870 89,1 97,8
Bacteria Armatimonadetes Armatimonadia 144 122 141 84,7 97,9
Bacteria Bacteroidetes AMV16 16 16 16 100 100
Bacteria Bacteroidetes BD2-2 214 193 204 90,2 95,3
Bacteria Bacteroidetes BSV13 49 48 49 98 100
Bacteria Bacteroidetes Bacteroidia 45142 42677 44306 94,5 98,1
Bacteria Bacteroidetes Cytophagia 3610 3204 3550 88,8 98,3
Bacteria Bacteroidetes DUNssu192 4 4 4 100 100
Bacteria Bacteroidetes Flavobacteria 9328 8801 9109 94,4 97,7
Bacteria Bacteroidetes Ika33 8 8 8 100 100
Bacteria Bacteroidetes ML602M-17 11 11 11 100 100
Bacteria Bacteroidetes SB-1 186 172 182 92,5 97,8
Bacteria Bacteroidetes SB-5 92 87 90 94,6 97,8
Bacteria Bacteroidetes SM1A07 16 13 16 81,3 100
Bacteria Bacteroidetes Sphingobacteria 5252 4926 5131 93,8 97,7
Bacteria Bacteroidetes WCHB1-32 65 63 64 96,9 98,5
Bacteria Bacteroidetes vadinHA17 442 406 429 91,9 97,1
Bacteria Caldiserica Caldisericia 98 5 96 5,1 98
Bacteria Chlamydiae Chlamydiae 359 4 352 1,1 98,1
Bacteria Chlorobi Chlorobia 632 286 619 45,3 97,9
Bacteria Chlorobi Ignavibacteria 317 300 310 94,6 97,8
Bacteria Chloroflexi Anaerolineae 5618 1940 4730 34,5 84,2
Bacteria Chloroflexi Caldilineae 836 661 810 79,1 96,9
Bacteria Chloroflexi Chloroflexi 351 319 338 90,9 96,3
Bacteria Chloroflexi Dehalococcoidetes 205 187 195 91,2 95,1
Bacteria Chloroflexi Elev-1554 11 7 11 63,6 100
Bacteria Chloroflexi FS117-23B-02 16 14 14 87,5 87,5

Matched sequences Hit frequencies (% )
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Bacteria Chloroflexi FS118-62B-02 43 37 42 86 97,7
Bacteria Chloroflexi FW22 32 29 30 90,6 93,8
Bacteria Chloroflexi GIF3 46 38 46 82,6 100
Bacteria Chloroflexi GIF9 86 81 84 94,2 97,7
Bacteria Chloroflexi Gitt-GS-136 40 39 40 97,5 100
Bacteria Chloroflexi JG30-KF-CM66 102 99 102 97,1 100
Bacteria Chloroflexi JG37-AG-4 127 42 125 33,1 98,4
Bacteria Chloroflexi KD4-96 87 80 84 92 96,6
Bacteria Chloroflexi KZNMV-5-B42 2 2 2 100 100
Bacteria Chloroflexi Ktedonobacteria 376 353 371 93,9 98,7
Bacteria Chloroflexi MSB-5B2 8 7 8 87,5 100
Bacteria Chloroflexi Napoli-4B-65 24 22 24 91,7 100
Bacteria Chloroflexi P2-11E 28 23 27 82,1 96,4
Bacteria Chloroflexi S085 137 129 134 94,2 97,8
Bacteria Chloroflexi SHA-26 28 25 28 89,3 100
Bacteria Chloroflexi Sh765B-AG-111 94 93 94 98,9 100
Bacteria Chloroflexi TK10 152 144 150 94,7 98,7
Bacteria Chloroflexi Thermomicrobia 132 129 131 97,7 99,2
Bacteria Chloroflexi vadinBA26 169 150 166 88,8 98,2
Bacteria Chrysiogenetes Chrysiogenetes 9 7 8 77,8 88,9
Bacteria Cyanobacteria 4C0d-2 202 188 199 93,1 98,5
Bacteria Cyanobacteria Acaryochloris 15 14 14 93,3 93,3
Bacteria Cyanobacteria Brasilonema 12 10 10 83,3 83,3
Bacteria Cyanobacteria Chroogloeocystis 4 4 4 100 100
Bacteria Cyanobacteria ML635J-21 100 91 100 91 100
Bacteria Cyanobacteria MLE1-12 78 75 77 96,2 98,7
Bacteria Cyanobacteria Mastigocladopsis 7 7 7 100 100
Bacteria Cyanobacteria Merismopedia 16 16 16 100 100
Bacteria Cyanobacteria QB36 2 2 2 100 100
Bacteria Cyanobacteria SHA-109 131 117 129 89,3 98,5
Bacteria Cyanobacteria SM1D11 29 29 29 100 100
Bacteria Cyanobacteria SM2F09 11 11 11 100 100
Bacteria Cyanobacteria Snowella 7 7 7 100 100
Bacteria Cyanobacteria SubsectionI 2810 2631 2724 93,6 96,9
Bacteria Cyanobacteria SubsectionII 186 165 177 88,7 95,2
Bacteria Cyanobacteria SubsectionIII 1770 1699 1737 96 98,1
Bacteria Cyanobacteria SubsectionIV 1371 1319 1350 96,2 98,5
Bacteria Cyanobacteria SubsectionV 101 95 98 94,1 97
Bacteria Cyanobacteria WD272 54 54 54 100 100
Bacteria Deferribacteres Deferribacteres 1462 1403 1444 96 98,8
Bacteria Deinococcus-Thermus Deinococci 879 811 864 92,3 98,3
Bacteria Dictyoglomi Dictyoglomia 27 25 26 92,6 96,3
Bacteria Elusimicrobia Elusimicrobia 312 275 303 88,1 97,1
Bacteria Fibrobacteres Fibrobacteria 997 930 989 93,3 99,2
Bacteria Firmicutes Bacillales 1 0 0 0 0
Bacteria Firmicutes Bacilli 50612 47050 49319 93 97,4
Bacteria Firmicutes Clostridia 107605 99406 105039 92,4 97,6
Bacteria Firmicutes Erysipelotrichi 7251 6151 7047 84,8 97,2
Bacteria Firmicutes Lactobacillales 2 0 0 0 0
Bacteria Fusobacteria Fusobacteria 1706 1545 1618 90,6 94,8
Bacteria Gemmatimonadetes Gemmatimonadetes 1461 1370 1427 93,8 97,7
Bacteria Lentisphaerae Lentisphaeria 1033 466 988 45,1 95,6
Bacteria Nitrospirae Nitrospira 2198 2023 2139 92 97,3
Bacteria Planctomycetes 028H05-P-BN-P5 12 10 12 83,3 100
Bacteria Planctomycetes BD7-11 59 58 59 98,3 100
Bacteria Planctomycetes C47 3 3 3 100 100
Bacteria Planctomycetes MBMPE71 13 10 12 76,9 92,3
Bacteria Planctomycetes MD2896-B258 7 6 6 85,7 85,7
Bacteria Planctomycetes OM190 262 196 257 74,8 98,1
Bacteria Planctomycetes Phycisphaerae 1173 937 1141 79,9 97,3
Bacteria Planctomycetes Planctomycetacia 3726 2884 3625 77,4 97,3
Bacteria Planctomycetes SGST604 2 2 2 100 100
Bacteria Planctomycetes vadinHA49 75 60 73 80 97,3
Bacteria Proteobacteria ARKDMS-49 17 17 17 100 100
Bacteria Proteobacteria ARKICE-90 48 43 47 89,6 97,9
Bacteria Proteobacteria Alphaproteobacteria 46598 43100 45744 92,5 98,2
Bacteria Proteobacteria Betaproteobacteria 34843 33055 34180 94,9 98,1
Bacteria Proteobacteria CF2 67 66 67 98,5 100
Bacteria Proteobacteria Deltaproteobacteria 13429 10952 13144 81,6 97,9
Bacteria Proteobacteria Elev-16S-509 31 27 31 87,1 100
Bacteria Proteobacteria Epsilonproteobacteria 4861 49 4672 1 96,1
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Bacteria Proteobacteria FGL7S 6 5 6 83,3 100
Bacteria Proteobacteria Gammaproteobacteria 89316 84731 87512 94,9 98
Bacteria Proteobacteria JTB23 122 113 117 92,6 95,9
Bacteria Proteobacteria MACA-EFT26 5 5 5 100 100
Bacteria Proteobacteria Milano-WF1B-44 23 21 23 91,3 100
Bacteria Proteobacteria SC3-20 19 16 19 84,2 100
Bacteria Proteobacteria SK259 9 9 9 100 100
Bacteria Proteobacteria SPOTSOCT00m83 47 44 45 93,6 95,7
Bacteria Proteobacteria TA18 206 128 198 62,1 96,1
Bacteria Proteobacteria pItb-vmat-80 4 4 4 100 100
Bacteria Spirochaetes Spirochaetes 4615 3990 4207 86,5 91,2
Bacteria Synergistetes Synergistia 1672 1595 1654 95,4 98,9
Bacteria Tenericutes Mollicutes 3675 903 3361 24,6 91,5
Bacteria Thermodesulfobacteri Thermodesulfobacteria 106 99 104 93,4 98,1
Bacteria Thermotogae Thermotogae 736 625 712 84,9 96,7
Bacteria Verrucomicrobia Opitutae 521 472 513 90,6 98,5
Bacteria Verrucomicrobia Spartobacteria 753 30 717 4 95,2
Bacteria Verrucomicrobia Verrucomicrobiae 2312 42 2108 1,8 91,2

Eukaryota Choanoflagellida 1 0 0 0 0
Eukaryota Alveolata Apicomplexa 2037 0 140 0 6,9
Eukaryota Alveolata Chromerida 3 0 0 0 0
Eukaryota Alveolata Ciliophora 1666 0 1 0 0,1
Eukaryota Alveolata Dinophyceae 1772 0 3 0 0,2
Eukaryota Alveolata Ellobiopsidae 6 0 4 0 66,7
Eukaryota Alveolata Perkinsea 27 0 0 0 0
Eukaryota Alveolata Voromonas 1 0 0 0 0
Eukaryota Amoebozoa Archamoebae 1 0 0 0 0
Eukaryota Amoebozoa Centramoebida 324 0 0 0 0
Eukaryota Amoebozoa Flabellinea 47 0 24 0 51,1
Eukaryota Amoebozoa Mycetozoa 225 0 3 0 1,3
Eukaryota Amoebozoa Phalansterium 1 0 0 0 0
Eukaryota Amoebozoa Tubulinea 69 0 0 0 0
Eukaryota Apusozoa Ancyromonadidae 18 0 0 0 0
Eukaryota Apusozoa Apusomonadidae 18 0 0 0 0
Eukaryota Breviata 1 0 0 0 0
Eukaryota Carpediemonas 4 0 0 0 0
Eukaryota Centroheliozoa Acanthocystidae 18 0 0 0 0
Eukaryota Centroheliozoa Heterophryidae 4 0 0 0 0
Eukaryota Choanoflagellida Acanthoecidae 11 0 0 0 0
Eukaryota Choanoflagellida Codonosigidae 15 0 0 0 0
Eukaryota Choanoflagellida Salpingoecidae 16 0 0 0 0
Eukaryota Corallochytrium 1 0 0 0 0
Eukaryota Cryptophyta Cryptomonadales 127 0 0 0 0
Eukaryota Cryptophyta Pyrenomonadales 102 0 0 0 0
Eukaryota Dimorpha 1 0 0 0 0
Eukaryota Diplomonadida Enteromonadidae 2 0 0 0 0
Eukaryota Diplomonadida Hexamitidae 35 0 0 0 0
Eukaryota Dysnectes 2 0 0 0 0
Eukaryota Eccrinales Eccrinaceae 10 0 0 0 0
Eukaryota Eccrinales Palavasciaceae 1 0 0 0 0
Eukaryota Ergobibamus 1 0 0 0 0
Eukaryota Euglenozoa Diplonemida 61 0 0 0 0
Eukaryota Euglenozoa Euglenida 341 0 14 0 4,1
Eukaryota Euglenozoa Kinetoplastida 595 0 0 0 0
Eukaryota Fungi 86 0 0 0 0
Eukaryota Fungi Blastocladiomycota 27 0 0 0 0
Eukaryota Fungi Chytridiomycota 474 0 2 0 0,4
Eukaryota Fungi Dikarya 9030 0 15 0 0,2
Eukaryota Fungi Glomeromycota 679 0 1 0 0,1
Eukaryota Fungi Microsporidia 75 0 0 0 0
Eukaryota Fungi Neocallimastigomycota 17 0 0 0 0
Eukaryota Fungi cryptomycota 2 0 0 0 0
Eukaryota Glaucocystophyceae Cyanophoraceae 2 0 0 0 0
Eukaryota Glaucocystophyceae Cyanoptyche 1 0 0 0 0
Eukaryota Glaucocystophyceae Glaucocystales 1 0 0 0 0
Eukaryota Glaucocystophyceae Gloeochaetales 1 0 0 0 0
Eukaryota Haptophyceae Coccolithales 32 0 0 0 0
Eukaryota Haptophyceae Coccosphaerales 8 0 0 0 0
Eukaryota Haptophyceae Isochrysidales 39 0 0 0 0
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Eukaryota Haptophyceae Pavlovales 54 0 0 0 0
Eukaryota Haptophyceae Phaeocystales 33 0 0 0 0
Eukaryota Haptophyceae Prymnesiales 83 0 0 0 0
Eukaryota Haptophyceae Reticulosphaerales 1 0 0 0 0
Eukaryota Haptophyceae Syracosphaerales 3 0 0 0 0
Eukaryota Haptophyceae Zygodiscales 6 0 0 0 0
Eukaryota Heterolobosea 2 0 0 0 0
Eukaryota Heterolobosea Acrasida 1 0 0 0 0
Eukaryota Heterolobosea Learamoeba 1 0 0 0 0
Eukaryota Heterolobosea Monopylocystis 1 0 0 0 0
Eukaryota Heterolobosea Schizopyrenida 66 0 0 0 0
Eukaryota Heterolobosea Singhamoeba 2 0 0 0 0
Eukaryota Heterolobosea Stephanopogon 1 0 0 0 0
Eukaryota Heterolobosea Tulamoeba 1 0 0 0 0
Eukaryota Hicanonectes 1 0 0 0 0
Eukaryota Ichthyosporea Capsaspora 9 0 0 0 0
Eukaryota Ichthyosporea Dermocystida 24 0 0 0 0
Eukaryota Ichthyosporea Ichthyophonida 58 0 0 0 0
Eukaryota Jakobida Andalucia 4 0 0 0 0
Eukaryota Jakobida Jakobidae 2 0 0 0 0
Eukaryota Katablepharidophyta Katablepharidaceae 14 0 0 0 0
Eukaryota Katablepharidophyta Roombia 1 0 0 0 0
Eukaryota Kipferlia 11 0 0 0 0
Eukaryota Malawimonadidae Malawimonas 2 0 0 0 0
Eukaryota Metazoa Acanthocephala 51 0 46 0 90,2
Eukaryota Metazoa Annelida 1400 0 0 0 0
Eukaryota Metazoa Arthropoda 10189 0 56 0 0,5
Eukaryota Metazoa Brachiopoda 79 0 0 0 0
Eukaryota Metazoa Bryozoa 97 0 0 0 0
Eukaryota Metazoa Chaetognatha 22 0 1 0 4,5
Eukaryota Metazoa Chordata 1063 0 0 0 0
Eukaryota Metazoa Cnidaria 1462 0 14 0 1
Eukaryota Metazoa Ctenophora 34 0 0 0 0
Eukaryota Metazoa Cycliophora 19 0 0 0 0
Eukaryota Metazoa Echinodermata 228 0 1 0 0,4
Eukaryota Metazoa Echiura 6 0 0 0 0
Eukaryota Metazoa Entoprocta 18 0 0 0 0
Eukaryota Metazoa Gastrotricha 29 0 1 0 3,4
Eukaryota Metazoa Hemichordata 26 0 0 0 0
Eukaryota Metazoa Kinorhyncha 9 0 0 0 0
Eukaryota Metazoa Loricifera 1 0 0 0 0
Eukaryota Metazoa Mesozoa 6 0 0 0 0
Eukaryota Metazoa Micrognathozoa 2 0 0 0 0
Eukaryota Metazoa Mollusca 1489 0 2 0 0,1
Eukaryota Metazoa Myzostomida 45 0 0 0 0
Eukaryota Metazoa Nematoda 2146 0 3 0 0,1
Eukaryota Metazoa Nematomorpha 19 0 0 0 0
Eukaryota Metazoa Nemertea 102 0 0 0 0
Eukaryota Metazoa Onychophora 14 0 0 0 0
Eukaryota Metazoa Placozoa 12 0 0 0 0
Eukaryota Metazoa Platyhelminthes 1422 0 9 0 0,6
Eukaryota Metazoa Porifera 300 0 1 0 0,3
Eukaryota Metazoa Priapulida 23 0 0 0 0
Eukaryota Metazoa Rotifera 120 0 0 0 0
Eukaryota Metazoa Sipuncula 72 0 0 0 0
Eukaryota Metazoa Tardigrada 214 0 0 0 0
Eukaryota Metazoa Xenoturbellida 2 0 0 0 0
Eukaryota Metromonas 1 0 0 0 0
Eukaryota Micronuclearia 1 0 0 0 0
Eukaryota Ministeria 2 0 0 0 0
Eukaryota Parabasalia 48 0 0 0 0
Eukaryota Parabasalia Cristamonadida 61 0 0 0 0
Eukaryota Parabasalia Honigbergiellida 9 0 0 0 0
Eukaryota Parabasalia Hypotrichomonadida 4 0 0 0 0
Eukaryota Parabasalia Spirotrichonymphida 2 0 0 0 0
Eukaryota Parabasalia Trichomonadida 106 0 0 0 0
Eukaryota Parabasalia Trichonymphida 84 0 0 0 0
Eukaryota Parabasalia Tritrichomonadida 42 0 0 0 0
Eukaryota Proleptomonas 3 0 0 0 0
Eukaryota Reticulamoeba 3 0 0 0 0
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Eukaryota Rhizaria Acantharea 27 0 26 0 96,3
Eukaryota Rhizaria Cercozoa 817 0 6 0 0,7
Eukaryota Rhizaria Foraminifera 103 0 0 0 0
Eukaryota Rhizaria Gromiidae 3 0 0 0 0
Eukaryota Rhizaria Haplosporidia 35 0 2 0 5,7
Eukaryota Rhizaria Polycystinea 70 0 9 0 12,9
Eukaryota Rhizaria Sticholonche 2 0 2 0 100
Eukaryota Rhodophyta Bangiophyceae 388 0 1 0 0,3
Eukaryota Rhodophyta Compsopogonophyceae 23 0 0 0 0
Eukaryota Rhodophyta Florideophyceae 1104 0 124 0 11,2
Eukaryota Rhodophyta Rhodellophyceae 18 0 1 0 5,6
Eukaryota Rhodophyta Stylonematophyceae 13 0 0 0 0
Eukaryota Telonemida Telonema 11 0 9 0 81,8
Eukaryota Trimastix 3 0 0 0 0
Eukaryota Viridiplantae Chlorophyta 2477 0 2 0 0,1
Eukaryota Viridiplantae Streptophyta 5119 0 6 0 0,1
Eukaryota stramenopiles 24 0 0 0 0
Eukaryota stramenopiles Bacillariophyta 1302 0 0 0 0
Eukaryota stramenopiles Bicosoecida 60 0 0 0 0
Eukaryota stramenopiles Blastocystis 159 0 0 0 0
Eukaryota stramenopiles Bolidophyceae 10 0 0 0 0
Eukaryota stramenopiles Chrysomerophyceae 2 0 0 0 0
Eukaryota stramenopiles Chrysophyceae 295 0 0 0 0
Eukaryota stramenopiles Developayella 1 0 0 0 0
Eukaryota stramenopiles Dictyochophyceae 31 0 0 0 0
Eukaryota stramenopiles Eustigmatophyceae 90 0 0 0 0
Eukaryota stramenopiles Hyphochytriomycetes 3 0 0 0 0
Eukaryota stramenopiles Labyrinthulida 329 0 0 0 0
Eukaryota stramenopiles Oikomonadaceae 3 0 0 0 0
Eukaryota stramenopiles Olisthodiscus 1 0 0 0 0
Eukaryota stramenopiles Oomycetes 242 0 0 0 0
Eukaryota stramenopiles Pelagophyceae 28 0 0 0 0
Eukaryota stramenopiles Phaeothamniophyceae 9 0 0 0 0
Eukaryota stramenopiles Pinguiophyceae 9 0 0 0 0
Eukaryota stramenopiles Pirsonia 7 0 0 0 0
Eukaryota stramenopiles Placididea 2 0 0 0 0
Eukaryota stramenopiles Pseudopirsonia 1 0 0 0 0
Eukaryota stramenopiles Raphidophyceae 53 0 0 0 0
Eukaryota stramenopiles Schizocladia 1 0 0 0 0
Eukaryota stramenopiles Slopalinida 6 0 0 0 0
Eukaryota stramenopiles Solenicola 3 0 0 0 0
Eukaryota stramenopiles Synchromophyceae 1 0 0 0 0
Eukaryota stramenopiles Synurophyceae 214 0 0 0 0
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 L’étude de la reproductibilité du bioindicateur « biomasse moléculaire microbienne » a 

permis d’identifier les étapes clés du mode opératoire permettant de minimiser la variabilité 

méthodologique de l’indicateur. Elle a également permis de mettre au point des stratégies 

d’analyse que ce soit au laboratoire (choix des manipulateurs et organisation des procédures 

techniques) mais aussi au terrain (stratégie d’échantillonnage). Ainsi, il est apparu plus 

judicieux de faire travailler un seul manipulateur sur plusieurs jours pour un même 

échantillonnage plutôt que plusieurs expérimentateurs le même jour. Dans une optique de 

diagnostic, les résultats ont montré qu’un nombre de trois répétitions peut être suffisant pour 

obtenir des valeurs moyennes représentatives de la parcelle. En revanche, le nombre 

d’échantillons doit être supérieur si l’objectif est de capter l’hétérogénéité spatiale de la 

parcelle. Cet indicateur est apparu sensible aux variations de mode d’usage des sols puisque 

les biomasses moléculaires microbiennes différaient entre les sols de forêt, de culture ou 

encore de prairie. 

 Ce premier bioindicateur global de la qualité microbienne des sols présente donc une 

bonne répétabilité au sein d’un même laboratoire. Toutefois, il serait intéressant d’envisager 

d’étudier la variabilité de la biomasse moléculaire microbienne dans d’autres laboratoires, 

avec d’autres expérimentateurs formés en vue d’une utilisation en routine de cet outil de 

diagnostic, et peut-être envisager sa normalisation pour que sa standardisation soit reconnue 

au sein de la communauté scientifique internationale. 

 L’étude de la répétabilité du second bioindicateur « diversité taxonomique » des 

communautés bactériennes et de champignons a été effectuée à partir de trois procédures 

d’extraction et a consisté à mesurer la variabilité de ce bioindicateur de l’étape d’extraction 

d’ADN jusqu’à l’analyse bioinformatique des données brutes obtenues après séquençage 

massif. Cette étude a permis de montrer l’importance de l’utilisation d'une seule procédure 

d'extraction d'ADN du sol standardisée et représentative de la grande diversité bactérien et de 

champignons. Dans un contexte d’écologie microbienne moderne où des études de 

métagénomique sont maintenant effectuées à très grande échelle spatiale, une telle 

démonstration permet de mieux choisir la séquence technique adaptée à ces objectifs sans 

rajouter de la variabilité technique. Enfin cette étude a permis de montrer que le bioindicateur 

diversité microbienne est sensible aux variations de mode d’usage des sols puisque les  

communautés microbiennes indigènes des sols de forêt étaient différentes de celles des 

indigènes des sols de culture ou de prairie. 



 Chapitre II. Standardisation de deux bioindicateurs microbiens 

 
78 

 

 Afin d’être utilisé en routine en tant qu’outil de diagnostic, un bioindicateur doit 

présenter une bonne robustesse technique mais aussi  être sensible aux perturbations 

d’origines naturelles ou anthropiques des sols. La robustesse de ces deux bioindicateurs a 

donc été déterminée au laboratoire et leur sensibilité mesurée en fonction de différents modes 

d’usage du sol. Toutefois leur sensibilité nécessite d’être également mesurée dans des 

contextes agronomiques plus particuliers tels que des changements de pratiques agricoles dans 

un contexte agroécologique de développement de système de culture innovant mais aussi de 

réhabilitation de sols pollués. 

 Dans ce contexte, la suite de mes travaux de thèse a consisté à démontrer la sensibilité 

de ces deux bioindicateurs à certaines pratiques d’usages des sols comme le changement de 

système de production (culture annuelle vs culture pérenne Chapitre III) et l’évaluation de 

changements de travail du sol et de la gestion des résidus de culture.   
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Chapitre III : 

Suivi par des bioindicateurs microbiens 
de la réhabilitation d’un sol pollué 
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 La sensibilité des deux bioindicateurs nécessite d’être mesurée en réponse à des 

perturbations du sol d’origines anthropiques particulières comme la gestion de sols pollués 

par l’épandage d’eaux usées non traitées. En effet en France, 6% des terres agricoles ont été 

irriguées avec des eaux usées entre les années 2000 et 2010 dans le but d’augmenter la 

fourniture en eau mais aussi en composés organiques et d’améliorer la croissance des plantes 

et la production agricole (http://www.agreste.agriculture. gouv.fr/IMG/pdf/primeur292.pdf). 

Cependant, cela a conduit à une contamination aiguë et diffuse des sols car ces eaux usées 

peuvent contenir des composés organiques récalcitrants ainsi que des éléments traces 

métalliques (ETM) et des antibiotiques s’accumulant dans les sols (Lamy et al., 2006). Des 

concentrations importantes en ETM sont connues pour avoir des effets néfastes sur 

l’abondance, la diversité et l’activité des organismes du sol (Nahmani & Lavelle 2002; 

Kandeler et al., 1996; Ranjard et al., 2006; de Santiago-Martín et al., 2013). De plus, ils 

restent stockés dans les sols à long terme, rendant les sols impropres à la production 

alimentaire sur plusieurs générations en raison des dangers de la qualité des aliments pour la 

consommation humaine (Papa et al., 2010). 

 Dans ce contexte, il devient nécessaire de réutiliser ces sols pollués à des fins 

agricoles. Il faut donc développer des pratiques innovantes et être capable de suivre 

l’évolution de la réhabilitation biologique du sol. Dans notre cas d’étude les pratiques 

innovantes ont consisté à planter des cultures pérennes à vocation énergétique plutôt 

qu’alimentaire sur ces sols pollués, comme le Miscanthus x giganteus, (Evangelou et al., 

2012; Ollivier et al., 2012; Pavel et al., 2014). En effet le potentiel économique de cette plante 

est connu (Price et al., 2004; Straub et al., 2013). De plus sa culture conduit à la formation de 

nouveaux habitats à travers le développement d’une couche de litière à la surface du sol et par 

le développement d’un système racinaire étendu et pérenne (Dauber et al., 2010; Pidlisnyuk et 

al., 2014; Immerzeel et al., 2014). Cette culture semble donc prometteuse pour régénérer les 

propriétés biologiques d’un sol altéré par une pollution dans son patrimoine biologique et ses 

capacités de production agricole durable.  

 Dans ce contexte, ce chapitre propose d’évaluer : 

1) l’impact, à l’échelle de la parcelle, de la plantation de Miscanthus x giganteus sur 

l’abondance et la diversité des communautés microbiennes d’un sol pollué par un siècle 

d’épandage d’eaux usées (Partie A) 
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2) l’impact plus spécifique de ces systèmes sur la diversité taxonomique des communautés de 

bactéries et de champignons (Partie B) 

 Cette étude a fait partie du projet RESACOR coordonné par Isabelle Lamy de l’INRA 

de Versailles (UMR EcoSys). Le site d’étude se trouve à Pierrelaye-Bessancourt en région 

parisienne. Cette étude a été effectuée en deux étapes : une première étude synchronique 

comparant les communautés microbiennes d’un sol sous culture annuelle comparée aux 

communautés sous culture pérenne après quatre ans d’implantation  du miscanthus ; et une 

étude diachronique consistant à suivre les communautés microbiennes d’un sol pendant les 3 

premières années de l’implantation de la culture pérenne. 

 Ce chapitre est présenté sous la forme de deux articles scientifiques publiés dans la 

revue Environmental Chemistry Letters. 
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Partie A : 

Abondance et diversité des communautés de 
bactéries et de champignons 
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Partie B : 

Composition taxonomique des communautés de 
bactéries et de champignons 
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Chapitre IV : 
Réponse des bioindicateurs aux 

changements du travail du sol et de la 
gestion des résidus de culture 
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 Un enjeu majeur dans un contexte agroécologique est de remédier à l’intensification 

des pratiques agricoles. En effet l’intensification des pratiques effectuée depuis une 

soixantaine d’années avec le développement des systèmes de grandes cultures a contribué à 

une importante perte de biodiversité expliquée, notamment, par une baisse de qualité et de 

quantité des ressources disponibles pour les organismes (Turbé et al., 2010; Helgason et al., 

1998). Cette biodiversité étant à la base de nombreux services d’approvisionnement et de 

régulation de nos écosystèmes, il devient nécessaire de repenser les systèmes de production 

agricole.  Cette étude se situe donc dans un contexte de gestion des agrosystèmes cultivés afin 

de mesurer l’impact de pratiques agricoles variant par le travail du sol, la gestion des résidus 

de culture et le type de culture en place, sur les communautés vivantes du sol et notamment 

les microorganismes, et les services rendus notamment sur la disponibilité des nutriments 

pour la production agricole.  

 Dans ce contexte, ce Chapitre IV se propose d’évaluer : 

1) à l’échelle de la parcelle, l’impact de cinq traitements agricoles sur l’abondance et la 

diversité taxonomique des communautés bactériennes et de champignons,  

2) la différenciation des communautés bactériennes et de champignons en fonction de la 

profondeur d’échantillonnage afin de mettre en évidence les conséquences d’un travail réduit 

du sol. 

 Ce Chapitre IV consiste donc à suivre la réponse de la biomasse moléculaire 

microbienne et de la diversité taxonomique des communautés bactériennes et de champignons 

à des pratiques agricoles variant par le travail du sol (labour vs. travail réduit) la gestion des 

résidus de culture (restitution vs. exportation) et le type de culture (pérenne avec plantation de 

Switchgrass vs. annuelle avec rotation de cultures) sur un essai à court terme, après seulement 

quatre années de différenciation des traitements. Elle répond aux enjeux concernant la 

viabilité des écosystèmes productifs gérés à des fins de production alimentaire ou énergétique 

tenant compte du maintien de services écosystémiques et de la préservation et l’utilisation 

durable de la biodiversité. Cette étude fait partie du projet SOFIA financé par l’ANR 

Agrobiosphère et dirigé par Sylvie Recous (UMR FARE INRA Reims). Elle s’appuie sur un 

Système d’Observation et d’Expérimentation sur le long terme pour la Recherche en 

Environnement (SOERE) - Agroécosystèmes, Cycles biogéochimiques et Biodiversité 

(ACBB) situé à Estrées-Mons en Picardie conçu pour étudier l’évolution des systèmes de 

grandes cultures et suivre l’introduction de cultures pour fournir de la biomasse énergétique.  
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1. Introduction 

 Afin d’augmenter la productivité par hectare et maximiser les performances 

économiques des exploitations agricoles, l’agriculture a connu une intensification de ces 

pratiques ces dernières décennies. Cette intensification a été effectuée par une application 

accrue de fertilisants et de pesticides (99635 tonnes de produits phytosanitaires répandues en 

2001 sur les SAU françaises, INRA), une augmentation de l’irrigation des parcelles avec des 

eaux usées, mais aussi par une mécanisation du travail du sol et une modification des régimes 

de production (Bonnefond, 1970; Tilman et al., 2002). Ces pratiques ont conduit à une 

dégradation des agrosystèmes à grande échelle due à une accumulation des pesticides dans les 

sols et une dégradation de la quantité/qualité des ressources disponibles pour les organismes 

vivants dans les sols (Foley et al., 2005; Helgason et al., 1998; Tilman et al., 2002; Turbé et 

al., 2010). 

 Le sol est le support des cultures. Il présente une structure hétérogène, permet de 

stocker des éléments nutritifs, a un rôle de tampon vis-à-vis des perturbations 

environnementales et il héberge également une grande quantité et diversité d’organismes 

vivants (Gobat et al., 2010; Mummey et al., 2006). Cette biodiversité est à la base des services 

d’approvisionnement et de régulation de nos écosystèmes (Altieri, 1999; Turbé et al., 2010). 

Elle agit donc directement sur le développement et le bien être des sociétés humaines. A 

l’heure actuelle, l'intensification agricole est perçue comme l'une des plus grandes menaces 

pour la biodiversité des sols (Butchart et al., 2010; Duraiappah et al., 2005). Dans un contexte 

où l’agriculture dégrade les fonctions biologiques des sols et les services qu’ils peuvent 

rendre, il devient nécessaire de repenser notre modèle agricole. Ces prises de conscience ont 

conduit au développement d’un domaine, l’agroécologie, afin de définir de nouveaux modes 

de gestion et de concilier les enjeux économiques tout en maintenant les services 

écosystémiques, préservant et utilisant durablement la biodiversité des sols. 

 Dans les agro-écosystèmes, la gestion des pratiques ajoute un autre niveau de 

complexité aux forces structurant la biodiversité du sol. Un des paramètres les plus 

dévastateur des surfaces cultivées et perturbateur pour les sols et leur biodiversité est le 

labour. En effet les sols labourés, mis à nus, sont en contact direct du vent et de l’eau, 

entrainant leur érosion, une diminution de la teneur en matière organique du sol et du 

stockage du carbone (Lal & Kimble, 1997). Ils présentent des organismes en plus faibles 

quantités dues à la perturbation de la structure des sols (Aslam et al., 1999; Turbé et al., 2010; 
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Wright et al., 2005). Ces perturbations entrainent une diminution des ressources disponibles 

pour la croissance végétale et conduisent à une diminution de leur biomasse et donc à une 

baisse de la productivité agricole à long terme. Bien que néfaste, le labour permet de réduire 

la présence des plantes adventices dans les champs et de diminuer la transmission des 

maladies par les résidus de culture d’une année à l’autre (Berner et al., 2008). Une réduction 

du travail du sol impacte les propriétés physiques comme la structure du sol et sa stabilité, 

l’infiltration de l’eau, mais également les propriétés biologiques comme la structure et le 

fonctionnement des communautés microbiennes (Holland, 2004; Tebrügge et al., 1999). De 

nombreuses études ont également été menées sur l’importance de la gestion des résidus de 

culture sur les microorganismes telluriques. En effet les résidus laissés à la surface du sol 

permettent l’apparition d’un habitat favorable aux microorganismes dont le nombre, la 

diversité et l’activité augmentent souvent (Babujia et al., 2010; Holland & Coleman, 1987; 

Pascault et al., 2010; Purakayastha et al., 2009). 

 Les communautés microbiennes telluriques sont principalement composées de 

bactéries et de champignons. Ces microorganismes sont très nombreux et très diversifiés 

(Curtis & Sloan, 2005). Dans un gramme de sol l’abondance moyenne des microorganismes 

est d’environ 109 individus et leur biodiversité s’élève entre 103 et 106 espèces (Torsvik & 

Øvreås, 2002). Ces microorganismes rendent de nombreuses fonctions écosystémiques. En 

effet, ils décomposent et minéralisent la matière organique des sols afin de la rendre 

disponible pour les plantes, ils recyclent ainsi le carbone et les nutriments minéraux (azote, 

phosphore, potassium) (Barrios, 2007; Hallin et al., 2009; Paul, 2014). Ils sont également 

impliqués dans la structuration du sol par la formation d’agrégats (Ashraf et al., 2013; Tang et 

al., 2011; Verbruggen et al., 2010). Différentes études ont démontrées leur sensibilité aux 

pratiques agricoles et aux changements de mode d’usage des sols (Bourgeois et al., 2015; 

Constancias et al., 2014, 2015; Dequiedt et al., 2011; Kushwaha et al., 2000; Yao et al., 

2000). Ce sont donc de bons indicateurs pour évaluer l’évolution positive ou négative de 

nouveaux systèmes de culture dans un contexte agroécologique. 

 Dans ce contexte, les objectifs de cette étude ont été de mesurer l’impact à court terme 

de cinq traitements agricoles variant par le type de culture (culture pérenne de Switchgrass vs. 

annuelle avec rotations), le travail du sol (labour vs. travail réduit), la gestion des résidus de 

culture (restitution vs. export) et la fertilisation azotée sur les communautés de bactéries et de 

champignons des sols en termes d’abondance et de diversité taxonomique. L’étude a été 

réalisée sur le site du SOERE ACBB situé à Estrées-Mons en Picardie. Les communautés 
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microbiennes ont été caractérisées en 2010 sur l’horizon de sol 0-20 cm avant le 

commencement de l’essai et en 2014 après quatre ans de différenciation de cinq traitements 

agricoles sur les horizons de sol 0-5 cm et 5-20 cm afin d’exacerber l’impact du travail du sol. 

Le traitement T1 comprend un labour et une restitution des résidus, le T2 un travail réduit et 

une restitution des résidus, le T3 un travail réduit et une exportation des résidus, le T4 un 

labour avec restitution des résidus et un faible apport azoté, et le traitement T6 une culture 

pérenne de switchgrass, qui est une plante en C4 intéressante pour la production de 

biocarburants (Adler et al., 2006; Parrish & Fike, 2005). Les communautés ont été décrites en 

termes de biomasse moléculaire microbienne, d’indices de diversité (richesse, équitabilité, 

Shannon), de structure et de composition taxonomique des communautés bactériennes et de 

champignons. A l’état initial, les communautés de bactéries et de champignons du site sont 

attendues comme homogènes puisqu’aucun traitement n’a encore impacté les 

microorganismes du site. Après quatre années de différentiation des traitements, les 

communautés bactériennes et de champignons sous culture pérenne de switchgrass (T6) 

devraient être très différenciées des communautés sous rotation de cultures annuelles avec une 

augmentation de l’abondance des populations liées aux racines de la plante. Les communautés 

sous travail réduit (T2 et T3) sont attendues comme discriminées en fonction de l’horizon de 

sol étudié. Elles sont également attendues discriminées des communautés sous labour (T1 et 

T4). Le labour étant une pratique délétère pour le sol, la biomasse moléculaire microbienne et 

les indices de diversité bactériens mais surtout de champignons sont attendus comme 

inférieurs aux valeurs des autres traitements.  

2. Matériels et méthodes 

2.1. Présentation du site expérimental 

 L’étude a été réalisée sur le site du SOERE ACBB situé dans la plaine du Santerre à 

Estrées-Mons en Picardie (N 49° 52' 32.423'', E 3° 1' 53.839''). L’essai a été mis en place en 

2009 après deux ans « d’homogénéisation » des sols. Cette homogénéisation a consisté à 

planter du blé d’hiver, de l’orge de printemps et les sols ont été labourés (Tableau IV.1). 

L’étude a débuté en 2010 (état initial) et a été suivie pendant cinq ans (jusqu’à 2014). En 

2010, cinq traitements ont été agencés faisant varier la rotation culturale (rotation de cultures 

annuelles vs culture pérenne à vocation énergétique (Switchgrass)), le travail du sol, la gestion 

des résidus de culture et la fertilisation azotée (Tableaux IV.1 & IV.2). Le site est composé de 
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quatre blocs comprenant six parcelles, chaque bloc comprenant une répétition de traitement 

(Figure IV.1). Au total vingt parcelles constituent le dispositif. 

 
Tableau IV.1. Rotations de cultures effectuées sur le dispositif expérimental SOERE ACBB d’Estrées-Mons 

 
Tableau IV.2. Présentation des 5 traitements étudiés sur le dispositif expérimental SOERE ACBB d’Estrées-

Mons  

 
Figure IV.1. Plan du dispositif expérimental SOERE ACBB d’Estrées-Mons 

Années Types de culture T1 T2 T3 T4 T6

Culture

Culture intermédiaire

Culture

Culture intermédiaire

Culture

Culture intermédiaire

Culture

Culture intermédiaire

Culture

Culture intermédiaire

Culture

Culture intermédiaire

Culture

Culture intermédiaire
2014

x

x

Switchgrass 

(culture 

pérenne)

Maïs

Orge printemps

Colza hiver

Blé tendre hiver

Moutarde

Avoine diploïde

2010

2011

2012

2013

x

2008/2009 

homogénéisation 

du site

Pois protéagineux printemps

Traitements 

Labour / Blé d'hiver

x

Labour / Orge printemps

Moutarde

T1 T2 T3 T4 T6

Travail du sol Labour Superficiel Superficiel Labour Non travail

Gestion des résidus de culture Restitution Restitution Exportation Restitution Exportation

Fertilisation azotée N N N N (-50%) N
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48 m 48 m42 m 42 m42 m 42 m
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Bloc 2
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T1
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T1
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T6
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T6

T3
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T3
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2.2. Stratégies d’échantillonnage 

 A l’état initial du site en Mars 2010, 5 échantillons de sol ont été prélevés sur chaque 

parcelle au niveau de l’horizon 0-20 cm correspondant à la couche de labour (Figure IV.2). 

Au total, 120 échantillons de sol ont été prélevés et analysés. Afin de différencier les 

communautés microbiennes selon les traitements à la fin de l’essai en 2014, un 

échantillonnage stratifié a été réalisé, consistant à analyser séparément les horizons 0-5 cm et 

5-20 cm pour chaque traitement. Le choix de cet échantillonnage était motivé par la volonté 

de déterminer si une stratification verticale des communautés intervenait après 4 années 

d’arrêt ou de réduction du travail du sol, en comparaison du labour connu pour homogénéiser 

les communautés. Sur chacune des 4 parcelles de chaque traitement, 5 échantillons de sol ont 

été prélevés respectivement aux deux profondeurs. Pour chaque profondeur, ces 5 échantillons 

ont ensuite été poolés pour obtenir un échantillon composite représentatif de chaque parcelle. 

Au total, 40 échantillons de sol ont été prélevés et analysés. Tous les échantillons ont été 

tamisés à 4 mm, lyophilisés (-80°C) et conservés à -40°C au sein du conservatoire de la 

plateforme GenoSol (INRA Dijon, http://www2.dijon.inra.fr/plateforme_genosol/plateforme-

genosol).  

 
Figure IV.2. Stratégie d’échantillonnage des sols sur le dispositif expérimental SOERE ACBB d’Estrées-Mons 

2.3. Caractéristiques des sols étudiés 

 Les caractéristiques physico-chimiques des sols ont été déterminées en 2009 pour 

chaque parcelle (4 valeurs par futur traitement) par le Laboratoire d’Analyse des Sols (INRA 

Arras, http://www6.lille.inra.fr/las) selon les procédures internationales normalisées 
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(Tableau IV.3). Les sols sont limoneux,  de type Orthic-Luvisol (classification FAO). Le pH 

est basique (± 8,1) et le rapport C/N parait optimal puisque la valeur est comprise autour de 

10 pour tous les futurs traitements. De façon globale, la texture et les caractéristiques physico-

chimiques sont très homogènes sur ce dispositif d’étude.  

 
Tableau IV.3. Texture et caractéristiques physico-chimiques des sols étudiés en 2009, (n= 4) 

2.4. Analyses moléculaires des communautés microbiennes 

2.4.1. Biomasse moléculaire microbienne 

 L’ADN microbien a été extrait à partir d’un gramme d’échantillon de sol en utilisant 

une procédure standardisée (Terrat et al., 2012). Les échantillons d’ADN bruts sont révélés 

par électrophorèse sur un gel d’agarose calibré à 1% avec du bromure d’éthidium et 

photographiés par une caméra (Biocapt). Une gamme de thymus de veau est incluse sur 

chaque gel et une courbe standard de concentration d’ADN est utilisée pour estimer  la 

concentration finale d’ADN de l’échantillon brut. L’intensité de fluorescence du bromure 

d’éthidium est mesurée avec le logiciel ImageQuaNT®. Les concentrations d’ADN obtenues 

sont considérées comme des estimations de la biomasse moléculaire microbienne de chaque 

échantillon de sol (Dequiedt et al., 2011). Après quantification, les échantillons d’ADN ont 

été purifiés, comme décrit précédemment (Terrat et al., 2012). 

2.4.2. Diversité des bactéries et des champignons 

 La diversité bactérienne a été estimée par la technique de pyroséquençage 454 de la 

région V3-V4 de l’ADNr 16S comme décrit par Terrat et al., (2012). Les fragments de gènes 

(environ 400 pb) ont d’abord été amplifiés avec les amorces F479 et R888. Ensuite une 

seconde PCR a été effectuée sur ces produits PCR purifiés, en utilisant des MID 

(identificateurs de multiplexage de 10 pb) ajoutés à la position 5’ des amorces pour identifier 

spécifiquement chaque échantillon. De façon similaire, la diversité des champignons a été 

estimée par pyroséquençage 454 de l’ADNr 18S. Les fragments de gène d’environ 350 pb ont 

d’abord été amplifiés en utilisant les amorces FR1 et FF390. Ensuite une seconde PCR a été 

effectuée pour rajouter les MID sur les amorces en position 5’. Les produits PCR ont 

Argiles Limons Sables C org. N tot.

Traitements

T1 20,3 ± 2,1 72,7 ± 3,9 7,0  ± 2,3 8,1 ± 0,1 10,5 ± 0,7 1,06 ± 0,03 9,9 ± 0,5

T2 18,3 ± 4,2 74,5 ± 2,4 7,2 ± 2,4 8,1 ± 0,1 10,2 ± 0,6 1,03 ± 0,02 9,9 ± 0,6

T3 17,4 ± 3,8 74,9 ± 1,3 7,7 ± 2,6 8,1 ± 0,2 10,7 ± 0,8 1,06 ± 0,01 10,2 ± 0,6

T4 20,1 ± 2,2 73,3 ± 1,2 6,6 ± 2,0 8,1 ± 0,1 10,3 ± 0,6 1,03 ± 0,04 9,9 ± 0,6

T6 18,9 ± 2,9 75,3 ± 1,8 5,8 ± 1,2 8,1 ± 0,2 10,3 ± 0,3 1,03 ± 0,03 10,0 ± 0,5

g/kg g/kg
pH C/N
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finalement été purifiés et le pyroséquençage a été effectué par la société GenoScreen (système 

de séquençage Roche 454). 

2.5. Analyses bioinformatiques 

 Les analyses bioinformatiques ont été effectuées avec le pipeline GnS-PIPE de la 

plateforme GenoSol comme décrit dans Terrat et al. (2012). Tout d'abord, toutes les 

séquences brutes d’ADNr 16S et 18S ont été triées selon les séquences des MID. Les 

séquences brutes ont ensuite été filtrées et supprimées sur la base de: (a) leur longueur, (b) le 

nombre de leurs ambiguïtés, (c) et de la séquence de leur(s) amorce(s). Un programme PERL 

a ensuite été appliqué pour une dé-réplication rigoureuse (c’est-à-dire un regroupement des 

séquences strictement identiques). Les séquences dé-répliquées ont ensuite été alignées avec 

Infernal alignement, et regroupées dans des Unités Taxonomiques Operationnelles (OTUs) en 

utilisant un programme PERL qui regroupe les séquences rares avec les plus abondantes et 

qui ne compte pas les différences de longueur d’homopolymères. Une étape de filtrage a 

ensuite été effectuée pour vérifier les single-singletons (séquences rares présentes une seule 

fois et non regroupées, qui pourraient être des artéfacts) sur la base de la qualité de leur 

assignation taxonomique. Finalement, afin de comparer l’ensemble de données et éviter les 

biais lors des comparaisons des communautés, les séquences retenues pour chaque échantillon 

ont été homogénéisées par sélection aléatoire avec le nombre de séquences le plus faible 

obtenu pour un échantillon. Ici, le nombre de séquences de haute qualité retenu pour les 

bactéries a été de 4000 et de 7500 pour les champignons. Ces séquences retenues ont été 

utilisées pour déterminer les indices de richesse et de diversité en utilisant la composition en 

OTUs définie à 95% de similarité. Le nombre d’OTUs et l’evenness ont été utilisés comme 

indices de la richesse et de la structure des communautés. 

2.6. Analyses statistiques 

 Une méthode de géostatistique a été utilisée pour cartographier les valeurs de 

biomasse moléculaire microbienne et caractériser leurs variations spatiales. 

Conventionnellement dans les analyses géostatistiques, une estimation d'un modèle de 

variogramme est calculée sur la base des observations qui décrivent la variation spatiale de la 

propriété d'intérêt. Ce modèle est ensuite utilisé pour prédire la propriété à des endroits non 

échantillonnés par krigeage (Webster & Oliver, 2010). Le logiciel ArcGis® a été utilisé pour 

effectuer le variogramme et le krigeage. 
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 La biomasse moléculaire microbienne et les indices de diversité (richesse, équitabilité, 

Shannon) obtenus à l’état initial en 2010 sur l’horizon 0-20 cm, en fonction des 5 traitements 

agricoles effectués lors de la différentiation en 2014 sur les horizons 0-5 cm et 5-20 cm ont 

été comparés par analyse des variances (ANOVA, P<0,05) et les différences entre les 

différents échantillons ont été mesurées par le test de Fisher (P<0,05) à l’aide du logiciel 

XLSTAT (Addinsoft®). 

 Les structures des communautés bactériennes et de champignons de l’horizon de sol 0-

20 cm avant le commencement de l’essai (2010) ont été caractérisées en utilisant les distances 

de Bray-Curtis calculées à partir de la matrice OTUs. L’analyse multidimensionnelle non 

métrique (NMDS) a été appliquée pour représenter graphiquement les différences entre les 

communautés microbiennes. L’analyse des similarités (ANOSIM, 999 permutations) a été 

utilisée pour tester la significativité des regroupements observés sur le plan factoriel. 

 Afin de caractériser la différentiation des communautés de bactéries et de 

champignons de l’année 2014 sur les horizons de travail du sol 0-5 cm et 5-20 cm, les 

communautés bactériennes et de champignons de tous les échantillons ont été comparées par 

le calcul, à partir des matrices OTUs, des distances de Bray-Curtis à l’aide du package vegan 

du logiciel R®. L’analyse multidimensionnelle non métrique (NMDS) a été appliquée pour 

représenter graphiquement les différences entre les communautés microbiennes sous R®. 

L’analyse des similarités (ANOSIM, 999 permutations) a été utilisée pour tester la 

significativité des regroupements observés sur le plan factoriel. Dû à la grande variabilité des 

genres bactériens retrouvés, seuls les genres majoritaires retrouvés à plus de 0,3% de la 

communauté ont été pris en compte pour l’analyse. Pour les champignons, les genres présents 

à plus de 0,1% de la communauté on été pris en compte (p<0,05). 

3. Résultats et discussion 

3.1. Etat initial des communautés microbiennes du site  

 Au commencement de l’essai en 2010, un état des lieux des communautés 

microbiennes indigènes a été effectué afin de tester l’homogénéité du site d’étude. Pour cela 

les communautés de l’horizon de sol 0-20 cm ont été caractérisées en termes d’abondance 

(biomasse moléculaire microbienne), de diversité taxonomique (indices de richesse, 

équitabilité, Shannon) et de structure des communautés de bactéries et de champignons.  
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3.1.1. Biomasse moléculaire microbienne et diversité des bactéries et des champignons  

 Les 120 valeurs de biomasse moléculaire microbienne ont été spatialisées afin 

d’obtenir une vision du site avant le commencement de l’essai (Figure IV.3). Ces valeurs de 

biomasses, comprises entre 14 et 68 µg d’ADN par gramme de sol, sont typiques des sols 

cultivés (Dequiedt et al., 2011). Le bloc de parcelles « Bloc 2 » est apparu comme présentant 

une plus forte biomasse microbienne par comparaison avec les trois autres blocs. Toutefois, à 

l’intérieur de ce bloc, la biomasse mesurée était similaire dans toutes les parcelles.  

 
Figure IV.3. Cartographie de la biomasse moléculaire microbienne à l’état initial de l’essai (Mars 2010) avant 

l’application des cinq traitements 

 Les cinq échantillons de sol prélevés sur chaque parcelle ont ensuite été poolés pour ne 

former qu’un seul échantillon composite représentatif de chaque parcelle. La biomasse 

moléculaire microbienne a été mesurée et les moyennes des quatre répétitions de parcelle 

obtenues pour chaque futur traitement ont été présentées dans le Tableau IV.4. Les résultats 

montrent que la valeur moyenne de biomasse est similaire entre les 5 traitements (de 30 et 33 

µg d’ADN par gramme de sol). Le site peut donc globalement être considéré comme 

homogène en ce qui concerne l’abondance microbienne.  

 Les valeurs des indices de richesse (nombre d’OTUs), d’équitabilité (evenness) et de 

diversité (Shannon) des communautés de bactéries et de champignons calculées à partir des 

données de séquençage sont présentées dans le Tableau IV.4. Les valeurs observées sont en 

adéquation avec les valeurs fréquemment rapportées dans des systèmes agricoles dans 

d’autres études (Bourgeois et al., 2015; Bourgeois et al., 2015; Constancias et al., 2014, 

Biomasse 

moléculaire 

microbienne

14,5 µg ADN/g sol

67,7 µg ADN/g sol

Gamme de variation

Bloc 1

Bloc 2

Bloc 3

Bloc 4
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2015). Comme pour la biomasse moléculaire microbienne, quel que soit l’indice étudié, 

aucune différence significative n’est apparue entre les communautés des futurs traitements ce 

qui montre que le site d’étude est homogène. 

 

Tableau IV.4. Valeurs de biomasse moléculaire microbienne et des indices de diversité obtenues en 2010 à 

l’état initial de l’essai. L’analyse des variances a été effectuée par des ANOVA et aucune différence n’est 

apparue significative entre les échantillons des futurs traitements 

3.1.2. Structure des communautés de bactéries et de champignons 

 Les structures des communautés bactériennes et de champignons en Mars 2010, avant 

l’application des différents traitements agricoles, ont été représentées sous forme de plans 

NMDS réalisés à partir des données de séquençage (Figure IV.4). Les résultats ne montrent 

pas de différence significative de structure des communautés entre les traitements (Anosim > 

0,05). 

 Ce résultat est la garantie que l’hétérogénéité spatiale sur le site d’étude ne masquera 

pas la différentiation entre les différents traitements qui pourrait intervenir dans le cadre de 

notre étude. 

 A partir des résultats obtenus sur la biomasse moléculaire microbienne, les indices de 

diversité et la structure des communautés bactériennes et de champignons, le site semble 

globalement homogène avant le commencement de l’essai (i.e. les traitements ne sont pas 

significativement différents pour l’ensemble des indicateurs mesurés) ce qui suggère que 

l’essai est bien construit pour mettre en évidence des différenciations des communautés 

microbiennes pouvant intervenir en réponse aux cinq traitements agricoles testés dans ce 

travail.  

 

T1 T2 T3 T4 T6

33,2 ± 11,0 29,7 ± 11,4 32,8 ± 16,3 30,4 ± 8,3 32,2 ± 7,5

Richesse (nombre d'OTUs) 895 ± 91 909 ± 152 974 ± 154 961 ± 66 805 ± 32

Evenness 0,83 ± 0,02 0,83 ± 0,02 0,83 ± 0,03 0,83 ± 0,01 0,81 ± 0,01

Diversité (Shannon) 5,6 ± 0,2 5,6 ± 0,3 5,7 ± 0,3 5,7 ± 0,1 5,4 ± 0,1

Richesse (nombre d'OTUs) 750 ± 18 742 ± 14 727 ± 73 713 ± 55 686 ± 11

Evenness 0,65 ±0,03 0,61 ± 0,00 0,65 ± 0,01 0,61 ± 0,06 0,62 ± 0,01

Diversité (Shannon) 4,3 ± 0,2 4,0 ± 0,0 4,3 ± 0,1 4,0 ± 0,4 4,1 ± 0,1

Biomasse moléculaire microbienne

Bactéries

Champignons
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Figure IV.4. Analyses multidimensionnelles non-métriques (NMDS) des communautés bactériennes (A) et de 

champignons (B) en 2010 à l’état initial de l’essai avant l’application des cinq traitements. Les valeurs de stress 

sont inférieures à 0,11 ce qui indiquent que ces données sont bien représentées par la représentation en deux 

dimensions 

3.2. Différenciation des communautés microbiennes en réponse aux différents 

traitements 

 Après avoir effectué un contrôle des communautés microbiennes à l’état initial de 

l’essai en Mars 2010, les objectifs de cette étude ont été de caractériser les communautés 

bactériennes et de champignons en mars 2014, après avoir été impactées pendant quatre ans 

par cinq traitements agricoles variant par la culture en place (plante pérenne vs. cultures 
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annuelles), le travail du sol (travail réduit vs. labour) et la gestion des résidus de culture 

(restitution vs. exportation).  

L’arrêt ou la réduction du travail du sol étant reconnus pour aboutir à la création d’une 

hétérogénéité verticale des couches de sol en comparaison du labour (Babujia et al., 2010; 

Holland & Coleman, 1987; Pascault et al., 2010; Purakayastha et al., 2009), l’échantillonnage 

réalisé en 2014 était stratifié avec la prise en compte de 2 horizons : 0-5 cm (20 échantillons, 

un par parcelle) et 5-20 cm (20 échantillons). Cette stratification était destinée à capter 

l’importance de ce gradient vertical pouvant contribuer à expliquer la différenciation entre les 

traitements après 4 ans. Dans chacun des 2 horizons et pour chaque traitement, les 

communautés de bactéries et de champignons ont été caractérisées en termes d’abondance 

(biomasse moléculaire microbienne), de diversité (indice de richesse), de structure et de 

composition taxonomique.  

3.2.1. Biomasse moléculaire microbienne et diversité des bactéries et des champignons 

 Les valeurs moyennes de biomasse des quatre répétitions de parcelle obtenues pour 

chaque traitement ont été présentées dans le Tableau IV.5. La biomasse moléculaire 

microbienne des 40 échantillons de sol prélevés en 2014 variait entre 27 et 58 µg d’ADN/g 

sol. Quel que soit le traitement ou l’horizon de sol étudié, aucune différence de biomasse 

microbienne n’est apparue significative, ce qui indique qu’après 4 années, la biomasse 

microbienne reste globalement stable en dépit des différences de pratiques entre les 5 

traitements. Toutefois, les valeurs de biomasse des traitements T2, T3 (présentant un travail 

réduit du sol) et T6 (culture pérenne) tendent à être supérieures aux valeurs des traitements T1 

et T4 présentant un travail du sol important (labour). Pour les traitements T2 et T3, cette 

tendance à l’augmentation est plus marqué dans l’horizon le plus superficiel (0-5 cm). Ceci 

est en accord avec les données de la littérature qui rapportent de telles augmentations liées 

principalement à une accumulation de matière organique en surface (Sun et al., 2011; van 

Groenigen et al., 2010; Vian et al., 2009). Pour le traitement T6, cette tendance est observée 

dans les deux horizons. Dans ce traitement, la stimulation de biomasse microbienne dans les 

deux horizons pourrait être expliquée par l’arrêt total du travail du sol et par la présence de 

Switchgrass, plante pérenne qui contribue à la croissance microbienne via l’exsudation 

racinaire et l’apport de litière (racines et partie aériennes sénescentes) (Alvarez et al., 2000; 

Babujia et al., 2010; Sun et al., 2011; Vian et al., 2009). 
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Tableau IV.5. Valeurs de biomasse moléculaire microbienne et de l’indice de richesse obtenues en 2014 après 

quatre ans de différenciation des traitements agricoles. T1 (labour/restitution des résidus), T2 (travail 

réduit/restitution des résidus), T3 (travail réduit/exportation des résidus), T4 (labour/restitution des résidus, faible 

apport azoté), T6 (culture pérenne de Switchgrass). L’analyse des variances a été effectuée par des ANOVA et 

aucune différence n’est apparue significative entre les communautés des différents traitements. 

 Comme présenté précédemment pour la biomasse, après quatre années de 

différenciation des traitements, aucune différence de richesse n’est apparue significative aussi 

bien pour les bactéries que pour les champignons, quel que soit l’horizon de sol. Les cinq 

traitements ne semblent donc pas avoir eu d’impact sur la diversité des bactéries et des 

champignons alors que plusieurs travaux ont rapporté que le labour peut avoir un effet négatif 

sur la diversité microbienne du sol, et en particulier sur les communautés de champignons en 

raison notamment de la rupture des hyphes mycéliens (Lienhard et al., 2014; Turbé et al., 

2010; Verbruggen et al., 2010; Wright et al., 2005). Lienhard et al. (2013) et Kushwaha et al. 

(2001) ont par exemple montré que la biomasse et la diversité des communautés microbiennes 

étaient modifiées rapidement (< 3 années) suite à des modifications des pratiques dans des 

agro-écosystèmes tropicaux (travail du sol notamment). L’ensemble de ces résultats suggère 

donc que le temps nécessaire pour la différenciation de systèmes agricoles sur la base de ces 

indicateurs est plus long sous des climats tempérés comme celui caractérisant notre site, que 

dans des systèmes tropicaux. Il est intéressant de mentionner ici que les autres indicateurs 

mobilisés sur ce site dans le cadre du projet SOFIA, basés sur l’étude de la macrofaune, de la 

mésofaune et de la nématofaune montrent également une très faible différenciation des 

traitements (résultats non montrés), ce qui renforce cette hypothèse. 

3.2.2. Structure et composition taxonomique des communautés bactériennes 

 Contrairement aux résultats obtenus pour la biomasse moléculaire microbienne et les 

indices de diversité, la structures des communautés bactériennes est significativement 

différente entre les traitements (Anosim = 0,001). En effet, sur le plan factoriel les 

0-5 cm 35,3 ± 4,6 1094 ± 33 494 ± 35

5-20 cm 36,7 ± 4,5 963 ± 183 491 ± 67

0-5 cm 45,6 ± 8,6 1086 ± 63 454 ± 92

5-20 cm 37,8 ± 2,7 1129 ± 53 487 ± 19

0-5 cm 45,9 ± 9,6 1127 ± 103 493 ± 32

5-20 cm 40,7 ± 5,8 1079 ± 87 468 ± 27

0-5 cm 33,7 ± 4,0 989 ± 26 550 ± 26

5-20 cm 33,8 ± 1,4 882 ± 150 534 ± 62

0-5 cm 39,4 ± 3,5 1063 ± 15 480 ± 16

5-20 cm 40,9 ± 10,2 978 ± 158 472 ± 67

T4

T6

Richesse des champignons 

(nombre d'OTUs)

T1

T2

T3

Traitements Horizons
Biomasse moléculaire microbienne 

(µg ADN/g sol)

Richesse des bactéries 

(nombre d'OTUs)
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communautés bactériennes sont différenciées sur l’axe 2. Plus précisément, les traitements 

incluant un labour (T1 et T4)  sont très discriminés du traitement T6 (culture prenne sans 

labour), avec les deux traitements incluant un travail superficiel du sol (T2 et T3) se 

positionnant entre ces deux extrêmes. Ces résultats montrent donc qu’après 4 années, l’arrêt 

(T6) ou la réduction (T2 et T3) du travail du sol entrainent une modification de la structure 

des communautés bactériennes du sol. Au-delà du travail du sol, la plus forte différenciation 

observée pour le traitement T6 peut également être attribuée à la présence du couvert pérenne 

connu pour induire de profondes modifications de la diversité des communautés via la 

libération d’exsudats au niveau des racines et l’apport de litière (Hallmann et al., 1997; Mao 

et al., 2013; Técher et al., 2011).  

 
Figure IV.5. Analyses multidimensionnelles non-métriques (NMDS) des communautés bactériennes en 2014 

après quatre ans de différentiation des cinq traitements pour les horizons de sol 0-5 et 5-20 cm. T1 

(labour/restitution des résidus), T2 (travail réduit/restitution des résidus), T3 (travail réduit/exportation des 

résidus), T4 (labour/restitution des résidus, faible apport azoté), T6 (culture pérenne de Switchgrass), et genres 

discriminant les communautés bactériennes (p<0,05). 

 Cette influence directe du couvert de switchgrass est confirmée par l’analyse de la 

composition taxonomique des communautés bactériennes qui montre que la discrimination du 

traitement T6 est due à la stimulation des genres Rhodoplanes, Pedomicrobium, 

Hyphomicrobium et Burkholderia qui sont décrits dans la littérature pour se développer en 

interaction avec les plantes dans la rhizosphère et pour inclure notamment des populations 

PGPR (Plant Growth Promoting Rhizobacteria) (Kaymak, 2011; Mehnaz & Lazarovits, 2006; 

Rodríguez & Fraga, 1999) (Figure IV.5). La stimulation de ces groupes bactériens par la 

culture pérenne est en accord avec plusieurs travaux de la littérature (Bourgeois et al., 2015; 

Hallmann et al., 1997; Mao et al., 2013). Elle suggère que l’arrêt du travail du sol et/ou la 
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présence d’un couvert permanent entraine une augmentation des interactions biotiques via la 

stimulation de populations bactériennes établissant des interactions étroites avec la plante. 

 Les communautés des traitements T2 et T3 (travail superficiel) sont différenciées de la 

culture pérenne (T6) et des traitements avec labour (T1 et T4) mais sont regroupés entre eux. 

La gestion des résidus (restitution vs. exportation) semble donc moins impacter les 

communautés que le travail du sol. Les communautés sous travail réduit sont également 

discriminées par la présence plus importante de groupes bactériens connus pour se développer 

et interagir avec les plantes au niveau de la rhizosphère tels que Mesorhizobium, 

Flavobacterium, Devosia et Enterobacter (Lodewyckx et al., 2002; Rodríguez & Fraga, 

1999). Plus que la réduction du travail du sol, la stimulation de ces bactéries dans ces 

traitements pourrait être due à la présence de la culture intermédiaire d’avoine sur les sols au 

moment de l’échantillonnage. Les communautés des traitements T1 et T4 (labour et restitution 

des résidus) sont regroupées entre elles et sont donc très similaires. En comparaison de l’effet 

du labour, la fertilisation azotée, diminuée de moitié dans le traitement T4, ne semble donc 

pas impacter les communautés bactériennes.  

 Au-delà de la différenciation des traitements discutée dans le paragraphe précédent, 

l’analyse de la structure des communautés bactériennes dans les deux horizons échantillonnés 

(0-5 cm et 5-20 cm) montre que la réduction ainsi que l’arrêt du travail du sol induisent la 

création d’une différenciation verticale des communautés (Figure IV.5). En effet, aucune 

différenciation des deux horizons n’est observée dans les traitements T1 et T4, ce qui est 

cohérent avec les données de la littérature qui montrent que le labour entraine une 

homogénéisation des propriétés physicochimiques et biologiques du sol dans la couche 0-20 

cm (Aslam et al., 1999; Balota et al., 2004; Salinas-Garcı ́a et al., 2002; Wang et al., 2008). En 

revanche, dans les deux traitements incluant une réduction du travail du sol (T2 et T3), une 

discrimination très nette des deux horizons est observée sur le plan. Cette discrimination est 

expliquée principalement par la stimulation des genres Rhizobium, Lysobacter, Devosia et 

Flavobacterium dans l’horizon 0-5 cm, et par les genres Nitrosococcus et Nitrospira dans 

l’horizon 5-20 cm. Le genre Lysobacter est connu pour posséder des capacités lythiques 

poussées permettant à ses représentants de dégrader différentes macromolécules (Postma et 

al., 2011). La stimulation de ce groupe dans l’horizon superficiel pourrait donc s’expliquer 

par une augmentation de la teneur en carbone en surface généralement observée suite à la 

reduction du travail du sol. Les genres Rhizobium, Flavobacterium et Devosia sont quant à 

eux connu pour se développer en interaction étroite avec les racines des plantes (Lodewyckx 
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et al., 2002). Leur stimulation pourrait être due à l’inter-culture d’avoine présente sur la 

parcelle au moment du prélèvement. Par comparaison avec l’horizon 0-5 cm,  la stimulation 

des genres Nitrosococcus et Nitrospira dans l’horizon 5-20 cm est cohérente avec les attributs 

oligotrophiques de ces populations qui sont caractérisées par des taux de croissance très 

faibles (Koops & Pommerening-Röser, 2001; Tardy et al., 2015). Elle suggère également une 

stimulation de la nitrification dans cet horizon puisque ces deux populations sont responsables 

respectivement de la nitritation et de la nitratation qui aboutissent à la formation de nitrate au 

cours de la nitrification (Jones et al., 2011; Juretschko et al., 1998). 

Comme observé suite à la réduction du travail du sol, l’arrêt du travail du sol dans le 

traitement T6 a également induit une différenciation des communautés avec la profondeur. 

Cette différenciation pourrait être expliquée par les importantes quantités de substrats de 

différentes qualités fournies par le switchgrass pour les microorganismes telluriques au niveau 

de la surface du sol (développement d’une couche de litière organique), et dans le sol au 

niveau des racines par la production d’exsudats racinaires ou encore par les racines en 

décomposition.  

3.2.3. Structure et composition taxonomique des communautés de champignons 

 L’analyse de la structure des communautés de champignons montre une discrimination 

significative entre les traitements (Anosim = 0,001). Comme observé pour les bactéries, le 

traitement T6 est le plus différencié par rapport aux traitements incluant un labour (T1 et T4), 

et les traitements incluant une réduction du travail du sol se positionnent en situation 

intermédiaire. Ces résultats montrent que la présence d’une culture pérenne (T6) induit une 

modification importante des communautés par rapport aux traitements avec culture annuelle, 

et que cette discrimination augmente avec la réduction du travail du sol. L’analyse de la 

composition taxonomique des communautés montre que la différenciation de T6 s’explique 

par la stimulation de genres particuliers de champignons tels que Capronia, Endogone ou 

encore Diversispora (Figure IV.6). Ces champignons sont connus pour se développer en 

étroite relation avec la plante puisque le genre Capronia contient des champignons 

mycorhiziens à éricoïdes (Allen et al., 2003), Endogone des champignons ectomycorhiziens 

(Ohtaka & Narisawa, 2008) et Diversispora des champignons mycorhiziens à arbuscules 

(Walker et al., 2007). Une stimulation du phylum Basidiomycota est également observée 

(données, non montrées). Ce phylum est décrit dans la littérature comme se développant 

principalement dans des milieux « tamponnés » comme les forêts et les prairies et pour 
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présenter des capacité métaboliques leur permettant de décomposer des substrats organiques 

complexes (Buée et al., 2009; Tardy et al., 2015). 

 
Figure IV.6. Analyses multidimensionnelles non-métriques (NMDS)  des communautés de champignons en 

2014 après quatre ans de différentiation des cinq traitements pour les horizons de sol 0-5 et 5-20 cm. T1 

(labour/restitution des résidus), T2 (travail réduit/restitution des résidus), T3 (travail réduit/exportation des 

résidus), T4 (labour/restitution des résidus, faible apport azoté), T6 (culture pérenne de Switchgrass), genres 

discriminant les communautés de champignons (p<0,05). 

 L’ensemble de ces résultats suggère donc que la différenciation du traitement T6 est 

probablement due à la sélection par la plante pérenne de groupes d’organismes symbiotiques, 

mais aussi à l’arrêt du travail du sol qui évite la rupture physique des hyphes mycéliens et qui 

préserve l’habitat microbien (Bourgeois et al., 2015; Lienhard et al., 2014; Verbruggen et al., 

2010). La présence de Switchgrass permet donc l’établissement d’un environnement plus 

stable alimenté avec de la matière organique fraîche en surface (couche de litière végétale) et 

en profondeur avec le développement du réseau racinaire et la libération d’exsudats racinaires 

(Garbeva et al., 2004; Kowalchuk et al., 2002; Liang et al., 2012; Wardle et al., 2004; 

Yarwood et al., 2009).  

  Comme observé pour les communautés bactériennes, les traitements T1et T4 sont 

différenciés des traitements T2 et T3. Ces résultats  montrent qu’après 4 années, la réduction 

du travail du sol entraine une modification de la structure des communautés de champignons. 

Ceci peut probablement s’expliquer par la préservation de l’habitat microbien et des hyphes 

mycéliens, comme évoqué précédemment pour le traitement T6. Dans notre étude, il est 

intéressant de noter que cette différenciation des communautés ne semble pas être modulée 

par la gestion des intrants organiques puisque les traitements T2 et T3 ne sont pas discriminés. 
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De même, la réduction de la fertilisation azotée ne semble pas moduler l’effet structurant du 

labour puisque les traitements T1 et T4 ne sont pas discriminés sur le plan factoriel. 

Pour chaque traitement, la comparaison de la structure des communautés de 

champignons entre les deux horizons (0-5 cm et 5-20 cm) montre que dans les traitements 

incluant un labour (T1 et T4) les communautés sont similaires sur l’ensemble de la couche 0-

20 cm alors qu’une différenciation verticale des communautés s’établit dans les traitements 

T2 et T3 (travail réduit), ainsi que dans le traitement T6. Ces résultats sont en accord avec 

ceux observés sur les communautés bactériennes et confirment que le labour a un effet très 

structurant sur les microorganismes du sol, qui se matérialise par une homogénéisation de la 

structure des communautés sur l’ensemble de l’horizon 0-20 cm (i.e la couche de labour). La 

discrimination des deux horizons observée dans les traitements T2 et T3 montre en revanche 

qu’après 4 années, la réduction du travail du sol permet une différenciation de la structure des 

communautés avec la profondeur. Il est intéressant de noter que la différenciation des 

communautés par rapport aux traitements T1 et T4 (labour) est plus marquée dans l’horizon 

superficiel que dans l’horizon profond. Ceci suggère que la couche 0-5 cm est la plus réactive, 

probablement en raison d’un enrichissement en substrats organiques en surface généralement 

observé dans les systèmes sous travail réduit (Sun et al., 2011; van Groenigen et al., 2010; 

Vian et al., 2009). Cette hypothèse est en accord avec les attributs écologiques des groupes 

microbiens stimulés dans cet horizon, et notamment les genres Mortierella, Plectosphaerella, 

Coniochaeta et Myrothecium, Cladosporium qui sont décrits comme des organismes 

copiotrophes (Baldrian et al., 2011; Ferrocino et al., 2013; Fumi et al., 2014; Ravindran et al., 

2012). 

 Dans le traitement T6, les deux horizons sont également différenciés. Au-delà de 

l’arrêt du travail du sol dans ce traitement, cette différenciation verticale de la structure des 

communautés peut s’expliquer par la culture pérenne de Switchgrass. En effet, dans l’horizon 

5-20 cm la stimulation des genres mycorhiziens Endogone Meliniomyces, Diversispora et 

Ambispora (Allen et al., 2003; Amprayn et al., 2012; Liu et al., 2015; Ohtaka & Narisawa, 

2008; Walker et al., 2007) indique qu’après 4 années la présence de la plante a entrainé la 

sélection de groupes microbiens particuliers, reconnus pour se développer en association 

étroite avec les racines des plantes dont elles vont augmenter la productivité via  

l’amélioration de l’absorption d’azote et de phosphore (Abbott & Robson, 1984; George et 

al.,1992), et la protection contre des microorganismes pathogènes (Linderman & Hendrix, 

1982). Cette différenciation pourrait être expliquée par les importantes quantités de substrats 
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de différentes qualités fournies par le Switchgrass pour les microorganismes telluriques au 

niveau de la surface du sol (développement d’une couche de litière organique), et dans le sol 

au niveau des racines par la production d’exsudats racinaires ou encore par les racines en 

décomposition. Dans l’horizon superficiel 0-5 cm, la stimulation des genres Dictyosporium et 

Hyaloscypha suggère en revanche que la différenciation des communautés pourrait être 

expliquée par l’accumulation de la litère de Switchgrass en surface. En effet, ces champignons 

sont décrits dans la littérature comme des lignivores, vivants sur du bois mort et des feuilles 

en décomposition (Goh et al., 1999; Han et al., 2014).  

4. Conclusion 

 Cette étude a eu pour objectifs de mesurer, à court terme, l’impact de cinq traitements 

agricoles sur les communautés de bactéries et de champignons des sols en termes 

d’abondance et de diversité taxonomique dans le but mesurer la viabilité de nouveaux 

agrosystèmes pour la production alimentaire et énergétique tout en préservant et utilisant 

durablement la biodiversité des sols. Après quatre années de discrimination des traitements 

agricoles, les communautés sous culture pérenne de Switchgrass ont été discriminées des 

communautés des traitements avec cultures annuelles par des microorganismes connus pour 

vivre en relation étroite avec la plante (champignons mycorhiziens, bactéries PGPR). Les 

communautés sous travail réduit étaient majoritairement composées de populations vivant en 

relation étroite avec la plante mais aussi copiotrophes et capables de se développer rapidement 

en présence de forte quantité de matière organique facilement dégradable et utilisable 

(Fontaine et al., 2004; Fontaine et al., 2003; Schimel, 2003). 

 Dans un contexte de mise en place de nouveaux agrosystèmes permettant d’obtenir 

une bonne productivité par parcelle tout en maintenant une biodiversité importante, les quatre 

traitements avec culture annuelle de ce site d’étude semblent applicables à grande échelle car 

malgré la différenciation des communautés microbiennes, les sols présentent toujours 

d’importantes biomasse et richesse et les microorganismes retrouvés majoritairement sont liés 

au recyclage des éléments minéraux nécessaire à la croissance des plantes et à la production 

végétale. La plantation de Switchgrass, quant à elle, semble être une pratique innovante 

efficace puisqu’elle permet le développement d’interactions biotiques entre les 

microorganismes et la plante, et permet également un approvisionnement en ressources 

lignocellulosiques disponibles pour les carburants de seconde génération.  
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1. Rappel des principaux objectifs de la thèse 

 Les communautés microbiennes jouent un rôle majeur dans le fonctionnement 

biologique du sol et sont sensibles à leurs changements de mode d’usage. De nombreux outils 

moléculaires ont été développés afin d’étudier les communautés via la caractérisation de leur 

ADN. Ils permettent notamment de déterminer l’abondance, la structure, les diversités 

taxonomique et fonctionnelle des communautés de bactéries et de champignons, qui sont des 

bioindicateurs de la qualité microbienne des sols. Il existe toutefois un manque de 

standardisation de ces bioindicateurs dont la robustesse et la sensibilité doivent être éprouvées 

dans un cadre standardisé, et qui doivent être appliqués dans des situations expérimentales 

aussi bien au laboratoire qu’au terrain. 

 Dans ce contexte, les objectifs principaux de cette thèse ont été : 

- de standardiser deux bioindicateurs microbiens, la biomasse moléculaire microbienne et la 

diversité taxonomique des communautés de bactéries et de champignons, et de déterminer 

leur gamme de variation et leur sensibilité en situations expérimentales contrôlées,   

- de tester au terrain la capacité de ces deux indicateurs à rendre compte de modifications des 

communautés de bactéries et de champignons en réponse à (i) la réhabilitation d’un sol pollué 

via une culture énergétique (Miscanthus x giganteus), et (ii) des modifications de pratiques 

agricoles (cultures pérenne ou annuelle/travail du sol/gestion des résidus de culture/ 

fertilisation azotée). 

2. Conclusion 

2.1. Standardisation de deux bioindicateurs microbiens : la biomasse moléculaire 

microbienne et la diversité taxonomique des bactéries et des champignons 

 La variabilité méthodologique de deux bioindicateurs microbiens : la biomasse 

moléculaire et la diversité taxonomique microbiennes, a été de tester au laboratoire en 

conditions contrôlées. L’étude de la reproductibilité de la biomasse moléculaire microbienne a 

permis de mettre en évidence la variabilité technique de cet indicateur mais également de 

proposer des stratégies d’analyse, que ce soit au laboratoire ou au terrain (stratégie 

d’échantillonnage). De plus, les valeurs de biomasse mesurées étaient spécifiques à chaque 

sol, permettant de discriminer les sols de forêt, de culture ou encore de prairie. Nos résultats 

ont ainsi montré que ce bioindicateur est reproductible et sensible aux variations de mode 

d’usage des sols.  
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L’étude de la diversité taxonomique des communautés de bactéries et de champignons 

a permis de montrer l’importance de l’utilisation d'une seule procédure d'extraction d'ADN du 

sol standardisée dans un contexte d’écologie microbienne moderne où des études de 

métagénomique sont effectuées à grande échelle. En effet, nos résultats ont montré que 

l’image de la diversité microbienne obtenue par séquençage haut débit peut varier selon la 

procédure d’extraction d’ADN en termes de richesse mais aussi au niveau de la récupération 

de certaines populations. Toutefois, pour une procédure donnée, cette image est reproductible 

puisque les communautés microbiennes des différents sols sont bien discriminées entre elles 

(sensibilité aux variations de mode d’usage des sols) et les communautés sont bien spécifiques 

pour un même sol. Malgré toutes les étapes techniques pouvant mener à des biais, de 

l’extraction de l’ADN du sol à l’analyse bioinformatique des données de séquençage massif, 

la diversité taxonomique des communautés ressort donc comme un bioindicateur robuste et 

sensible aux variations de mode d’usage des sols. 

 Nos analyses, bien que prenant en compte la variabilité des modes d’usage du sol et 

leurs caractéristiques physico-chimiques reconnues pour influencer les communautés 

microbiennes telluriques (Dequiedt et al., 2011; Rousk et al., 2010; Griffiths & Philippot, 

2013) ne se sont basées que sur un nombre limité de sol. La généralisation des résultats 

nécessiterait d’autres travaux prenant en compte de nombreux autres sols présentant des 

caractéristiques physico-chimiques variées afin d’affiner notre estimation de la variabilité 

technique et de la sensibilité des bioindicateurs. 

 Il serait également nécessaire d’étudier la variabilité de ces deux bioindicateurs 

microbiens dans d’autres laboratoires à partir des mêmes échantillons de sol afin de mettre en 

évidence leur reproductibilité à l’échelle aussi bien nationale qu’internationale. Cela 

permettrait d’envisager leur normalisation et de faciliter l’adoption d’une procédure unique au 

niveau international, ce qui améliorerait les comparaisons des résultats d’études effectuées 

dans ces différents laboratoires. Ces analyses ont été réalisées dans le cas de la norme ISO 

11063 (Pétric et al., 2011). Toutefois, l’amélioration perpétuelles des procédures d’extraction 

de l’ADN microbien du sol et de caractérisation des communautés aussi bien en termes 

d’abondance que de diversité (i.e. passage des techniques de séquençage massif telles que le 

pyroséquençage 454 à l’Illumina…) rend difficile la normalisation d’un bioindicateur afin de 

l’utiliser à grande échelle. Une procédure standardisée de caractérisation de la diversité des 

communautés devra donc être évolutive pour suivre les développements méthodologiques qui 

sont très rapides dans ce domaine. 
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2.2. Suivi par des bioindicateurs microbiens de la réhabilitation d’un sol pollué 

 Le déploiement sur le terrain des deux bioindicateurs (éprouvés techniquement dans le 

chapitre précédent) pour évaluer l’effet d’une culture pérenne à vocation énergétique 

(Miscanthus x giganteus) en termes de réhabilitation de l’état biologique d’un sol pollué a 

montré une réactivité différentielle des indicateurs dans ce contexte particulier. En effet, la 

plantation de Miscanthus n’a pas eu d’effet sur la biomasse moléculaire microbienne, alors 

qu’elle a induit des modifications importantes en termes de diversité des communautés de 

bactéries et de champignons (structure et composition taxonomique). 

L’absence de réactivité de la biomasse moléculaire pourrait sembler étonnante puisque 

cet indicateur a déjà été démontré sensible aux variations de mode d’usage des sols dans 

d’autres études (Dequiedt et al., 2011; Lienhard et al., 2013; Fornasier et al., 2014). De plus, 

les biomasses microbiennes sous cultures pérennes sont généralement supérieures à celles 

sous cultures annuelles (Wardle et al., 1999; Haynes & Francis, 1993; DuPont et al., 2010). 

Le Miscanthus x giganteus nécessite environ 5 ans pour obtenir une bonne implantation sur 

des sols non contaminés (Lewandowski et al., 2003). Toutefois, dans le contexte particulier du 

site d’étude, le miscanthus n’est planté que depuis 4 ans au maximum et sur des sols pollués. 

Le temps après implantation de cette culture pérenne peut être trop court pour observer des 

effets bénéfiques sur la biomasse microbienne. De plus, cette absence de variation de 

biomasse pourrait s’expliquer par la pression effectuée par les pollutions multiples et le fort 

ratio C/N du sol, hérité de plus de 100 ans d’irrigation avec des eaux usées, et qui limitent la 

croissance microbienne.  

La diversité taxonomique des bactéries et des champignons s’est révélée être un 

indicateur plus sensible dans le cadre de ce travail, avec une réactivité précoce des indices de 

richesse sous culture pérenne et une stimulation de populations particulières connues pour 

vivre en étroite relation avec la plante (formation de symbioses) et pour être impliquées dans 

le recyclage des nutriments du sol et notamment l’azote ce qui est d’une grande importance 

pour ces sols présentant un fort ratio C/N. La culture pérenne de Miscanthus x giganteus, déjà 

connue pour représenter une solution pour relancer le potentiel économique des sols pollués 

(Evangelou et al., 2012; Ollivier et al., 2012; Pavel et al., 2014; Price et al., 2004; Straub et 

al., 2013), apparaît donc également comme une pratique favorable à la réhabilitation  des 

propriétés microbiologiques de ces sols à court terme.  



Conclusion & Perspectives 

 
131 

 

Au-delà des sorties écologiques de ces travaux, les résultats montrent la 

complémentarité des indicateurs microbiens et la nécessité de baser le diagnostic sur une 

combinaison d’indicateurs et non sur un indicateur élémentaire. 

2.3. Réponse des bioindicateurs aux changements du travail du sol et de la gestion des 

résidus de culture 

 Les deux bioindicateurs ont enfin été testés au terrain pour évaluer à court terme 

l’impact de différents traitements agricoles (culture pérenne de Switchgrass vs. cultures 

annuelles, travail du sol intensif vs. réduit, exportation vs. restitution des résidus de culture) 

sur les communautés microbiennes du sol. Nos résultats ont montré, comme lors de l’étude 

précédente, une réactivité différentielle des indicateurs. En effet, les différents traitements 

n’ont pas impacté significativement la biomasse moléculaire microbienne ni les indices de 

richesse des communautés de bactéries et de champignons, alors que la structure et la 

composition des communautés microbiennes ont été modifiées.  

 Comme discuté précédemment, l’absence de réactivité de la biomasse moléculaire 

microbienne aux différents traitements est étonnante puisque les traitements présentant une 

culture pérenne, un travail réduit ou un apport en nutriments par la restitution des résidus de 

culture sont connus pour augmenter la biomasse microbienne des sols (DuPont et al., 2010; 

Babujia et al., 2010; Purakayastha et al., 2009). L’absence de diminution de la richesse lors de 

l’intensification de l’utilisation des terres est également un résultat original de ce travail et 

pourrait s’expliquer par le fait que le temps nécessaire pour observer une différenciation des 

communautés sous différents systèmes agricoles est long sous des climats tempérés, sur la 

base de ces indicateurs. 

 La composition taxonomique des bactéries et des champignons s’est révélée être un 

bioindicateur sensible, avec une réactivité précoce des communautés en fonction de l’intensité 

du travail du sol (labour vs. travail réduit vs. non travail), marquée par la stimulation de 

populations particulières. Les attributs écologiques connus de ces populations suggèrent que 

la réduction du travail du sol et/ou la culture pérenne permettent une augmentation des 

interactions biotiques entre les communautés microbiennes et les plantes ainsi qu’une 

stimulation des cycles biogéochimiques (C et N). En comparaison du travail du sol, la gestion 

des résidus de culture (volume des résidus restitués) et la fertilisation azotée (diminution de 

moitié) ont eu peu d’influence sur les propriétés microbiologiques des sols.  
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Ces résultats illustrent qu’au sein d’un système agricole, certaines pratiques ont plus d’impact 

que d’autres sur les communautés microbiennes du sol. 

2.4. Conclusion générale 

Dans un contexte scientifique, nos résultats montrent que la biomasse moléculaire 

microbienne et la diversité taxonomique des communautés de bactéries et de champignons 

sont des bioindicateurs microbiens standardisés au laboratoire et dont les limites techniques 

ont pu être mises en évidence, permettant ainsi de minimiser la variabilité méthodologique et 

de prendre conscience des possibles biais existants. Ces résultats nous ont également permis 

de mettre au point des stratégies d’analyse que ce soit au laboratoire mais aussi au terrain. Ces 

bioindicateurs ont présenté des niveaux de réactivité différents, la diversité taxonomique des 

communautés de bactéries et de champignons étant plus précoce par rapport à la biomasse 

moléculaire microbienne. A court terme, la diversité taxonomique est apparue plus sensible 

que la biomasse microbienne à la mise au point de pratiques innovantes pour réutiliser des 

sols pollués et en réponse à des modifications du travail du sol et de la gestion des résidus de 

culture. Ces résultats ont montré la nécessité de baser nos conclusions à partir d’une 

combinaison de bioindicateurs. L’utilisation de ces outils permet donc d’identifier et de 

quantifier aussi bien les perturbations que les transformations des sols et les impacts en 

découlant sur les microorganismes, et par conséquent de suivre la durabilité des systèmes de 

production agricoles (Bispo et al., 2009; Sparling et al., 1997; Fierer & Ladau, 2012).  

 Dans un contexte plus agronomique, nos résultats ont permis de mettre en évidence 

que les pratiques agricoles passées (e.g. irrigation pendant une centaine d’années de parcelles 

agricoles avec des eaux usées) ou présentes (e.g. intensité de travail du sol) impactent la 

diversité microbienne de façons positives ou négatives. La gestion des sols agricoles par les 

agriculteurs peut donc influencer fortement les communautés microbiennes du sol et les 

services dans lesquels elles sont impliquées, impactant directement la productivité et la 

durabilité des agrosystèmes. 

3. Perspectives  

 Les résultats de ce travail de thèse ont montré que la biomasse moléculaire 

microbienne et la diversité taxonomique des communautés de bactéries et de champignons 

sont deux bioindicateurs pertinents pour évaluer la qualité microbiologique des sols agricoles. 
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Toutefois, pour conforter la généricité de ces conclusions, d’autres travaux apparaissent 

nécessaires. 

3.1. Affiner l’évaluation de la variabilité technique des indicateurs 

 L’étude de la reproductibilité des bioindicateurs a été effectuée sur un faible nombre 

de sols choisis comme références de par leur mode d’usage et leurs caractéristiques physico-

chimiques variés. Il est cependant reconnu que les propriétés physico-chimiques des sols ont 

une influence importante sur la diversité et l’activité des communautés microbiennes du sol 

(Ranjard et al., 2010; Rousk et al., 2010). Dans ce contexte, une perspective de ces travaux 

serait d’examiner la reproductibilité des bioindicateurs en prenant en compte une large 

gamme de sols présentant des caractéristiques physico-chimiques et pédoclimatiques variées 

afin d’évaluer plus finement la variabilité de la biomasse moléculaire microbienne et de la 

diversité taxonomique des communautés de bactéries et de champignons. 

 La sensibilité des deux bioindicateurs a été mesurée dans deux contextes 

agronomiques particuliers, à l’échelle de la parcelle agricole, sur des sols présentant des 

caractéristiques physico-chimiques homogènes et non représentatives de l’hétérogénéité des 

sols retrouvés à l’échelle nationale. Leur sensibilité aux modifications de pratiques agricoles 

ou leur réponse en environnements pollués devraient être mesurée dans d’autres essais 

présentant des types de sol différents pour conforter la généricité des résultats. Pour cela, il 

pourrait être intéressant de mettre en place d’autres sites expérimentaux présentant les mêmes 

traitements agricoles, les mêmes cultures, les mêmes itinéraires techniques, pour pouvoir 

suivre l’impact des caractéristiques pédoclimatiques et physico-chimiques des sols sur les 

propriétés microbiologiques des sols. Afin d’étudier la réhabilitation des sols pollués par des 

cultures à vocation énergétique, il serait intéressant de créer des dispositifs expérimentaux sur 

des sols pollués présentant si possible des historiques de pollution différents et des gradients 

de contamination afin de voir comment les communautés microbiennes réagissent en 

situations contrastées. 

3.2. Hiérarchiser l’impact des pratiques agricoles sur les bioindicateurs 

 Nos résultats ont montré que certaines pratiques impactent plus fortement que d’autres 

les communautés microbiennes du sol (e.g. le travail du sol impacte plus que la gestion des 

résidus de culture et la fertilisation azotée, Chapitre IV). Il serait maintenant intéressant de 

mettre au point des sites expérimentaux variant par l’intensité du travail du sol (travail 
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intensif/travail réduit/non travail), la rotation culturale (rotation/monoculture), la gestion des 

résidus de culture (restitution totale/partielle (50%)/exportation complète), la fertilisation 

(normale/réduite de 50%/absente), et la gestion des cultures intermédiaires (culture 

intermédiaire piège à nitrates/absence de culture intermédiaire) ; permettant d’établir une 

hiérarchie des pratiques selon leurs impacts positifs ou négatifs sur les communautés 

microbiennes des sols à court, moyen mais aussi à long terme. 

3.3. Effectuer des essais à long terme 

 Nos résultats et conclusions correspondent à des évaluations de la sensibilité des 

bioindicateurs menées à court/moyen terme. De fait, des interrogations subsistent quant à la 

réactivité des bioindicateurs à plus long terme. En effet, à partir de combien de temps est-il 

possible d’observer la résilience de l’effet de pratiques agricoles négatives sur les 

communautés microbiennes des sols ? Quelle est la durée nécessaire à la réhabilitation de sols 

pollués ? De plus, il est reconnu qu’à long terme les cultures pérennes tendent à diminuer la 

biodiversité de la faune du sol mais aussi des oiseaux et d’autres espèces végétales (Dauber et 

al., 2010). Plusieurs questions se posent donc : qu’advient-il de la diversité microbienne sous 

culture pérenne à long terme ? Est-il vraiment intéressant de relancer l’économie de sols 

pollués si en retour la pratique effectuée pour y parvenir tend à impacter négativement la 

biodiversité de ces sols ? Afin de répondre à ces questions, il parait donc primordial de 

pérenniser les dispositifs expérimentaux pour pouvoir évaluer ces différents modes d’usage 

agricoles sur le long terme.  

3.4. Développer des référentiels d’interprétation 

 Afin d’être utilisé en routine, un bioindicateur nécessite d’être robuste techniquement 

et sensible aux variations de gestion des sols. Pour une utilisation en tant qu’outils d’aide à la 

décision des modes de gestion des sols, un bioindicateur doit également être associé à un 

référentiel d’interprétation. Un référentiel permet de définir une gamme de « valeurs 

normales » de l’indicateur pour un environnement pédoclimatique donné. Le positionnement 

des valeurs mesurées dans un référentiel permet donc d’évaluer l’impact de l’utilisation du sol 

sur le bioindicateur et ainsi d’établir un diagnostic de l’état microbiologique du sol. Très peu 

de ces référentiels existent actuellement mais leur mise en place commence à se développer à 

partir de bases de données comprenant un grand nombre de valeurs des bioindicateurs 

mesurées sur une large gamme de sols représentatifs de la variabilité des propriétés 
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physicochimiques et de mode d’usage au niveau national avec le RMQS (Réseau de Mesures 

de la Qualité des Sols) mais aussi au niveau départemental avec le développement d’un 

référentiel sur les communautés microbiennes de sols de cultures et de prairies de Saône-et-

Loire (communication personnelle). Des modèles de prédiction de la biomasse moléculaire 

microbienne et la diversité taxonomique des communautés de bactéries et de champignons 

sont notamment en cours de développement (Horrigue et al. soumis). Dans ce contexte, une 

perspective serait d’appliquer les bioindicateurs testés dans ce travail sur des échantillonnages 

représentatifs de modes d’usages ciblés (i.e. culture, prairie, voire plus fin avec prise en 

compte de certaines pratiques comme le travail du sol, la gestion des résidus,…) afin de 

développer des outils de diagnostiques adaptés à la variabilité des modes de conduites des 

exploitations.  

3.5. Faire le lien entre la diversité et le fonctionnement biologique du sol  

 Obtenir des informations sur la biomasse et la diversité taxonomique des 

communautés microbiennes telluriques est important pour estimer la qualité des sols. En effet, 

il est connu que la diversité des microorganismes du sol est importante pour la stabilité et 

l’activité des communautés de bactéries et de champignons impliquées dans les 

transformations de la matière organique du sol, une fonction déterminante pour la fertilité des 

sols (Tardy et al., 2014). Dans la continuité des travaux de cette thèse, il apparaît nécessaire 

de déterminer la signification fonctionnelle réelle des bioindicateurs que l’on a pris en compte 

pour différentes fonctions d’intérêt comme la décomposition de la matière organique 

(Baumann et al., 2012), la nitrification et la dénitrification (Philippot et al., 2013), la 

décontamination de sols pollués (Mougin et al., 1996; Martin-Laurent et al., 2004). Pour cela, 

des approches expérimentales spécifiques en microcosmes ou en mésocosmes pourraient être 

effectuées consistant à coupler des outils d’écologie fonctionnelle (mesure d’émissions de 

CO2 suite à un apport de résidus végétal marqué au 13C ou des émissions de N2O) en faisant 

varier nos bioindicateurs, la biomasse moléculaire microbienne et la diversité taxonomique 

des bactéries et des champignons, par des études sur leurs dilutions. 
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Abstract 

Promoting diverse and functioning biological communities is an important objective of agroecology, with 

increasing attention given to the important role of soil biodiversity. In an experimental study conducted in 

actual field conditions, we followed over five years the dynamic of multiple soil trophic groups in 

response to three alternatives to conventional crop management that varied in tillage, residue management 

and N fertilization regime.  

Our study demonstrated a delayed but effective differentiation in soil invertebrate diversity following 

implementation of the varied agricultural practices. Soil biodiversity appeared dynamic with some groups 

responding more readily than others, thereby highlighting differences related to trophic position and body 

size. Particularly, the visualization of diversity profiles allowed uncovering an increasing impact of 

agricultural practices on group diversity towards higher trophic levels. While tillage appeared a main 

factor of influence, surprisingly little impact of residue management and nitrogen fertilization could be 

observed.  

Heterogeneity of soil microhabitats together with complex interactions between soil organisms represents 

an important challenge in predicting the response of soil communities to anthropogenic influence. 

Through its multi-taxonomic approach, the present study advances our understanding of the dynamic of 

soil communities in agricultural cropping systems and helps identify possible consequences for soil 

functioning.  
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Introduction 

Achieving sustainability is a worldwide current concern in agriculture that brings important challenges but 

also opportunities for rethinking agroecosystems (Delong et al., 2015; Tittonell, 2014). The necessity of 

integrating ecological processes within food production systems has become the corner stone of 

agroecology (Wezel et al., 2014). Particularly, increasing consideration is given to soil biodiversity, whose 

role has long been underestimated by agronomists, but whose preservation is now recognized as key for 

maintaining or improving soil functioning capabilities, such as litter decomposition and nutrient cycling 

(de Graaff et al., 2015; Kassam et al., 2013; Kibblewhite et al., 2008; Zhang et al., 2015).  

Soil communities are highly diverse and encompass a wealth of organisms with sizes ranging from the 

micro- to the macroscale that are embedded in a close network of direct and indirect interactions with each 

other and their environment (Giller, 1996; Moore et al., 2003). However, in agroecosystems soil 

community networks are often highly reduced compared to natural ecosystems and they are greatly 

influenced by agricultural practices that modulate the habitat structure and the quantity, quality and 

location of food resources for soil organisms (Roger-Estrade et al., 2010; Turmel et al., 2014). Besides the 

spatio-temporal distribution of crops, driving factors include tillage intensity, residue management and 

fertilization regimes, that can all be conjointly modulated to meet the purposes of agroecology (Wezel et 

al., 2014). Previous studies have shown similarities but also substantial variations and contradictions in the 

response of soil organisms to a given agricultural practice, depending on their taxonomic identity and 

resource acquisition strategies (Cole et al., 2008; Holland, 2004; Postma-Blaauw et al., 2010; Roger-

Estrade et al., 2010; van Capelle et al., 2012). 

Full-inversion tillage practices that bury crop residues into the soil have been related to relatively 

homogeneous soil communities, dominated by bacteria, bacteria-feeding protozoa and nematodes and 

rapidly reproducing invertebrate taxa, such as small euedaphic predatory mites (Koehler, 1999; Wardle, 

1995). Previous studies have found that decreasing soil disturbance, for example by adopting conservation 

tillage, can benefit soil organisms in several ways including reduced rates of mechanical injuries, 

improved habitat structure and lower exposure to predators (Brussaard et al., 2007; Pelosi et al., 2015; 

Roger-Estrade et al., 2010; Wardle, 1995). Further, leaving residues at the soil surface has been viewed as 

positive for sustaining diverse soil communities because residues foster microorganism activity and 

provide favorable structural and microclimatic habitat conditions for a range of taxa (Chan, 2001; Cochran 

et al., 1994; Govaerts et al., 2007; Kladivko, 2001; Landis et al., 2000). Particularly, the resulting long-

standing layer of organic matter in the upper soil should favor the presence of detritivorous taxa and their 

predators (Goncharov and Tiunov, 2014; Kladivko, 2001; Stinner and House, 1990), as well as enable the 
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expansion of fungal populations, an important trophic resource for many microbi-detritivore arthropods, 

such as Collembola and oribatid mites (Cochran et al., 1994; Hendrix et al., 1986). Reducing mineral 

fertilization is as well generally encouraged in the context of agroecology as a more sustainable practice 

(Gliessman, 2007). Mineral nitrogen input may have indirect effect throughout the soil communities by 

affecting the abundance and diversity of microorganisms (Fierer et al., 2012; Geisseler and Scow, 2014) 

and has been shown to indirectly enhance densities of microarthropods in grasslands (Cole et al., 2008). 

However, little evidence exists that reducing fertilization affects soil invertebrates in arable systems 

(Kanal, 2004; Verhoef and Brussaard, 1990). 

In view of the existing literature, adopting new agricultural management strategies will lead to changes in 

taxonomic diversity, as well as in the size and trophic constitution of soil communities. Nonetheless, few 

studies have assessed and compared the temporal dynamics of soil communities across a range of 

taxonomic groups in cropping systems (Thiele-Bruhn et al., 2012). In the present study, we addressed this 

knowledge gap by purposely modulating agricultural management strategies in actual field conditions to 

investigate the dynamics of an extensive soil community along the course of an annual crop rotation. 

Specifically, we compared overall diversity as well as the abundance and diversity of several trophic 

groups in a conventionally managed crop rotation and three alternative treatments that varied in tillage, 

residue management and N fertilization regime. We expected to observe the largest temporal 

differentiation in alternative treatments that modulated both habitat and food resources. Leaving residues 

at the soil surface was expected to increase microbial decomposer biomass and diversity, as well as the 

abundance and diversity of microbi-detritivorous microarthropods and their predators. We also expected 

reduced tillage to progressively increase taxonomic diversity by enabling the establishment of taxa 

sensitive to disturbance, principally large size taxa with low reproductive rates such as earthworms. In 

contrast, small size taxa with high reproductive rates such as microbivores should be little affected by 

changes in agricultural practices. Finally, we expected reduced N fertilization to primarily affect 

microorganism diversity with little consequences for higher trophic groups.  

Material & Methods 

Experimental site 

The study was conducted on the SOERE ACBB (Systèmes d'Observation et d'Expérimentation pour la 

Recherche en Environnement Agrosystèmes Cycles Biogéochimiques et Biodiversité) experiment for 

arable crops, located at Estrées-Mons, Northern France (49.873 N, 3.032 E). The experiment was 

established on a 8 ha field, which had been cropped with annual arable crops for many years before the 

onset of the experiment. In 2010, after 2 years of complete homogenization with the same crop (wheat in 
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2008 then barley in 2009) and same conventional management, a six-year rotation was initiated, 

composed of spring pea (Pisum sativum, L.), winter wheat (Triticum aestivum, L.), rapeseed (Brassica 

napus, L.), spring barley (Hordeum vulgare, L.), maize (Zea mays, L.) and winter wheat. The experiment 

started in March 2010 (called T0) at pea sowing. The experiment included 6 treatments with 4 replicates 

within a randomized block design. Four treatments were investigated in the present study, varying in soil 

tillage (full-inversion ploughing (CONV) vs shallow tillage (RT)), crop residue management (returned vs 

removed (RR) and N fertilization rate (reference rate vs one third of reference rate (RN)) (Table 1). 

Tillage depth was about 25 cm in the ploughed treatments and 8 cm in the shallow tillage treatments. Crop 

residues were returned to soil every year except in treatment RT-RR, in which residues were exported: the 

mean amount of C returned through aerial residues was 3.2 and 1.6 t C ha-1 yr-1 during the studied period 

for the crop residue returned and exported treatments, respectively. Over the full rotation, the mean 

fertilization rate was 134 kg N ha-1 yr-1 except for treatment RN which received 43 kg N ha-1 yr-1. The soil 

is a deep loamy soil (Orthic-Luvisol, FAO classification); its main initial characteristics are given in Table 

2. There was no significant difference in any characteristics between treatments. The climate is oceanic 

with continental influence, with a mean rainfall of 678 mm per year and an average temperature of 10.8 

°C during the five years of study (2010-2014). 

Sampling 

Sampling of soil organisms was concomitantly performed in each plot, in March 2010, March 2012, and 

March 2014 at the start of the vegetation season in each of the four replicates per treatment (16 sampled 

plots in total). Sampling methodology was adapted for each taxonomic group to obtain a representative 

sample, as described below.  

Microorganisms were collected from five soil cores (0-20 cm depth) taken each year at each plot. The five 

cores per plot were then pooled to obtain one sample per plot for each year. Soil samples were placed in 

plastic containers, stored in cool boxes at 4 °C and transported to the laboratory for further processing. In 

the laboratory, soil samples were sieved at 4 mm, divided into four homogeneous parts and placed into 50 

ml polypropylene pill boxes. Microbial DNA was extracted from 1 g of all samples, using a single 

procedure standardized by the GenoSol platform (http://www.dijon.inra.fr/plateforme_genosol) (Terrat et 

al., 2012). DNA concentrations of crude extracts were determined by electrophoresis in 1% agarose gel 

using a calf thymus DNA standard curve, and used as estimates of microbial molecular biomass (Dequiedt 

et al., 2011). Bacterial and fungal diversities were determined by 454 pyrosequencing of ribosomal genes. 

For bacteria, a 16S rRNA gene fragment with sequence variability and the appropriate size (about 450 

bases) for 454 pyrosequencing was amplified by PCR using primers F479 and R888. For fungi, an 18S 
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rRNA gene fragment of about 350 bases was amplified using primers FR1 and FF390. Primers and PCR 

conditions were as described previously (Tardy et al., 2014). The PCR products were purified using a 

MinElute gel extraction kit (Qiagen, Courtaboeuf, France) and quantified using the PicoGreen staining Kit 

(Molecular Probes, Paris, France). A second PCR of 9 cycles was then conducted under similar PCR 

conditions with purified PCR products and ten base pair multiplex identifiers added to the primers at 5’ 

position to specifically identify each sample and avoid PCR bias. Finally, the PCR products were purified 

and quantified as previously described (Tardy et al., 2014). Pyrosequencing was then carried out on a GS 

FLX Titanium (Roche 454 Sequencing System). Taxonomic units were derived from high-quality reads 

that were obtained from a procedure initially described by Terrat et al. (2012) using GnS-PIPE developed 

by the GenoSol platform (INRA, Dijon, France).  

Microfauna (Nematoda and Protozoa) and microarthropods (Collembola, Acari) were sampled using steel 

cylinders (5 cm in diameter, depth 5 cm). Three (microarthropods) and five (microfauna) cores were taken 

each year at each plot. All samples of microarthropods were placed into separate plastic containers. 

Regarding microfauna samples, the five cores taken at each plot were carefully mixed and an aliquot of 

250 g was used for extractions. All samples were then transported to the laboratory in cool boxes, and 

stored at 4 °C before further treatments.  

Protozoan abundance was determined using a 5 g (fresh mass) sub-sample of sieved soil that was mixed 

with 100 ml of 1/300 tryptic soy broth (TSB) solution and homogenized for 1 min in a household blender. 

From this suspension eight threefold dilution series of 12 dilutions were prepared in microtiter plates, with 

1/300 TSB solution used as growth medium. The microtiter plates were stored in the dark at 11 °C and 

checked for the presence/absence of Protozoa after 1 and 3 weeks. Total number of Protozoa was 

estimated using the most probable number method (Ronn et al., 1995). Nematodes were extracted 

and identified using ISO 23611-4 (ISO, 2007). The nematodes were extracted from approximately 300 g 

wet soil by Oostenbrink elutriation, followed by an active pass through a cotton wool filter for 48 hours; 

they were then counted using a binocular microscope. The composition of the soil nematofauna was 

determined after fixing in a formaldehyde-glycerol mixture and transferring to mass slides. On 

average, 185 nematodes per mass slide were identified to the family or genus level at 400 X 

magnification. Microarthropods were extracted by the dry-funnel method and stored in 70% ethyl alcohol. 

Under dissecting microscope, Collembola, Oribatida and Gamasinae were sorted out and enumerated. 

Collembola were determined to the species level following several keys (Dunger and Schlitt, 2011; Gisin, 

1960; Potapov, 2001). 

Ground-dwelling macroinvertebrates were sampled using pitfall traps. The traps were made from 7-cm 

diameter plastic cups, inserted into the soil with their top flushing the soil surface. They were sheltered 
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from rain by plastic cup lids over the traps using support sticks, raised to about 2 cm above the soil. The 

traps were partly filled with vinegar used as a preservative medium. Traps were left for 1 week and the 

collected contents preserved in ethanol (90%) for ulterior identification. In addition, soil-dwelling 

macroinvertebrates, were hand-sorted from a 25 x 25 x 25 cm monolith of soil and then preserved in 90%-

alcohol. Most individuals were identified at least to the family level and Aranae, Carabidae and 

Lumbricidae were further identified to the species level. Fauna Europea (2013) was used as standard for 

invertebrate taxonomy.  

Statistical analyses 

Collected soil organisms were classified into eight trophic groups according to size and feeding regime: 

surface predators (spiders, carabid and rove beetles), mesopredators (mesostigmatid mites), 

micropredators (predaceous and omnivorous nematodes), microbi-detritivores (springtails and oribatid 

mites), microbivores (Protozoa and microorganism-feeding nematodes), microphytophages (plant-feeding 

nematodes), geosaprophages (earthworms) and decomposers (microorganisms). The effect of sampling 

year and agricultural treatments on the abundance of each group and on the biomass of microorganisms 

was evaluated using generalized linear models (glm) with quasi Poisson error distribution and log-link 

function. Block effect was accounted for by entering the factor “block” as the first independent variable in 

each glm. Model significance was tested by conducting F-test, and Tukey test was used post-hoc to 

identify differences between the levels of significant factors. Separate tests for each date were computed 

only if the interaction between date and treatments appeared not significant.  

The diversity of each group was computed and compared for each year and treatment using diversity 

profiles as proposed by Chao et al. (2014). This method was chosen because it associates in a single 

framework a range of popular diversity indices, thereby providing a comprehensive and meaningful way 

of comparing the diversity of ecological communities (Leinster and Cobbold, 2012). Diversity profiles are 

a mean to visualize the diversity of a taxonomic (species-based) assemblage in relation to the abundance 

distribution of its component taxa. Diversity is expressed as Hill numbers (also called “effective number 

of species”) according to the equation:   = 1 −  ∑ / − 1 ,(Equation 1) 

p represents the relative abundance of taxa and q is a measure of the metric sensitivity to taxa relative 

abundance and can be understood as a weighting parameter of rare taxa. In a diversity profile, H is plotted 

versus a range of q values. Most commonly measured diversity indices are special cases of Hill numbers, 

with Hill numbers of order q = 0 corresponding to species richness, q = 1 to Shannon entropy and q = 2 to 

Simpson diversity. Thus, various orders of q emphasize different aspects of diversity, from describing the 
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diversity of essentially rare taxa at low values of q to describing the diversity of most abundant taxa at 

large values of q. 

For surface predators, mesopredators, microbi-detritivores and earthworms, taxa determined to the species 

level were considered. For micropredators, microbivores and microphytophages, no species information 

was available and diversity was assessed at the family level. For microorganisms, diversity profiles were 

computed separately for bacteria and fungi at the genus level.  

General trends of global soil biodiversity were assessed based on the number (taxonomic richness) and 

composition of all sampled families. Response of family richness to date and agricultural treatments was 

tested using a generalized linear model with quasi Poisson error distribution and log-link function. Block 

effect was accounted for by specifying block as first factor in the model and model significance was tested 

with F-test. Differences in family composition between treatments were analyzed using distance-based 

analysis of variance. First, a distance matrix based on family presence-absence at each sampling plot was 

calculated using Jaccard dissimilarity (Koleff et al., 2003). Differences in family assemblages between 

agricultural treatments and date were then tested by permutational analysis of variance (PERMANOVA, 

Anderson, 2001). Results were visually displayed using non metric multidimensional scaling (NMDS). 

For significantly different assemblages between treatments, Jaccard dissimilarity was further partitioned 

into its turnover and richness difference fractions (Carvalho et al., 2012; Legendre, 2014). Turnover 

expresses the replacement of a family by another one, while richness difference measures the difference in 

the number of families between sample plots. Thereby, it allows assessing whether dissimilarities mainly 

resulted from changes in the identity or in the number of families. Significance of the different fractions in 

explaining differences between treatments was tested with PERMANOVA. 

Because T0 represents initial conditions with undifferentiated treatments, any textual or graphical 

reference to treatments at T0 must be understood as initial variability between sampling plots. All 

statistical analyses were performed using the software R, version 3.1.1 (R Core Team, 2014). 

Results 

Abundance / biomass of trophic groups 

We observed no significant interaction between dates and treatments for the abundances of all trophic 

groups. This means that abundances followed similar temporal trajectories in the four treatments. 

However, micropredator and geosaprophage abundance showed a trend towards divergent differentiation 

with time (F = 2.34, p = 0.054; F = 2.28, p = 0.059), with abundance increasing from date T2 to T4 in the 
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treatments with reduced tillage only. All groups except microbivores showed differences in abundance, 

either as a response to date, to treatment at some date, or to both factors (Table 3, Fig. 1).    

Temporal dynamics differed between the groups. The abundance of surface predators increased quite 

regularly over time and was significantly higher at date T4 than at date T0 (+ 84 %, F = 4.98, p < 0.001). 

The abundance of Microbi-detritivores reached significantly higher values already at date T2 (+ 181 %, F 

= 10.21, p < 0.001) and those high values were maintained at date T4. Similar increase from T0 to T2 was 

observed for mesopredator abundance and microorganism biomass (+ 267%, F = 16.45, p < 0.001; + 50 

%, F = 16.68, p < 0.001), however, it was followed by a decrease at date T4. In contrast to the afore-

mentioned groups, the abundance of microphytophages continuously decreased to reach low values for all 

treatments at T4 (- 82 %, F = 13.29, p < 0.001). 

Abundance of several groups showed differences between treatments at some date, indicating that they 

were substantially influenced by agricultural practices. Abundance of mesopredators was 200 % higher in 

the RT compared to the CONV treatment at date T2 (F = 3.73, p = 0.054), while abundance of microbi-

detritivores appeared more than 350 % higher in the RT-RR compared to the CONV treatment at dates T2 

and T4 (F = 3.99, p = 0.046). Regarding micropredators, the highest abundance was recorded in the RT-

RR treatment and was significantly different from the RN treatment at date T4 (F = 4.81, p =0.029). 

Finally, the peak in microorganism biomass recorded at date T2 was 30 % higher in the RT and RT-RR 

treatments than in the CONV one (F = 4.65, p = 0.031).  

Diversity profiles 

Agricultural practices affected the diversity profiles of surface predators and microbi-detritivores, but not 

those of microbivores, bacteria and fungi (Fig. 2). For the remaining groups, the low number of taxa made 

interpretation of the diversity profiles equivocal, so that they could not be distinguished from initial 

conditions. Differentiation between treatments in diversity profiles of surface predators and microbi-

detritivores occurred at low values of q, which indicated that differences between treatments occurred in 

the diversity of rare taxa but not in the diversity of common taxa. The diversity of surface predators was 

low at date T2, but markedly higher at date T4, with a steeper slope indicating more uneven abundance 

distribution between taxa resulting from an increase in the number of rarer taxa. Differences between the 

curves showed that diversity increased more in the RT-RR and RT treatments compared to the CONV and 

RN ones. In comparison, the diversity of microbi-detritivores showed a notable increase in the number of 

rare taxa in RT at date T2, whereas at date T4 all alternative treatments presented a number of rare taxa 

that was twice that of the CONV treatment. 

Family richness and assemblage 
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The dynamics of family richness was best explained by an interaction between date and treatments 

resulting from a strong effect of agricultural practices on the magnitude of the dynamics at date T4 (F = 

3.23, p = 0.013). While family richness at date T2 was similar to T0 and did not differ between the 

treatments, it significantly increased at date T4, with a stronger increase in the RT-RR (+48%) and RT 

(+32%) compared to the RN (+16%) and CONV (+13%) treatments (Fig. 3).  

PERMANOVA analysis of family composition revealed a marginal interaction between date and 

treatments (F = 1.53, p = 0.061). Family composition showed a strong temporal dynamic (F = 21.27, p < 

0.001), and was significantly different between treatments at date T4 (F = 1.87, p = 0.029), which 

indicated a differentiation in the fifth year. The decomposition of Jaccard dissimilarity at date T4 revealed 

that a significant part of variation in family composition between treatments was explained by a difference 

in family number (F = 5.26, p = 0.020), whereas family turnover was not related to agricultural practices 

(F = 0.20, p = 0.857). Visual display through NMDS showed two distinct clusters at date T4, one 

composed by the CONV and RN treatments and the other by the RT and RT-RR treatments (Fig. 4).  

Discussion 

In accordance with our expectations, the introduction of alternative agricultural practices influenced the 

soil community, with variations in the intensity of that effect depending on the trophic groups 

investigated. As predicted, we observed a positive effect of reduced tillage intensity on the abundance and 

diversity of predators and large-sized taxa. In contrast, we did not observe an effect of residue 

management that was expected as a result of altered trophic resources and microhabitat conditions. While 

we expected that reducing N fertilization without changing tillage intensity would not influence soil 

arthropods, the lack of response of the microorganism community disagreed with our predictions. These 

different aspects are detailed hereafter. 

The diachronic approach used in our study allowed demonstrating an effective but delayed impact of 

agricultural practices on family richness at the community level. While no pattern of global family 

richness emerged after two years, all treatments (even the conventional one) reached higher family 

richness in the fifth year, which suggests that agricultural practices influenced the magnitude rather than 

the direction of the dynamics. Richness differences might be a result of active or passive arrival followed 

by distinct establishment success depending on the crop management practices. For example, although 

many surface predators actively colonize crops as adults, survival of their larvae can be significantly 

affected by agricultural practices (Holland and Reynolds, 2003), influencing species persistence and 

community diversity over time. Our results further highlight a temporal differentiation between treatments 

in family composition, with the emergence of two distinct clusters in the fifth year that partitioned 
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agricultural treatments according to their tillage regime. Two main processes can contribute to variation in 

the assemblage of taxonomic communities between locations. One is the turnover in taxonomic 

composition, whereby some taxa are replaced by others, and the second is the unequal number of taxa 

between locations (Carvalho et al., 2012; Legendre, 2014). In the present study, turnover was relatively 

high, accounting for 57% of the variation between sampling plots. However, this fraction was not 

significantly related to agricultural practices, indicating that turnover rate was as high within as between 

treatments. This variability in soil communities is not surprising and regularly reported given the 

heterogeneous soil microhabitat conditions (Ettema and Wardle, 2002; Franklin and Mills, 2003). In 

contrast, the part of variation attributed to differences in family number between sampled plots was 

significantly related to agricultural practices. This confirms that implementing alternative crop 

management strategies – mainly reduced tillage – can foster community richness over time. Unexpectedly, 

within reduced tillage treatments, family richness increased more in the removed compared to the return 

residue treatment, despite previous studies relating the presence of residues at the soil surface to favorable 

microclimatic conditions, higher trophic resources for decomposers and larger prey densities for predatory 

taxa (Kladivko, 2001). It is possible that the family level was too coarse to observe differences. Yet, this 

outcome is in line with a recent short-term study showing little effect of residue removal on soil arthropod 

diversity (Scheunemann et al., 2015) and did not contrast with our group-wise observations as highlighted 

below. Among different mechanisms, the small species pools, competition with local species and predator 

control may all have contributed to the results.  

The response of the different trophic groups to variations in crop management strategies was contrasted, 

indicating that the impact of agricultural practices over time was related to trophic identity. Unexpectedly, 

the results did not indicate divergent trajectories of group abundances for the different agricultural 

management practices; however they supported the family-level observation that agricultural practices 

influenced the magnitude rather than the direction of the dynamics.   

Surprisingly, the biomass of microbial decomposers was little influenced by crop management. Although 

biomass strongly rose from date T0 to T2 especially for the RT treatments, it dropped and became again 

homogeneous the fifth year, therefore providing no evidence for a consistent temporal differentiation 

between treatments. Moreover, the diversity of both bacterial and fungal communities remained 

remarkably constant over time and treatments, in contrast to previous studies that demonstrated shifts in 

microbial diversity as a result of tillage, residue management and fertilization regime (De Quadros et al., 

2012; Pascault et al., 2010; Wang et al., 2011). Sampling depth is an important factor to consider to 

explain our results, since agricultural practices affect the vertical distribution of organic matter and 

microorganisms (Kuntz et al., 2013; Mathew et al., 2012). Organic matter and microorganisms generally 
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concentrate in the top-soil in reduced-tillage systems, whereas such stratification is absent in ploughed 

systems (Vian et al., 2009).  Therefore, differentiation in microbial biomass and diversity between 

agricultural practices may occur at fine spatial scale, i.e. in the 0-5 cm top soil layer, and our results 

suggest that such differences weaken when considering the larger 0-20 layer. Alternatively, microbial 

feeders may adapt their grazing pressure in function of microorganism abundance, thereby keeping the 

biomass of microbial decomposers constant (Sohlenius, 1990). 

The increase in biomass of microbial decomposers at date T2 may have driven the synchronous increase 

of their microbi-detritivore consumers and in turn mesopredator abundances. Microbi-detritivore 

abundance remained high at date T4 even if microbial biomass decreased, possibly because microbi-

detritivores shifted their diet towards more abundant detrital resources (Ngosong et al., 2009). 

Surprisingly, highest abundance of microbi-detritivores occurred in the RT-RR treatment despite residue 

removal. Although surface residues can provide favorable microhabitat conditions and food resources 

(Cochran et al., 1994), Brennan et al. (2006) similarly observed higher springtail populations in sites 

without surface residues. Increased predator pressure may explain the pattern, since mesopredator 

abundances tended to be higher in the RT treatment, yet relatively low at date T4. In contrast to microbi-

detritivores, the presence of surface residues likely supported high abundances of mesopredators in the RT 

treatment, as this group was shown to particularly benefit from residue addition (Scheunemann et al., 

2015). The following decline at date T4 might relate to factors such as crop nature, microclimatic 

conditions or decrease in other prey resources (e.g., phytophagous nematodes). Alternatively, the observed 

increase in surface predator abundance suggests possible top-down control, although such interactions 

have hardly been investigated yet (Lawrence and Wise, 2004).  

Substantial differentiation in the diversity profile of surface predators at date T4 and trends towards 

differentiation in abundance over time suggests an effective, but delayed response of taxa at the top of the 

food chain to changes in agricultural practices. Such temporal lag may help explain the inconsistency 

between studies investigating the impacts of crop management strategies on macropredators (Holland, 

2004). Differentiation was more obvious for diversity than for abundance, which is not surprising since 

communities in agroecosystems are generally dominated by a few highly abundant taxa that can thrive 

under harsh environmental conditions (Holland and Luff, 2000; Mallis and Hurd, 2005; Melnychuk et al., 

2013). The high diversity observed in reduced-tillage treatments and particularly in RT-RR suggests a 

bottom-up process, driven by the abundance of microbi-detritivores that represent important prey 

resources  (Chen and Wise, 1999). In addition to enhanced prey abundance, surface predators likely 

benefited from lower soil physical disturbance, which may have enabled more sensitive taxa to establish 
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(Holland, 2004; Nuria et al., 2011). As for microbi-detritivores, no evidence of a negative effect of residue 

exportation was found, suggesting that it did not significantly impaired microhabitat conditions.  

In comparison to the other groups, microbivores showed little variation in abundance and diversity both in 

time and between the different treatments. This outcome is consistent with several previous studies that 

found microorganism-feeding taxa to be little responsive to changes in agricultural practices (Sánchez-

Moreno et al., 2011; Stinner and Crossley, 1982; Tsiafouli et al., 2015; Wardle, 1995; but see Bloem et al., 

1994), which has been related to their life strategy and particularly their high reproduction rate (Bongers 

and Bongers, 1998). Additionally, microcosm studies demonstrated that microbivore-feeders can exert a 

substantial control over their prey populations (Laakso and Seta, 1999; Mikola and Setälä, 2014).  

Whereas significant changes in microbivore diversity may result from a different response of bacteria-

feeding and fungi-feeding nematodes (e.g., Okada and Harada, 2007), the lack of differentiation in 

bacterial and fungal diversity might explain why the curves of the microbivore diversity profile remained 

similar and constant in time.  

Abundances of both microphytophages and micropredators decreased over time, although for the latter 

group, abundances recovered at date T4 in the RT-RR and RR treatments. This result indicates that crop 

succession was a main factor driving phytophagous nematode abundances, regardless of the agricultural 

treatments. It might relate to the different rooting structures of the successive crop plants (Neher, 2010). 

The decline of plant-feeding nematodes over time may in turn have influenced that of predatory 

nematodes for which they are a non-negligible prey (Khan et al., 2007). In reduced tillage treatments, 

abundance of predatory nematodes was likely fostered by the availability of alternative prey, such as 

microbi-detritivores.  

In accordance with our expectations, earthworm abundance increased in reduced-tillage treatments 

compared to ploughed ones and was highest when residues were present at the soil surface. Our results 

therefore confirm the beneficial impact of conservation tillage on earthworm population sizes (Chan, 

2001; Mele and Carter, 1999; Simonsen et al., 2010). However, species diversity remained low, possibly 

because the highly homogeneous landscape matrix of our study area limited the possibilities for 

colonization from external sources such as uncropped areas (Hof and Bright, 2010; Ryskowski and 

Jankowiak, 2002; but see Roarty and Schmidt, 2013). 

Conclusion 

Enhancing the diversity of soil invertebrates in crops is an integrative part of the development of modern 

agro-ecological schemes. However, how the implementation of alternative crop management strategies 
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affects the structure and temporal dynamics of soil biological communities is a key aspect that has been 

little considered. The present study is one of the first that investigated over several years and in actual 

field conditions the differentiation of soil invertebrate diversity across multiple taxa. Our results 

demonstrated the potential of alternative agricultural practices to enhance the taxonomic richness of soil 

communities within a few years. Tillage was identified as a dominant factor of influence, in contrast to 

crop residue management and fertilization regime that appeared to little influence the dynamic of soil 

invertebrates. Variation in time and form of the response of the different trophic groups not only 

highlighted varying sensitivities related to trophic level but also allowed identifying coupled dynamics 

driven by feeding interactions. Thus, because community functioning and stability depends on the way its 

component species interact with one another across time, modelling the structure of soil food webs may 

represent a promising next step for predicting the response of soil biological communities to alternative 

crop management strategies. The capacity of more diverse communities to improve soil functioning will 

need to be evaluated. Our study provides first elements, with changes at mid and high trophic levels likely 

reflecting high basal biological activity and a potential for higher pest control by predatory species.  
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Table 1. Description of the investigated treatments of SOERE ACBB for arable crops. 
 

Code Treatment Soil tillage 
Crop residue 

management 
N fertilization rate 

CONV Conventional Annual ploughing Returned Reference* 

RT Reduced tillage Shallow tillage Returned Reference 

RT-RR 
Reduced tillage and residue 

removal 
Shallow tillage Exported Reference 

RN Reduced nitrogen Annual ploughing Returned 32% of Reference 

* the reference rate was calculated for each crop each year, according to a N balance-sheet method.   

 

 

 

Table 2. Soil physico-chemical properties (0-20 cm) at the onset of the 
experiment (March 2010). 
 

 Unit Mean 
Standard 

deviation 

Clay g kg-1 187.00 31.00 

Silt g kg-1 744.00 34.00 

Sand g kg-1 69.00 21.00 

pH in water  8.20 0.10 

Organic C g kg-1 10.40 0.80 

Total N g kg-1 1.04 0.05 

C/N  10.00 0.90 

CaCO3 g kg-1 2.00 1.00 

CEC* cmol kg-1 12.00 1.00 

Bulk density g cm-3 1.40 0.09 

*cation exchange capacity 
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Table 3. Results of generalized linear models of the effect of date and treatments on the abundance / biomass of the 
different trophic groups. P-values < 0.06 are displayed in bold, with marginally significant results in italic.  

 

  Surface predators  Mesopredators    Micropredators   Geosaprophages 

  F p  F p   F p   F p 

Date 4.98 0.011
†
  16.45 < 0.001

†
  2.72 0.056

†
  6.57 0.003

†
 

Treatment            

Date T0 3.37 0.068  0.46 0.717  0.06 0.979 1.41 0.302 

Date T2 0.72 0.564  
3.73 0.054

‡
  3.12 0.080 1.55 0.268 

Date T4 3.62 0.058
‡
 

 1.00 0.434  4.81 0.029
‡
 6.50 0.012

‡
 

Treatment: Date 1.93 0.106  0.45 0.842   2.34 0.054   2.28 0.059 

 

  Microbi-detritivores  Microbivores    Microphytophages   Microbial decomposers 

  F p  F p   F p   F p 

Date 10.21 < 0.001
†
  0.02 0.975  36.95 < 0.001

†
  16.68 < 0.001

†
 

Treatment            

Date T0 2.46 0.129  0.50 0.692  1.84 0.209 0.50 0.690 

Date T2 3.99 0.046
‡
  0.50 0.691  0.75 0.550 4.65 0.031

‡
 

Date T4 3.99 0.046
‡
  0.38 0.771  1.28 0.339 0.24 0.682 

Treatment: Date 1.38 0.248  0.34 0.912  0.58 0.742  1.28 0.289 

†
Significant differences between dates (post-hoc Tukey tests) : Surface predators: T0<T4 ; mesopredators: T0<T4<T2 ; micropredators : T0>T2 ; 

geosaprophages : T0=T4<T2 ; microbi-detritivores : T0<T2=T4 ; microphytophages :
 
T0>T2>T4 ; microbial decomposers: T0<T4<T2.  

‡ 
Significant differences between treatments (post-hoc Tukey tests): Surface predators: RT>RN ; mesopredators: RT>CONV ; geosaprophages: 

RT>RN=CONV ; micropredators: RT-RR>RN ; microbi-detritivores : RT-RR>CONV ; microbial decomposers: RT=RT-RR>CONV.
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Fig.1. Mean abundance/biomass of the different trophic group in the four agricultural treatments in relation to 
sampling year. Error bars are standard error of the mean. Boxplots represent total initial data dispersion. Dotted lines 
are depicted as a visual aid and do not show actual trajectories. 
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Fig.2. Diversity profiles of the different trophic groups. The y-axis represent Hill’s effective number of species in 
relation to the weighing parameter q (Equation 1) on the x-axis, with weight given to common taxa increasing with 
increasing value of q. The different agricultural treatments were not implemented at date T0 and the distinction 
between curves serves as an indication of initial variability. 
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Fig.3. Mean of soil organism’s family richness in the different treatments in relation to sampling year. Error bars are 
standard error of the mean. Boxplot represents initial data dispersion. Dotted lines are depicted as a visual aid and do 
not show actual trajectories. 

 

Fig.4. Non-metric multidimensional scaling of soil organism’s family composition. Projected values are the scores of 
the two first NMDS factors. Each sampling year is represented by its convex hull, within which point shape 
characterizes the 16 sampling plots by their agricultural treatments. Mean value of each treatment is displayed in 
bold. 

 
 


