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I. Introduction  
1. Présentation de l’organisme d’accueil 
L’INRA, premier institut de recherche agronomique en Europe, est un organisme public 

de recherche implanté sur le territoire français. Parmi les 17 centres régionaux de 

recherche, le centre Dijon de Bourgogne Franche-Comté axe ses recherches sur le goût 

et l’alimentation, les territoires et l’agroécologie. 

Le centre INRA de Dijon est composé de 5 unités de recherches notamment l’UMR 

Agroécologie qui accueille le pôle Biologie et fonctions écosystémiques des sols (BIOME). 

Les chercheurs de ce pôle explorent les communautés microbiennes et les interactions 

biotiques menant aux différentes fonctions des sols dans le but d'identifier des leviers 

agroécologiques limitant l’utilisation d’intrants chimiques. 

Au sein de ce pôle, l’équipe BIOCOM « Distribution spatiale, dynamique et traduction 

fonctionnelle de la biodiversité des communautés microbiennes telluriques » réalise des 

recherches sur le déterminisme spatial et temporel des communautés microbiennes du sol 

ainsi que sur le rôle de la diversité microbienne dans la fertilité du sol et la qualité de l’air. 

Bien connaître les communautés microbiennes des sols à grandes échelles permet de 

mettre en place des diagnostics microbiologiques de la qualité des sols en vue d’une 

gestion durable des écosystèmes. 

 

2. Le sol, un milieu complexe, fonctionnel et vivant 
a. Nature et fonction du sol 

Le sol est la couche superficielle de l’écorce terrestre, fruit de la transformation de 

la roche mère sous-jacente par action de nombreux processus de nature physique, 

chimique mais aussi biologique, selon Albert Demolon, agronome et pédologue du XXème 

siècle.  

Le sol, situé à l’interface entre la lithosphère, l’atmosphère, l’hydrosphère et la 

biosphère, constitue une matrice hétérogène et complexe (Gobat et al., 2010) composée 

d’une phase solide, liquide et gazeuse (Figure 1). La phase solide présente une fraction 

minérale et une fraction organique. La fraction minérale, issue de la dégradation de la 

roche mère est constituée de sables (particules de 50µm à 2mm), de limons (2 à 50µm) et 

d’argiles (< 2µm). La composition minérale du sol détermine sa texture. La fraction 

organique est composée de (i) matières organiques (ou MO) vivantes d’origine animale, 
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végétale, ou microbienne ; de (ii) MO fraîches provenant de la décomposition et du 

métabolisme des êtres vivants (résidus de végétaux, exsudats, déjections, etc.) ; de (iii) 

MO transitoires correspondant à la transformation de la MO fraîche et de (iv) MO 

stabilisées (humus) qui est le produit final de l’évolution de la MO (Manlay et al., 2007). 

L’interaction entre les fractions organiques et minérales est à l’origine des caractéristiques 

chimiques du sol (pH, disponibilité des nutriments, etc.) et de la formation des agrégats 

déterminant la structure du sol. L’organisation des agrégats créent des pores qui 

accueillent les phases liquide et gazeuse. La phase liquide est composée d’eau et 

d’éléments solubles tels que les ions et les acides organiques. La phase gazeuse est 

constituée de l’air atmosphérique ainsi que des gaz émis par l’activité biologique des sols 

(Gobat et al., 2010).  

 

 

Figure 1. Différentes phases constituant le sol. Les pourcentages du graphique en 

secteurs de gauche représentent le volume du sol et ceux de droite représentent sa 

masse.  

 

De par sa position d’interface, le sol est impliqué dans de nombreuses fonctions 

environnementales parmi lesquelles : (i) le cycle du carbone, (ii) le recyclage des 

nutriments, (iii) le maintien de la structure du sol (agrégation, transport de particules, 

formation de réseaux poraux) et (iv) la régulation des populations invasives (Kibblewhite et 

al., 2008 ; Bender et al., 2016 ; Li et al., 2018). Ces quatre fonctions sont ainsi à la source 

de tous les services écosystémiques fournis par les sols comme : (i) les services 
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d’approvisionnement en nourriture, eau, bois et fibres, (ii) les services de régulation du 

climat, de l’air et de l’eau, ou des maladies, (iii) les services de support avec la formation 

du sol et les cycles des nutriments (iv) et pour finir le service culturel qui apporte des 

bénéfices à valeur esthétique, spirituelle et éthique (Millennium Ecosystem Assessment, 

2005). La matrice qu’est le sol représente également une ressource immense de 

biodiversité, qui est à la base de la plupart des fonctions et des services rendus par les 

sols. 

 

b. La biodiversité des sols 

Le sol présente une multitude de micro-environnements pouvant abriter une très 

grande diversité d’organismes (Fierer and Jackson, 2006). Ces organismes sont 

généralement classés selon leur taille (Figure 2). On retrouve la partie souterraine des 

plantes vasculaires, la macrofaune, la mésofaune, la microfaune et les micro-organismes 

(Giller et al., 1997 ; Bender et al., 2016). Le compartiment microbien domine la biodiversité 

des sols avec jusqu’à 10⁶ cellules fongiques et 10⁹ cellules bactériennes contenues dans 

1g de sol. Ces dernières regroupent généralement des centaines de milliers de taxons, 

selon les dernières estimations (Tardy et al., 2015a ; Maron et al., 2018).  

 

 
Figure 2. Estimation de la biodiversité du sol organisée en fonction de la taille des 

organismes. (Adapté de Tardy V, 2014) 
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Cette grande biodiversité d’organismes est fortement impliquée dans le 

fonctionnement du sol et dans de nombreux processus écologiques fondamentaux (Figure 

3) (Fierer and Jackson, 2006 ; Bissett et al., 2011).  Les communautés microbiennes 

participent à la qualité structurale des sols en contribuant à la formation d’agrégats (Gobat 

et al., 2010 ; Bissett et al., 2011 ; Le Guillou et al., 2012). Ils prennent également part à la 

qualité de l’eau en favorisant son infiltration, sa régulation mais également sa purification 

(Coleman and Whitman, 2005 ; Barrios, 2007 ; Bissett et al., 2011). Certaines populations 

microbiennes sont impliquées dans l’état sanitaire du sol en régulant la présence et le 

développement des pathogènes de l’homme, des animaux et des plantes (Creamer et al., 

2016). Enfin, les communautés microbiennes sont les acteurs majeurs des  cycles 

biogéochimiques du carbone, de l’azote, du phosphore, et du soufre (Bissett et al., 2011 ; 

Maron et al., 2011 ; Bender et al., 2016). L’intervention de la biodiversité dans ces 

différentes fonctions leur donnent un rôle central dans la fertilité des sols (Maron et al., 

2018).  

 

 

Figure 3. Quelques rôles et fonctions des micro-organismes dans les sols. (Adapté 

de Karimi B, 2018) 

 

Cependant le sol est un environnement dynamique. La distribution de la diversité 

microbienne dans les sols est variable dans le temps et dans l'espace, depuis l'agrégat 

jusqu'à l'échelle globale, et est influencée par des facteurs biotiques (diversité des plantes) 

et abiotiques tels que les caractéristiques physico-chimiques (contenu en MO, pH, etc.), 

microclimatiques (température, humidité) ou encore les activités humaines (Jangid et al., 

2008 ; Lemanceau et al., 2015 ; Thomson et al., 2015). Néanmoins, les différents groupes 
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microbiens ne sont pas influencés par les mêmes paramètres. Notamment les bactéries 

sont connues pour être principalement liées au pH du sol tandis que les champignons sont 

majoritairement corrélés au carbone des sols (Thomson et al., 2015).  

Du fait de l’implication des microorganismes dans le fonctionnement écosystémique, 

ce sont de bons indicateurs de qualité des sols. Différents outils permettant leur diagnostic 

ont été développés afin de réaliser des analyses de routine. Grâce à des approches 

moléculaires, il est possible de déterminer : (i) la biomasse moléculaire microbienne par 

quantification de l’ADN microbien présent dans le sol. La biomasse permet d’estimer 

l’abondance totale des microorganismes du sol. (ii) Le rapport de densité entre les 

communautés fongiques et bactériennes (rapport F/B) via la quantification du nombre de 

champignons et de bactéries (séparément) dans chaque échantillon. Ce rapport F/B 

s’assure d’un équilibre microbien caractéristique de la stabilité du sol. (iii) La diversité 

microbienne qui permet d’identifier les espèces microbiennes (richesse) présentes. (iv) 

Ainsi que la structure des communautés basée sur l’abondance relative des taxons les 

uns par rapport aux autres. Un autre type d’approche qui repose sur la fonctionnalité des 

microorganismes peut être mesuré, celle-ci se basant sur l’implication des communautés 

microbiennes dans le cycle du carbone.  

 

3. La dégradation de la matière organique, processus central du cycle du 
carbone 
a. Les microorganismes, des décomposeurs de la matière organique 

La décomposition de la MO est un processus fondamental du cycle du carbone. La 

dynamique des stocks de carbone des sols est régie par les flux entrants et sortants. La 

MO fraîche provenant principalement de résidus végétaux est dégradée et stockée dans le 

sol. La matière non-stockée est minéralisée, c’est à dire transformée en éléments nutritifs 

assimilables par les plantes et microorganismes (Bender et al., 2016). La minéralisation, 

principalement réalisée par les microorganismes hétérotrophes du sol, est une réaction 

d’oxydation. Du dioxyde de carbone va alors être émis dans l’atmosphère via la respiration 

microbienne au détriment de l’environnement (Lemanceau et al., 2015 ; Tardy et al., 

2015a ; Don et al., 2017).  

Le taux de minéralisation de la MO est déterminée par différents facteurs tels que la 

qualité de la MO (labile ou récalcitrante), mais aussi sa biodisponibilité ou le microclimat 

(Don et al., 2017 ; Li et al., 2018). La biomasse microbienne présente dans le sol ainsi que 

la structure des communautés va également avoir des répercussions sur le taux de 
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minéralisation de la MO. En effet, il a été démontré qu’un apport de MO fraîche entraîne 

généralement une augmentation de biomasse microbienne au cours de la première phase 

de dégradation (Pascault et al., 2013). Baumann et al. (2013) ont étudié les effets d’une 

réduction de diversité microbienne sur différents composés de MO (caractérisés par 

différents substrats carbonés plus ou moins complexes). Ils ont montré qu’avec une 

diversité plus faible, une plus faible proportion de substrat carboné facilement dégradable 

est consommée, ce qui suggère qu’une meilleure complémentarité fonctionnelle augmente 

la minéralisation. La biodiversité microbienne est donc corrélée positivement à la 

dégradation de la MO (Bender et al., 2016). 

Au cours du temps, la MO du sol est dégradée en molécules de plus en plus petites 

par action des communautés microbiennes. Ces sous-produits de dégradation ont des 

propriétés différentes, c’est pourquoi diverses populations microbiennes avec des 

capacités métaboliques propres sont nécessaires pour assurer les étapes de 

décomposition de la MO du sol (Fierer et al., 2007 ; Williams et al., 2007 ; Bernard et al., 

2009 ; Pascault et al., 2010 ; Pascault et al., 2013 ; Baumann et al., 2013). Lors de la 

dégradation de la MO, on assiste donc à une succession ordonnée et progressive de 

populations microbiennes (Tardy et al., 2015a). Les populations microbiennes 

copiotrophes, considérées comme opportunistes, interviennent dès l’entrée de MO fraîche 

dans le sol. Grâce à leur capacité à dégrader préférentiellement la MO labile (sucres 

simples, amidon, composés solubles) qui est facilement dégradable, elles peuvent croître 

rapidement et coloniser le milieu. Puis, au cours des stades avancés de la dégradation de 

la MO, ce sont les populations microbiennes oligotrophes, caractérisées par un taux de 

croissance plus faible et de meilleures capacités cataboliques, qui entrent en jeu. A travers 

leur production d’enzymes spécifiques, elles sont spécialisées dans la dégradation de la 

fraction récalcitrante de la MO fraîche qui n’a pas pu être dégradée par les populations 

copiotrophes (Fierer et al., 2007 ; Poll et al., 2008 ; Pascault et al., 2013 ; Van Der Wal et 

al., 2013 ; Don et al., 2017 ; Tian et al., 2017).  

La composition taxonomique et la contribution des communautés fongiques et 

bactériennes à la dégradation de la MO sont encore peu étudiées (Tardy et al., 2015a) 

mais semblent refléter la balance minéralisation/séquestration de MO dans le sol.  

 

b. Microorganismes et Priming Effect 

Certaines études ont observé une sur-minéralisation de la MO native du sol après 

ajout de MO fraîche (Fontaine et al., 2003). Ce phénomène a été appelé “Priming Effect” 
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(ou PE). Selon Fontaine et al. (2003), le PE dépend principalement de la dynamique des 

populations impliquées dans la dégradation de la MO (Figure 4). Due à leur croissance 

rapide, les copiotrophes sont les premiers à synthétiser des enzymes extracellulaires pour 

dégrader et utiliser la MO fraîchement ajoutée. Ces enzymes sont capables de dégrader la 

MO native du sol par des réactions spécifiques ou par co-métabolisme (Figure 4, 

Mécanisme 1) sous réserve qu’elle présente des similarités biochimiques avec la MO 

fraîche ajoutée. Lorsque la MO labile a été consommée par les copiotrophes, les 

oligotrophes s’attaquent aux  substrats plus complexes (MO récalcitrante). La stratégie 

des oligotrophes est donc d’utiliser les catabolites des copiotrophes dans le but d'accroître 

leur métabolisme et  ainsi produire des enzymes plus spécifiques visant à dégrader la MO 

récalcitrante du sol (Figure 4, Mécanisme 2). Un PE lié à la minéralisation de la MO est 

plus fort dans des conditions faibles en nutriments, dû à l’activité tardive des oligotrophes 

(Fontaine et al., 2013).   

Figure 4. Potentiels mécanismes conduisant au PE. Mécanisme 1 : Production 

d’enzymes extracellulaires, par les populations copiotrophes, efficaces à la dégradation de 

la MO fraîche mais pouvant également dégrader la MO du sol. Mécanisme 2 : une partie 

des produits de dégradation de la MO fraîche peut être utilisée par les organismes 

oligotrophes afin d’augmenter leur métabolisme, se multiplier et produire des enzymes 

spécifiques à la dégradation de la MO du sol plus complexe et ainsi augmenter le taux de 

décomposition de celle-ci. (Adapté de Fontaine et al., 2003) 
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4. Objectifs du stage 
Il a également été démontré que la sur-minéralisation de la MO observée est 

influencée d’une part par les pratiques agricoles (Pascault et al., 2013 ; Tardy et al., 

2015b) et d’autre part par les paramètres environnementaux (Perveen et al., 2019). De 

plus, les études menées par Fontaine et al. (2007, 2011) mettent en évidence le lien entre 

les populations microbiennes et l’intensité du PE. L’hypothèse de recherche émise serait 

alors que les pratiques agricoles impactent le PE au travers des communautés 

microbiennes. De ce fait, ce stage a pour but de déterminer comment la minéralisation de 

la MO est influencée par des sols soumis à différentes pratiques de culture via les 

microorganismes.  

Pour répondre à cet objectif, la stratégie mise en place repose sur une expérimentation 

en conditions contrôlées (en microcosmes). Ces conditions simplifiées ont pour intérêt 

d’écarter toute influence de facteurs environnementaux afin de donner un premier aperçu 

du potentiel d’activité des communautés microbiennes sur un site donné (Creamer et al., 

2016). Le potentiel d’activité est déterminé par le biais d’analyses moléculaires (biomasse 

et densité microbienne) et fonctionnelles (dosage de gaz). Ces différentes mesures seront 

alors uniquement dépendantes des pratiques agricoles appliquées sur les sols étudiés.  
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II. Matériels et méthodes  
1. Description du site et échantillonnage du sol 
L’expérimentation mise en place repose sur des sols issus de l’observatoire 

expérimental SOERE-ACBB basé à Lusignan dans l’Ouest de la France (46°25’12.91’’N, 

0°07’29.35’’E). Le sol est de type Brunisol, il est associé à un climat de type océanique 

avec une température annuelle moyenne de 12°C et des précipitations de l’ordre de 

750mm/an. Ce site SOERE-ACBB est un observatoire à long terme (historique cultural > 

20 ans) caractérisé par différents motifs d’alternance, prairies temporaires et rotation de 

cultures céréalières. Pour une meilleure visualisation des impacts agronomiques, un 

gradient d’intensification fortement contrasté a été choisi. L’une des parcelles 

sélectionnées est caractérisée par une prairie permanente soumise à 3-4 fauches 

annuelles et une fertilisation (nitrate d’ammonium : 150 - 300 kg/ha/an). Sur l’autre 

parcelle est appliquée un système de rotation de cultures annuelles (maïs, blé, orge) avec 

un labour annuel, un traitement herbicide et une fertilisation (nitrate d’ammonium : 

100kg/ha/an). Les 2 parcelles sont uniquement séparées géographiquement par un 

chemin de 5m afin de s’assurer que les résultats obtenus ne soient pas liés à 

l’hétérogénéité spatiale. L’échantillonnage a été réalisé en Janvier 2019, pour les deux 

sols étudiés (prairie et culture), une sous-parcelle de 0,2 x 0,2m est désherbée et excavée 

sur une profondeur de 10cm. Après échantillonnage, les sols sont tamisés à 4mm. 

 

2. Mise en place des microcosmes 

Avant la mise en place des microcosmes une étape préliminaire consiste à déterminer 

le taux d’humidité du sol. Pour chaque modalité (prairie et culture), 3 réplicats de 10g de 

sol humide tamisé sont pesés dans des boîtes en aluminium et placés dans une étuve à 

105°C. Après 24h, les boîtes sont fermées, afin que le sol reste sec le temps de revenir à 

température ambiante, et de nouveau pesées. Le taux d’humidité est déterminé par les 

formules suivantes : 

 

La capacité maximale de rétention d’eau du sol (ou CAPAC) est également 

quantifiée pour chaque type de sol. 30g de sol humide est disposé dans un moule sur un 
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tamis de 200µm. Goutte à goutte, de l’eau est ajoutée de façon homogène à la surface du 

sol jusqu’à ce qu’elle s’écoule à travers le tamis. La CAPAC se détermine comme suit : 

 

L’humidité des sols est contrôlée et fixée à 60% de la CAPAC au sein des 

microcosmes, en ajoutant de l’eau stérile, afin que les communautés microbiennes ne 

soient pas en anaérobie. 

 
Suite à cela, les fioles plasma sont fermées à l’aide d’un septum et d’une bague 

métallique avant d’être placées durant une semaine dans un incubateur à 20°C 

(température moyenne du site à l’automne) et à l’obscurité pour éviter la croissance 

d’organismes photosynthétiques. Cette étape a pour but de stabiliser les communautés 

microbiennes en termes de densité et de structure. A la fin de la pré-incubation, la moitié 

des microcosmes sont amendés avec des résidus de blé finement broyés et marqués au 
13C (marquage à 7,01%) à hauteur de 5mg/g de sol sec, tandis que l’autre moitié n’est pas 

amendée (microcosmes contrôles). A l’aide d’une spatule, les résidus sont mélangés dans 

le sol de manière homogène. Les microcosmes contrôles sont également mélangés afin 

d’éviter tout biais expérimental. Les sols sont ensuite incubés à l’obscurité pendant 51 

jours à 20°C (Annexe 1). Au total, l’expérimentation compte 78 microcosmes 

correspondant à 2 types de sol x 2 traitements (amendé/contrôle) x 7 temps de 

prélèvement x 3 réplicats. A chaque temps de prélèvement, les microcosmes sont aérés 

pour apporter de l’oxygène aux communautés microbiennes.  

 

3. Prélèvements et mesures de gaz 
Le suivi de la minéralisation de la MO via la respiration du sol s’effectue aux temps T0, 

T3, T7, T14, T21 et T28 au cours de l’incubation (Annexe 1). Au préalable, il est 

nécessaire de faire le vide dans des fioles pour y injecter le gaz prélevé dans les 

microcosmes. Le vide des fioles se fait à l’aide d’une pompe à vide. Quant aux 

prélèvements, ils se feront toujours dans les mêmes microcosmes pour chaque temps 

(pour cette expérimentation, dans les 12 microcosmes du T51). 10mL d’air est prélevé et 
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transféré dans des fioles vides à l’aide d’une aiguille et d’une seringue. Les concentrations 

mesurées correspondent aux gaz accumulés entre deux temps de prélèvement. 
La concentration en CO2 est déterminée avec le chromatographe en phase gazeuse 

Agilent HP 7890A couplé à un échantillonneur automatique (Agilent G1888), disponible au 

sein de la plateforme GISMO. La micro-seringue de l’échantillonneur va piquer au travers 

du septum de la fiole pour y injecter un gaz vecteur (Hélium). La surpression créée va 

entraîner le gaz directement dans le chromatographe où une colonne et un four vont 

permettre de séparer les molécules gazeuses. Les molécules sortent alors de la colonne 

avec différents temps de rétention et passent par un détecteur à conductivité thermique 

qui transforme l’information en un signal électrique permettant de quantifier la 

concentration en molécules de CO2. 

La concentration en CO2 isotopique est quantifiée par un spectromètre de masse à 

ratio isotopique (Isoprime, Elementar) composé d’un système de chromatographie 

gazeuse associée à une interface TraceGas (Micromass), disponible au sein de la 

plateforme GISMO. Cette interface est utilisée pour aspirer le gaz et séparer les molécules 

de CO2. Ensuite le spectromètre de masse va détecter l’abondance des isotopes : en 

passant par la source le CO2 est ionisé ; l’ion CO2
+ est accéléré à travers un tube et 

l’analyseur va dévier les ions selon leur masse et leur charge avant que le détecteur 

mesure l’abondance des molécules isotopiques.  

Le dosage des gaz permet l’observation de la respiration basale du sol dans les 

microcosmes contrôles (Rc). Grâce au marquage des résidus de blé, il est possible de 

distinguer la respiration liée à l’apport de MO (Rr) et la respiration du sol (Rs) et ainsi en 

déduire la respiration totale (Rt). 

 

Le PE est enfin déduit par l’équation suivante :  

 

 

4. Extraction d’ADN  
En parallèle des prélèvements de gaz, les sols contenus dans les microcosmes sont 

lyophilisés aux temps T0, T3, T14, T21, T28 et T51 puis stockés à -40°C en attendant 

l’extraction de leurs ADN (Annexe 1). L’ADN est extrait à partir de 1g de sol équivalent sec 
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suivant une procédure standardisée par la plateforme GenoSol. Dans un Falcon de 15mL 

sont pesés 2g de billes de 0,1mm en silice, 2,5g de billes en céramique de 1,4mm et 4 

billes en verre de 4mm de diamètre. 1g de sol équivalent sec est ajouté dans les tubes 

préparés. A ce mélange est apporté 5mL d’un tampon de lyse filtré à 0,2µm contenant 

100mM de Tris-HCl (pH8), 100mM d’EDTA (pH8), 100mM de NaCl et 2% de SDS 

permettant une lyse chimique membranaire. Les échantillons sont agités dans l’agitateur 

FastPrep-24 à 4m/s pendant 90 secondes afin d’exercer en plus une lyse mécanique. Les 

tubes sont mélangés avec un vortex manuel et mis à incuber au bain-marie 30min à 70°C 

avec deux nouvelles agitations par vortex au bout de 15 et 30min. Une centrifugation à 

7000g pendant 5min à 20°C va permettre de récupérer dans le surnageant le lysat 

conservé à -20°C. Le lysat va subir une déprotéinisation : 100µL d’acétate de potassium à 

3M (pH5,5) sont ajoutés à 1mL de  lysat. Les tubes sont homogénéisés par retournement 

et incubés dans la glace pendant 10min. Une nouvelle centrifugation (14000g – 5min – 

4°C) permet de récupérer un surnageant exempt de protéines dans un tube de 2mL. 

L’étape suivante consiste à précipiter l’ADN en ajoutant 900µL d’isopropanol à -20°C et en 

agitant par retournement les tubes. Ces derniers sont placés à -20°C pendant 30min 

minimum et centrifugés à 13000rpm 30min à 4°C. Le surnageant est éliminé et le culot 

lavé par addition de 400µL d’éthanol 70° à -20°C. Les tubes sont centrifugés (13000rpm – 

5min – 4°C) et l’alcool est éliminé à la pipette puis en plaçant les tubes à l’étuve à 60°C 

jusqu’à ce que les culots soient secs. Les culots d’ADN sont ensuite resuspendus dans 

200µL d’H2O-UP et placés à 4°C pendant une nuit, la solution obtenue est appelé ADN 

brut. 

 

5. Détermination de la biomasse microbienne 
Préparation d’un gel d’agarose à 1%. L’agarose est dissout dans du TBE 1X par 

chauffage au four micro-onde et mise à polymériser dans un plateau avec un peigne 

adapté. Une fois le gel pris en masse, le plateau contenant le gel est placé dans une cuve 

contenant du TBE 1X et le peigne ôté. 
Gamme d’ADN de thymus de veau. La gamme est réalisée par des dilutions en 

cascades dans du TE à partir d’une solution mère à 1mg/mL d’ADN de thymus de veau 

(Biorad). La gamme comportera 5 points : 250 ; 187,5 ; 140,6 ; 79,1 ; 25 ng/10µL. 

Electrophorèse. Dans les puits du gel sont chargés : 5µL du marqueur de taille 1kb 

(Invitrogen) ; 10µL des 5 points de gamme d’ADN de thymus de veau ; et 10µL des 

échantillons d’ADN bruts dilués au 1/5 dans de l’eau UP. Avant d’être déposés dans le gel 
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les ADN sont mélangés à 5µL de bleu de charge. Les ADN sont mis à migrer 2h à 70mA, 

puis le gel est immergé dans une solution de BET pendant 20min et rincé dans de l’eau 

15min. Le BET est un intercalant de l’ADN permettant sa visualisation aux UV. Le gel est 

numérisé grâce au logiciel UVI-1D (UVITEC) et la biomasse microbienne moléculaire 

quantifiée. 

Quantification de la biomasse moléculaire microbienne. Le logiciel ImageQuant TL 

permet d’analyser l’intensité de chaque profil de migration. Une aire rectangulaire fixe 

basée sur la migration du marqueur de taille sera utilisé sur toutes les bandes du gel 

(gamme et échantillons) afin d’obtenir des résultats comparables entre les échantillons 

d’un même gel mais également entre plusieurs gels. Le logiciel peut alors déterminer la 

fluorescence de chaque rectangle correspondant à la quantité d’ADN déposé. La quantité 

d’ADN quantifié est calculée par comparaison de la fluorescence des échantillons avec la 

fluorescence de la gamme dont la concentration en ADN est connue. 

 

6. Purification d’ADN et dosage par fluorescence 
Après quantification, l’ADN est purifié avec le kit Nucleopin Soil (Macherey-Nagel) en 

suivant un protocole standardisé par la plateforme GenoSol. En comparaison au protocole 

du kit : les 3 premières étapes sont remplacées par l’ajout de 500µL d’eau UP à 100µL 

d’ADN brut suivi d’une homogénéisation par aspiration-refoulement ; le tampon SB est 

homogénéisé par aspiration-refoulement plutôt que par un vortex manuel ; le tampon de 

lavage est apporté à hauteur de 700µL et la colonne n’est pas vortexé à cette étape ; enfin 

l’élution de l’ADN est réalisée 2 fois dans 30µL de tampon SE afin d’obtenir un meilleur 

rendement. L’ADN purifié est dilué au 1/5 dans de l’eau UP avec une prise d’essai de 5µL 

pour le dosage. 
Le dosage fluorométrique est réalisé avec le kit QuantiFluor (Promega). En suivant une 

trame, 50µL d’une gamme d’ADN de phage lambda de concentrations 2 ; 1 ; 0,5 ; 0,25 ; 

1,125 et 0,015625 ng/µL sont déposés en triplicat sur une plaque de 96 puits de qualité 

optique (Applied Biosystems). A la suite, un témoin négatif composé uniquement de 50µL 

de TE1X et un étalon d’ADN de thymus de veau à 2ng/µL (fourni dans le kit Fluorescent 

DNA Quantification – Biorad), dilué au 1/5 dans du TE1X avec 5µL comme prise d’essai 

sont également déposés en triplicat. Les échantillons d’ADN sont enfin dilués de la même 

manière et 50µL sont ajoutés dans les puits restant de la plaque. Sous hotte chimique, 

une préparation de 25µL du fluorochrome QuantiFluor dans 5mL de TE1X est préparée et 

50µL de cette solution sont répartis dans chacun des puits. La plaque est sellée par un 
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film optique et centrifugée 30s à 1000g. La quantification se fait par le TECAN 

InfiniteF200PRO et les résultats sont récupérés sur le logiciel Magellan (version 7.1). 

 

7. Caractérisation de la densité microbienne 
L’abondance des communautés bactériennes et fongiques est déterminée par PCR en 

temps réel (ou PCR quantitative : qPCR). En effet, la qPCR permet de suivre le nombre de 

copies d’ADN cible (notamment l’ADNr 16S chez les bactéries et 18S chez les 

champignons) présents au cours de l’amplification en utilisant un couple d’amorces 

universelles spécifiques. La détection repose sur une mesure en continue d’un signal 

fluorescent induit par le SYBR-Green, intercalent de l’ADN sous forme double brin. 
Dans une plaque de 96 puits (Eurogentec), une gamme de référence préalablement 

préparée est déposée. Cette gamme est composée de 6 points de gamme allant de 

0,5.108 à 0,5.103 copies/µL pour la qPCR 166S et de 0,5.107 à 0,5.102 copies/µL pour la 

qPCR 18S. Un étalon interne est également déposé pour rendre compte de la qualité de la 

préparation et le mélange réactionnel décrit en Figure 6 est disposé dans les puits restant 

(Annexe 2). Pour pallier à l’évaporation et la contamination au cours de la réaction 

d’amplification, la plaque est recouverte d’un film optique puis centrifugée 30s à 1000g.  

 

Figure 6. Mélanges réactionnels et programmes du thermocycleur pour la 

caractérisation de la densité bactérienne (qPCR 16S) et fongique (qPCR 18S). 
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La qPCR est effectuée dans le thermocycleur StepOne Plus de la marque Applied 

Biosystems en suivant les programmes exposés en Figure 6. Le logiciel StepOne 

Software (version 2.2) récupère les résultats et les présentent sous forme graphique. 

L’amplification des séquences d’ADN observée à travers l’émission du fluorochrome suit 

une sigmoïde avec une phase exponentielle dépendante du nombre de copies initialement 

présent dans l’échantillon d’ADN et une phase plateau où l’amplification ralentie suite à 

l’épuisement des différents réactifs du mélange réactionnel. Le logiciel définit un seuil de 

détection (ou seuil threshold ou Ct) correspondant au nombre de cycles minimaux au-delà 

duquel la fluorescence dépasse le bruit de fond. Ce Ct permet le calcul du nombre de 

copies. 

 

8. Analyses statistiques 
Des tests statistiques ont été réalisés sur le logiciel RStudio (version 3.5.3) afin de 

s’assurer de la significativité des résultats obtenus. Tout d’abord un test Shapiro-Wilk est 

utilisé dans le but de vérifier si les données suivent une loi normale avec une marge 

d’erreur de 5%. L’hypothèse nulle de ce test est que l’échantillon suit une loi normale. 

L’hypothèse est validée avec une p-value > 0,05, ce qui signifie qu’une analyse 

paramétrique peut être utilisée. Toutes les données obtenues (biomasse, densité et 

respiration) s’avèrent suivre une loi normale. 

Le test de comparaison de moyenne utilisé pour une analyse paramétrique est 

l’ANOVA. Elle permet de comparer l’effet des 3 modalités : le type de sol (prairie/culture), 

l’amendement et le temps, sur les résultats  avec une marge de 5%, mais aussi 

l’interdépendance des modalités entre elles. L’ANOVA est associée au test de Tukey qui 

permet de déterminer les différences significatives en comparant les moyennes des 

différents groupes deux à deux. 
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III. Résultats 
1. Biomasse microbienne 

La biomasse moléculaire microbienne est estimée durant toute la cinétique 

d’incubation des microcosmes contrôles et amendés pour les sols issus de prairie et de 

culture (voir Figure 7). 

Pour les microcosmes contrôles (Figure 7A et 7B), la biomasse microbienne n’évolue 

pas au cours du temps quel que soit le type de sol et se stabilise aux alentours de 24µg.g-

1 de sol sec. Cependant, la biomasse moléculaire microbienne des microcosmes amendés 

tend à augmenter avec la durée d’incubation (Figure 7C et 7D). Ainsi, cette augmentation 

est significative (P < 0,05) pour le sol de type prairie (Figure 7D) où la biomasse 

microbienne est quasiment doublée et atteint 44µg.g-1 de sol sec en 51 jours d’incubation. 

L’incorporation de résidus de blé tend à augmenter la biomasse microbienne dans les 

microcosmes amendés par rapport aux microcosmes contrôles comme le montre la 

comparaison des graphiques C et D aux graphiques respectifs A et B de la Figure 7, 

cependant cette tendance n’est pas significative (P < 0,05). 

Enfin, les sols de prairie et de culture ne présentent pas de différences significatives en 

termes de biomasse microbienne (P < 0,05), tant pour les microcosmes contrôles que 

pour les microcosmes amendés. 

 

2. Densité microbienne 

La densité des communautés bactériennes et fongiques a été évaluée par 

quantification du nombre de copies des gènes codant pour les ARNr 16S et 18S. Pour 

évaluer la variation de la communauté globale au cours du temps,  le ratio d’abondance 

des champignons par rapport aux bactéries (ratio F/B) a été déterminé (Figure 8). 

Tout comme la biomasse moléculaire microbienne, le ratio F/B dans les microcosmes 

contrôles (Figure 8A et 8B) reste stable pendant toute la durée d’incubation à une valeur 

moyenne de 3 pour les sols de culture et 4 pour les sols de prairie. Il est intéressant de 

noter que cette stabilité est modifiée lorsque des résidus de blé sont apportés, comme 

observé dans les microcosmes amendés (Figures 8C et 8D). Ainsi, un apport de MO 

augmente de manière significative (P < 0,05) le ratio des microcosmes amendés d’un 

facteur multiplicatif de 4 (en culture) à 6 (en prairie). Plus précisément, l’amendement de  
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MO pour le sol de prairie impacte significativement le ratio du 3ème jour au 28ème jour 

inclut, tandis qu’en culture, l’ajout de MO a une influence significative seulement à 

partir du 14ème jour, jusqu’au 21ème jour. 

De plus, l’évolution du ratio F/B au cours de la cinétique dans les 

microcosmes amendés est différente en fonction des pratiques agricoles des sols. 

Pour le sol de culture, le ratio F/B augmente progressivement jusqu’à atteindre une 

valeur maximale de 11 à 21 jours d’incubation, pour diminuer et tendre à revenir à 

son état initial au bout de 51 jours (Figure 8C). Pour le sol de prairie (Figure 8D), le 

ratio F/B montre une réponse plus rapide et plus forte à l’ajout de résidus de blé 

puisqu’un ratio de 24 est observé dès 3 jours d’incubation. Puis, ce ratio F/B diminue 

progressivement jusqu’à la fin de l’incubation pour se rapprocher d’une valeur proche 

de la valeur avant ajout de l’amendement. 

L’analyse des abondances bactérienne et fongique séparément permet de 

mieux déterminer les différences de cinétiques entre les communautés microbiennes 

des sols de prairie et de culture, après ajout de MO (Figure 9). Comme pour le ratio 

F/B, le nombre de copies des gènes d’ADNr 16S et d’ADNr 18S des sols de prairie et 

de culture en condition contrôle est stable dans le temps (données non présentées). 

A l’inverse, après amendement organique, la variation du ratio F/B au cours du 

temps traduit une modification des communautés microbiennes. Ainsi, dans le sol de 

culture amendé (Figure 9A), une forte augmentation du nombre de copies des gènes 

d’ADNr 16S a lieu 3 jours après amendement, puis diminue à une valeur qui n’est 

pas significativement différente de la valeur initiale (P < 0,05). Le nombre de copies 

de gènes d’ADNr 18S augmente plus lentement, pour atteindre une valeur maximale 

à 21 jours d’incubation. Cette abondance fongique reste stable jusqu’à la fin de 

l’incubation (P < 0,05). Concernant le sol de prairie, le nombre de copies de gènes 

d’ADNr 16S augmente, mais de façon non significative (P < 0,05) après un ajout de 

MO au 3ème jour d’incubation puis reste stable dans le temps. Par contre, le nombre 

de copies de gènes d’ADNr 18S augmente fortement (de 9,8.107 ± 1,8.107 à 9,0.108 ± 

5,1.108 copies par gramme de sol sec) 3 jours après l’amendement, puis diminue dès 

la mesure suivante, à 14 jours. Les valeurs mesurées restent supérieures à la valeur 

initiale, durant toute la cinétique (P < 0,05). 
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3. Respiration du sol en réponse à l’apport de résidus de blé 

L’analyse fonctionnelle de la respiration du sol traduit le potentiel d’activité des 

communautés microbiennes durant la minéralisation de la MO fraîche apportée, et 

celle présente initialement dans les sols. Le dosage des gaz émis par les 

microcosmes permet de suivre 4 activités différentes : la respiration basale dans les 

microcosmes contrôles ; la respiration totale dans les microcosmes amendés ; la 

respiration liée à la minéralisation des résidus de blé apportés ; et le Priming Effect 

(PE) (voir Figure 10). 

Dans les microcosmes contrôles, la respiration basale cumulée augmente 

significativement au cours du temps (P < 0,05) pour les 2 modes d’usage des sols 

différents (Figure 10A et 10B). A la fin de l’incubation, 155% de CO2 supplémentaire 

est émis par le sol de prairie par rapport au sol de culture (179 ± 11 µg CO2.g-1 de sol 

sec contre 70 ± 1 µg CO2.g-1 de sol sec, respectivement) (P < 0,05). 

L’incorporation de résidus de blé dans les sols de prairie et de culture augmente 

significativement la quantité de CO2 émis (appelée respiration totale) durant le temps 

d’incubation (P < 0,05) (Figure 10A et 10B). Cette augmentation est très forte la 

première semaine suivant l’ajout de MO puisqu’en culture 39% du CO2 total émis en 

28 jours est relargué en 7 jours (274 ± 31 / 700 ± 47 µg CO2.g-1 de sol sec) et en 

prairie il s’agit de 43% (435 ± 35 / 1009 ± 55 µg CO2.g-1 de sol sec).  A la fin de 

l’incubation, le sol de culture a émis 700 ± 47 µg CO2.g-1 de sol sec alors que le sol 

de prairie, lui, a relargué 1009 ± 55 µg CO2.g-1 de sol sec, soit 44% de CO2 en plus 

(P < 0,05). 

La majeure partie de la respiration totale correspond au 13CO2 émis dans 

l’atmosphère suite à la minéralisation du blé marqué apporté (appelée Respiration 

résidu, Figures 10A et 10B). Tout comme la respiration totale, l’activité des 

microorganismes est fortement stimulée lors de la première semaine d’incubation 

avec une augmentation significative au cours du temps (P < 0,05). Cependant, au 

bout de 21 jours la respiration liée à l’apport de MO semble ralentir et atteindre un 

plateau compte tenue de l’épuisement de résidus de blé disponible. 
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Figure 9. Evolution de l’abondance des communautés bactériennes (échelle de gauche, 
couleurs foncées) et des communautés fongiques (échelle de droite, couleurs claires) pour un 
sol de culture (A) et de prairie (B) au cours de l’incubation. Les lettres indiquent des résultats 

significativement différents au cours du temps (ANOVA, P < 0,05). Les écart-types représentent la 

variation des réplicats biologiques (n = 3). 
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Une stimulation de l’émission de CO2 est notée suivant l’incorporation de 

résidus de blé marqué. Cette stimulation de la minéralisation de la MO native du sol 

est usuellement appelée PE. Ce PE est observé dans les microcosmes amendés et 

contribue à une augmentation significative (P < 0,05) et continue du CO2 émis dans 

l’atmosphère (Figure 10C). La sur-minéralisation de la MO autochtone est plus forte 

en prairie qu’en culture (non significatif, P > 0,05) et en fin d’incubation, le PE 

représente 3% de la respiration totale pour un sol de culture (25 ± 7 / 700 ± 47 µg 

CO2.g-1 de sol sec) et 6% pour un sol de prairie (61 ± 17 / 1009 ± 55 µg CO2.g-1 de 

sol sec).  
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IV. Discussion 
1. Impact des pratiques agricoles sur les communautés microbiennes 

a. Evolution de la biomasse microbienne en réponse aux pratiques agricoles 
L’analyse de l’évolution de la biomasse moléculaire microbienne est un bon 

indicateur du fonctionnement biologique des sols. Ce bioindicateur est en effet sensible 

aux perturbations, et notamment aux changements de gestion des sols (Dequiedt et al., 

2011).  

Les résultats de l’estimation de l’ADN total présent dans les sols des microcosmes 

contrôles indiquent que la biomasse est stable pendant toute la durée de l’incubation 

(Figure 7A et 7B). En accord avec Maron et al. (2018), ce résultat témoigne que les 

communautés microbiennes se développent jusqu’à atteindre la capacité porteuse du sol, 

c’est-à-dire la capacité maximale du sol à accueillir des communautés microbiennes en 

terme de densité. Cette stabilité a pu être obtenue suite à la semaine de pré-incubation où 

l’absence de variations des conditions microclimatiques a permis aux communautés 

microbiennes présentes dans les sols d’atteindre un équilibre et de se stabiliser.  

Suite à la période de pré-incubation, une partie des microcosmes sont amendés 

avec des résidus de blé marqués au 13C. Le suivi au cours du temps de la biomasse 

moléculaire microbienne des microcosmes amendés a pour but, dans ce cas, de visualiser 

l’effet d’un apport de MO sur l’évolution des communautés microbiennes sur une cinétique 

de 51 jours sur 2 sols soumis à des pratiques agricoles différentes. Les résultats montrent 

une faible augmentation de la biomasse significative seulement pour les sols de prairie 

(Figure 7C et 7D). En étudiant les effets de la fertilisation sur la structure des 

communautés microbiennes et la minéralisation du C organique, Li et al., (2018) 

démontrent que la biomasse est stimulée suite à un amendement. Les résidus de blé 

apportés vont fournir de l’énergie aux communautés microbiennes qui pourront dès lors 

accélérer leur métabolisme et se multiplier. La capacité porteuse du sol sera augmentée 

suggérant que la fraction labile de MO est limitante pour le développement des 

communautés microbiennes. Une augmentation plus franche de la biomasse aurait pu être 

attendue suite à l’amendement, cependant cette expérience se heurte au problème de la 

variabilité biologique et de l’hétérogénéité spatiale présente au sein du sol, notamment 

dans les micro-agrégats.  

La comparaison des biomasses microbiennes entre le sol de prairie et de culture ne 

présente pas de différences significatives pour les traitements contrôles et amendés. A T0, 

une biomasse de 24,4 ± 5,8 µg.g-1 de sol sec dans les microcosmes de sols de culture et 
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26,1 ± 3,9 µg.g-1 de sol sec dans ceux de prairie est observée. Ce résultat est en parti 

cohérent avec l’étude menée par Dequiedt et collaborateurs en 2011 basée sur le même 

protocole de détermination de la biomasse. Celle-ci montre qu’à l’échelle de la France, 

l’abondance microbienne est comprise dans une fourchette de 0,1 à 41,8 µg.g-1 de sol 

sec, bien que les valeurs pour des sols de cultures et de prairies varient plutôt autour de 

8,7 ± 3,9 µgADN.g-1 de sol et 11,6 ± 5,8 µgADN.g-1 de sol respectivement. Plusieurs 

facteurs peuvent expliquer ces variations de biomasse microbienne entre deux études, 

notamment les conditions pédoclimatiques très variables à l’échelle de la France, l’analyse 

en microcosmes où les conditions sont contrôlées, mais aussi les différentes pratiques 

agricoles employées sur les sols de prairies ou de cultures. Il ressort également de ces 

résultats une biomasse microbienne plus faible (non significatif) en culture qu’en prairie ce 

qui est cohérant avec l’observation de Van Leeuwen et al., (2017). Cette faible différence 

observée serait principalement expliquée par les pratiques agricoles, bien qu’un impact 

minoritaire des caractéristiques physico-chimiques est possible, influencé par l’historique 

du mode d’usage.  

 

b. Evolution des communautés fongiques et bactériennes en réponse aux 
pratiques agricoles 

En complément de la biomasse microbienne, la densité des communautés 

microbiennes est quantifiée par qPCR. Les gènes ciblés sont ceux de l’ADNr 16S et 18S 

afin d’identifier respectivement les communautés fongiques et bactériennes. Ces résultats 

auront pour but d’approfondir l’étude de l’impact des pratiques agricoles sur les 

communautés fongiques et bactériennes séparément mais également de vérifier le rapport 

F/B, un indicateur très utilisé en agriculture pour s’assurer de la qualité des sols.  

Dans des conditions contrôles, le rapport F/B reste stable durant toute l’incubation 

quel que soit le sol étudié (Figure 8A et 8B). La stabilité de la biomasse observée dans 

ces mêmes conditions traduit une stabilité des communautés fongiques et bactériennes. 

Un coefficient multiplicateur de 3 est obtenu pour le sol de culture et de 4 pour le sol de 

prairie. Or, le rapport F/B est considéré comme « bon » lorsqu’il équivaut à 5. Bien que les 

différences ne soient pas significatives entre les 2 types de sol, les communautés 

microbiennes du sol de culture semblent être légèrement plus déséquilibrées que pour le 

sol de prairie.  

L’impact des pratiques agricoles sur la densité des communautés microbiennes est 

plus important lorsque le sol subit un amendement organique (Figure 8C et 8D). Le ratio 
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F/B augmente jusqu’à atteindre un maximum de 11 dans le sol de culture et de 24 dans un 

sol de prairie puis tend à revenir vers l’état initial. Il est intéressant de noter que les 

communautés microbiennes des sols de prairie et de culture réagissent différemment à un 

apport de MO. La différence de ratio observée entre les 2 types de sol indique que les 

communautés microbiennes entrant en jeu dans la dégradation des résidus de blé sont 

différentes entre un sol de culture et un sol de prairie. En culture, les bactéries se 

développent rapidement après amendement, puis se stabilisent à des valeurs 

significativement proches de la valeur initiale, alors que les communautés fongiques se 

multiplient jusqu’à atteindre un maximum au bout de 21 jours d’incubation, correspondant 

au temps où le rapport F/B est le plus fort (Figure 8A et 9A). En revanche, en prairie, les 

communautés bactériennes se multiplient après l’inoculation de blé puis restent stables 

sur toute la durée de l’incubation, tandis que les champignons se développent très 

fortement dès 3 jours et tendent à revenir à l’état initial lentement (Figure 8B et 9B). 

Cette cinétique de la proportion des communautés fongiques par rapport aux 

communautés bactériennes témoigne d’une succession des populations microbiennes au 

cours du temps. La MO apportée va être dégradée par différents microorganismes selon 

leurs capacités cataboliques. Ainsi certaines communautés microbiennes vont dégrader 

dans un premier temps la fraction labile du blé, puis les produits de dégradations restant, 

généralement plus récalcitrants, seront les sources d’énergie pour d’autres espèces 

(Baumann et al., 2013).  

La composition microbienne reste tout de même dominée par les bactéries qui 

possèdent un temps de multiplication plus court que les champignons et peuvent donc 

réagir rapidement à des changements environnementaux. Cependant les communautés 

fongiques sont également sensibles à un amendement et jouent un rôle essentiel dans la 

dégradation de la MO et ainsi dans le cycle du C dans le sol (Li et al., 2018).  

En accord avec les travaux de Szosboslay et al. (2017) et de Li et al. (2018), le 

développement plus lent et plus faible des communautés fongiques en culture observée 

peut s’expliquer par le fait que certaines pratiques agricoles, notamment le labour, 

défavorisent la présence de champignons par la destruction des hyphes lors de ce 

traitement physique. L’observation d’une densité microbienne plus élevée en prairie peut 

également être attribuée à la présence d’un couvert végétal pérenne plus diversifié, 

impliquant une plus forte densité de racines et ainsi plus de nutriments disponibles par 

rapport à un sol nu.  
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Ainsi, l’impact des pratiques agricoles a été mis en évidence sur l’abondance des 

communautés microbiennes et plus particulièrement sur le comportement des 

communautés fongiques et bactériennes lors d’un apport de MO. Ces résultats obtenus 

après amendement par qPCR indiquent une adaptation physiologique et une sélection 

écologique selon les pratiques agricoles (Jangid et al., 2008) où les communautés 

fongiques sont les plus impactées.  

 

2. Impact des pratiques agricoles sur l’activité microbienne dans le sol  
L’activité microbienne dans le sol a été déterminée par le suivi de la minéralisation de 

la MO (Figure 10). La respiration basale, mesurée dans les microcosmes contrôles, 

augmente de manière linéraire correspondant à une activité basale en raison de la 

présence des microorganismes métaboliquement actifs qui dégradent la MO native du sol 

et ainsi relarguent du CO2.  

Les résultats après amendement des microcosmes avec des résidus de blé marqués 

au 13C montrent une augmentation du taux de CO2 total relargué par rapport aux 

microcosmes contrôles. L’application de blé résulte alors d’une meilleure minéralisation du 

C organique (Li et al., 2018).  

La majorité des molécules de CO2 relarguées dans les microcosmes amendés sont 

marquées au 13C ce qui signifie qu’une grande partie de la respiration totale correspond à 

la respiration liée à la dégradation des résidus de blé qui sont métabolisés par les 

microorganismes hétérotrophes. Le 13CO2 (Respiration résidu) produit pendant l’incubation 

montre donc que les microorganismes dégradent principalement la MO fraîche (Fontaine 

et al., 2007). Durant la première semaine d’incubation caractérisée par une forte 

respiration, les communautés microbiennes décomposent les composés facilement 

dégradables de la MO apportée. Puis, la respiration liée à la minéralisation du résidu 

ralenti et semble atteindre un plateau au bout de 21 jours d’incubation. Ceci traduit une 

diminution de l’activité microbienne lorsque les conditions deviennent limitantes suite à 

l’épuisement des nutriments et à une plus forte récalcitrance des résidus restants.  

Les études menées par Fontaine et al. (2003, 2004, 2007) ont montré que l’ajout de 

MO fraîche peut augmenter la dégradation de la MO native du sol. Ce phénomène appelé 

Priming Effect (PE) a été mis en évidence dans les microcosmes amendés par 

soustraction de la respiration totale par celle de la respiration basale et celle liée aux 

résidus. Les résultats montrent une augmentation continue jusqu’au 28ème jour 
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d’incubation. L’addition de MO fraîche, apporte de l’énergie aux décomposeurs et stimule 

l’activité microbienne. Les microorganismes impliqués dans la dégradation de la MO 

auront assez d’énergie pour synthétiser des enzymes capables de dégrader la partie de 

MO des résidus moins facilement dégradable et par conséquent la fraction récalcitrante de 

la MO native du sol.  

Enfin, les résultats obtenus montrent que pour les 4 activités la respiration est plus 

forte en prairie qu’en culture. Au bout de 28 jours d’incubation, la respiration basale est 

155% plus forte en prairie qu’en culture. Mais lorsque le sol acquiert de la MO, la 

respiration totale n’est plus qu’à 44% supérieure en prairie qu’en culture. L’amendement 

avec des résidus de blé aurait permis aux communautés microbiennes du sol de culture 

de mieux dégrader la MO fraichement ajoutée du fait que le blé est cultivé en rotation sur 

ce sol de culture. Les microorganismes présents en culture seraient donc plus aptes à 

dégrader ce type de MO. Cependant, l’activité microbienne reste tout de même plus 

élevée en prairie témoignant une meilleure utilisation du substrat par les communautés 

microbiennes. Ceci démontre que les capacités fonctionnelles des microorganismes sont 

impactées par les pratiques agricoles (Lienhard et al., 2013 ; Creamer et al., 2015 ; Van 

Leeuwen et al., 2017). 

 

3. Influence des communautés microbiennes dans la respiration des sols 
lié aux pratiques agricoles 

L’ensemble de ces résultats semble démontrer un lien entre la composition des 

communautés microbiennes et la respiration du sol selon différentes pratiques agricoles. 

En effet, l’évolution de l’abondance microbienne ainsi que la respiration du sol sont 

corrélés.   

Lors de la première semaine suivant l’amendement des sols, de fortes modifications 

sont mises en évidence au sein des communautés microbiennes. L’apport de MO 

augmente la biomasse microbienne en fournissant de l’énergie aux différentes 

communautés microbiennes. Cependant, selon le type de sol et donc des pratiques 

agricoles, les communautés fongiques et bactériennes ne sont pas stimulées de la même 

manière. Les bactéries réagissent plus fortement en culture tandis que les champignons 

mettent davantage de temps à se développer. Alors qu’en prairie, ce sont les 

champignons qui subissent un plus fort développement que les bactéries. La résultante de 

la différence d’évolution de la structure microbienne se traduit au niveau de l’activité de 

cette composante : une respiration totale gouvernée principalement par la respiration liée 
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à l’apport de résidus de blé plus forte en prairie qu’en culture. De plus, le PE a également 

augmenté de manière significative en prairie au bout d’une semaine d’incubation alors 

qu’en culture sa valeur n’est toujours pas significativement différente de la valeur initiale.  

Ces observations montrent que l’apport de MO fraîche augmente la taille des 

populations microbiennes spécialisées dans la dégradation de la MO et ainsi la 

minéralisation de la MO (Fontaine et al., 2005). Dans les premiers stades de 

décomposition des résidus de blé, des communautés copiotrophes caractérisées par un 

taux de croissance rapide entrent en jeu (Singh et al., 2010). Ces communautés seront 

capables de dégrader facilement la fraction labile des résidus de blé apportés. 

L’augmentation de la respiration explique une minéralisation de la MO très forte la 

première semaine d’incubation. Par ailleurs, une meilleure respiration du sol en prairie 

semble être liée à l’activité des communautés fongiques présente en plus forte densité 

dans ce type de sol. De plus, une sur-minéralisation significative de la MO en prairie 

indique que les champignons spécialisés dans la dégradation de MO plus complexes sont 

présents dans le sol dès les premiers stades de dégradation et seront en mesure de 

dégrader la MO native du sol. Les champignons seraient alors des acteurs majeurs du PE.  

Plus tardivement, il apparait que les communautés bactériennes restent 

statistiquement stables pour les deux types de sol tandis que les communautés fongiques 

tendent à diminuer progressivement en prairie. En revanche, en culture les champignons 

atteignent leur densité maximale à 21 jours d’incubation, ce qui reste néanmoins inférieur 

à la densité fongique des sols de prairie. La réponse à cette variation de communautés 

microbiennes est un ralentissement de l’activité des microorganismes. L’explication de ce 

phénomène réside dans le fait que la cinétique de dégradation de la MO labile en MO 

récalcitrante sélectionne des communautés microbiennes dites oligotrophes. Ces 

communautés possédant des propriétés cataboliques plus importantes succèdent aux 

copiotrophes et participent à la dégradation de la MO récalcitrante. Cependant les 

oligotrophes ont un temps de dégradation du C organique plus lent, ce que montre la 

baisse d’émission de CO2 (Singh et al., 2010).  

Si la minéralisation de la MO ralentie, le PE quant à lui augmente plus rapidement lors 

des stades tardifs de la dégradation de la MO. Le PE est alors principalement régi par les 

communautés oligotrophes. La densité des communautés bactériennes étant stable 

durant le reste de l’incubation, l’augmentation du PE serait liée aux communautés 

fongiques présentes. En 2011, Fontaine et al. suggérait déjà que les champignons jouent 

un rôle clé dans le PE dû à leur capacité d’explorer les réserves organiques dispersées 
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dans le sol par leur mycélium et par la production d’enzymes dégradant la MO 

récalcitrante du résidu et du sol. 

D’autres études ont observé l’abondance microbienne et la minéralisation de la MO à 

plus long terme (Fontaine et al., 2005 ; Fontaine et al., 2007), ils remarquent ainsi une 

diminution de la biomasse et du PE. Les décomposeurs de la MO disparaissent lentement 

et la minéralisation cesse car l’acquisition d’énergie fournie au début de l’expérience n’est 

pas suffisante pour soutenir une activité biologique à long terme. Néanmoins, le PE 

persiste plusieurs mois après l’amendement ce qui a des conséquences majeures sur la 

balance de C. Sur la base des résultats obtenus, les pratiques agricoles ont un fort impact 

sur les communautés microbiennes, notamment pour la culture, en défavorisant la 

présence de champignons, c’est pourquoi on observe une plus faible minéralisation de la 

MO dans les sols cultivés (Fontaine et al., 2007). Ces pratiques employées représentent 

alors un bon moyen de contrôler la minéralisation de la MO ainsi que le PE qui participe à 

la balance de C dans les sols (Lienhard et al., 2013).  

 

V. Conclusions et perspectives  
Cette étude utilise différentes méthodes complémentaires afin de déterminer comment 

la respiration du sol est influencée par les différentes pratiques agricoles via les 

communautés microbiennes impliquées dans la dégradation de la MO.  

  Les analyses moléculaires permettent d’observer la biomasse microbienne ainsi 

que la densité des communautés fongiques et bactériennes. Les résultats obtenus après 

ajout de MO fraîche montrent que les pratiques agricoles diminuent l’abondance 

microbienne, mais perturbent également le rapport F/B. Ces différentes pratiques ont un 

impact sur la présence de certaines communautés microbiennes. Notamment certaines 

pratiques (comme le labour) défavorisent le développement des champignons. D’autre 

part, la fonctionnalité des communautés microbiennes est étudiée par le biais de la 

minéralisation de la MO. L’analyse de la respiration du sol indique que la MO des sols de 

prairie est mieux minéralisée qu’en culture. Cette minéralisation de la MO est gouvernée 

par l’interaction entre les effets de la biomasse et la structure des communautés 

microbiennes. Les organismes oligotrophes et plus particulièrement les communautés 

fongiques jouent un rôle majeur dans la dégradation de la MO et participent ainsi à 

balance de C dans les sols.  
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Ce travail ouvre sur plusieurs perspectives de recherches. Tout d’abord, il aurait été 

intéressant de suivre en parallèle la dégradation des résidus de blé ajoutés dans les 

microcosmes afin de déterminer quel type de MO est dégradé au cours de l’incubation 

(cellulose, lignine, etc…). De plus, une analyse de la diversité génétique et fonctionnelle 

par séquençage massif sans a priori permettrait d’identifier des marqueurs génétiques 

associés à la dégradation de la MO dans le sol et ainsi de mieux comprendre comment les 

communautés microbiennes sont impliquées dans la minéralisation du C organique. Par 

ailleurs, cette même étude pourrait être expérimentée in situ afin d’étudier l’influence de la 

variation des paramètres pédoclimatiques combiné aux pratiques agricoles sur la 

fonctionnalité des communautés microbiennes.  

Une meilleure compréhension de l’impact des pratiques agricoles sur les capacités 

fonctionnelles des microorganismes est pertinente en agroécologie et permettrait de 

manipuler certaines pratiques dans le but de stabiliser la balance 

minéralisation/séquestration de C dans les sols.  
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Annexes   

 

Annexe 1 : Schéma expérimental de la préparation des microcosmes et des 
analyses réalisées au cours de l’incubation. (Adapté de Tardy V, 2014) 

 

 

Annexe 2 : Séquences des amorces utilisées pour la qPCR. Les amorces 341F et 

515R amplifient le gène de l’ADNr 16S tandis que les amorces FR1 et FF390 amplifient le 

gène de l’ADNr 18S. 



 
 

 



 
 

 



 
 

 



 
 

 



 
 

 



 
 

Résumé  

L’objectif de ce travail est d’étudier l’impact des pratiques agricoles sur la respiration du 

sol à travers les communautés microbiennes impliquées dans la dégradation de la matière 

organique (MO). Cette expérimentation est réalisée en conditions contrôlées 

(microcosmes) sur deux types de sols soumis à des pratiques agricoles différentes (prairie 

et culture). Cette étude est basée sur la complémentarité d’approches moléculaires et 

fonctionnelles. D’une part, les analyses moléculaires permettent de visualiser l’impact des 

pratiques sur les communautés microbiennes présentes dans le sol grâce à une 

estimation de la biomasse microbienne et à la densité des communautés fongiques et 

bactériennes. D’autre part, les analyses fonctionnelles permettent d’observer l’impact des 

pratiques sur la respiration du sol grâce à la quantification des flux de CO2 liés à la 

dégradation de la MO. Par conséquent, l’analyse de l’influence des microorganismes dans 

la dégradation de la MO lié aux pratiques agricoles est possible.  

Mots clés : Biomasse, Densité microbienne, Respiration du sol, « Priming Effect », 
Dégradation de la MO 

 

 

Abstract 
The objective of this work is to study the impact of agricultural practices on soil respiration 

through the microbial communities involved in the degradation of organic matter (OM). 

This experiment is carried out under controlled conditions (microcosms) on two types of 

soils subjected to different agricultural practices (grassland and cropland). This study is 

based on the complementarity of molecular and functional approaches. On the one hand, 

molecular analyzes visualize the impact of these practices on the microbial communities 

present in the soil through an estimation of microbial biomass and the density of fungal 

and bacterial communities. On the other hand, functional analyzes make it possible to 

observe the impact of these practices on soil respiration by quantifying the CO2 fluxes 

associated with the degradation of OM. Consequently, the analysis of the influence of 

microorganisms in OM degradation related to agricultural practices is possible. 

Key words : Biomass, Microbial density, Soil Respiration, Priming Effect, OM Turnover    
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