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RESUME

Le sol représente le support de la production agricole. A I'interface avec les autres
compartiments de la biosphere, il remplit de nombreuses fonctions essentielles a la fourniture
de services écosystémiques nécessaires au bien-étre de nos sociétés. C’est aussi une ressource
non renouvelable dont les propriétés physicochimiques et biologiques ont été altérées par le
développement de 1’agriculture intensive. La prise de conscience actuelle de cet état de fait a
révélé la nécessité de définir de nouveaux modes de gestion adaptés a la préservation et a
I’utilisation durable des sols. Elle a ainsi marqué 1’entrée dans 1’¢ére de 1’agroécologie qui
prone un modele de production optimisant notamment les services rendus par la biodiversité
afin de réduire le recours aux intrants et a I'utilisation d’énergie. Pour atteindre cet objectif, le
développement d’une gamme d’indicateurs permettant d’évaluer les pratiques/systemes
agricoles en rendant compte de la qualité biologique du sol est donc indispensable.

Cette these, dont 1’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 fagon tres 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 1’évaluation de deux indicateurs
complémentaires : (i) la biomasse moléculaire microbienne et (ii) la diversité taxonomique
microbienne. Dans une premiere partie nous avons éprouvé la robustesse de ces deux
indicateurs en évaluant les biais associés a chacune des étapes techniques des procédures
mises en ceuvre pour leur mesure. Nous avons ensuite utilisé ces deux indicateurs dans
différents contextes agronomiques pour €valuer leur pertinence. Un premier travail a ainsi
consisté a suivre la réhabilitation du patrimoine microbien, par I’implantation d’une culture a
vocation énergétique, d’un sol pollué irrigué pendant une centaine d’années par des eaux
usées. Une seconde application a porté sur I’étude de I'impact de différentes pratiques
agricoles sur les communautés microbiennes selon I’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 séquengage massif sont deux bioindicateurs robustes et sensibles
pour décrire la qualité microbiologique des sols agricoles dans des contextes tres variés. Ces
deux indicateurs permettent de mettre en évidence aussi bien des perturbations des sols que
I’impact positif de pratiques innovantes. Ils peuvent donc représenter des outils performants
pour I’évaluation des systemes agricoles, aidant a une amélioration de leur mode de gestion
et, a 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.



REMERCIEMENTS

Je tiens tout d’abord a remercier les membres du jury. Merci a Madame Isabelle
DOMAIZON et Monsieur Christian MOUGIN pour avoir accepté d’évaluer ce travail en tant
que rapporteurs. Je remercie également les examinateurs, Messieurs Loic BOLLACHE,
Raphael GROS, Francis GARRIDO et Antonio BISPO d’avoir accepté de faire partie de ce
jury de these.

Je remercie le Ministere de la Recherche pour le financement de ce travail ainsi que
Philippe LEMANCEAU, directeur de ’'UMR Agroécologie de I'INRA de Dijon, pour
m’avoir accueilli dans ses locaux.

Passons maintenant aux choses sérieuses... ces trois années de these sont passées a
une vitesse folle mais elles ont été remplies de bonheur et c’est en grande partie grace a toutes
les merveilleuses personnes que j’ai pu rencontrer ou avec qui j’ai travaillé. Je vais donc
maintenant prendre le temps de leur dire un grand MERCI !!!

Commencons tout d’abord par les deux grands hommes qui m’ont permis d’avoir cette
these, mes supers chefs Pierre-Alain Maron et Lionel Ranjard. J’ai vraiment apprécié
apprendre a vos cOtés. Vous avez deux manieres tres différentes de travailler, toi Lionel en
laissant beaucoup de liberté, notamment sur la rédaction des articles, tu m’as permis de
prendre plus confiance en moi-méme si a chaque fois que je venais te voir j’avais droit a un
«il y a tout mais pas dans le bon ordre !! ». Peut-€tre que j’aurais avancé plus vite si tu ne
m’avais pas autant laissé ce temps d’apprentissage, de réflexion, mais en tout cas je suis ravie
de ce déroulement et je t’en remercie beaucoup !! Toi Pam, tu m’as beaucoup plus encadré, tu
as été plus exigeant sur ma facon d’analyser mes résultats, sur la qualité de mes figures, sur
ma fagon de rédiger (du rouge, et du rouge, et du rouge partout...©) mais je ne peux
également que te remercier !! J’avais aussi besoin de cette structuration et le fait que tu m’ais
poussé comme tu 1’as fait m’as permis de tout faire pour essayer de me dépasser a chaque fois
! Je ne vous ai probablement pas assez dit ce que j’ai ressenti pendant ces trois années alors
en quelques mots : si je suis discrete c’est que j’ai horreur de décevoir les personnes que
j’apprécie, c’est pour moi le pire qui puisse arriver. Du coup je me mets beaucoup de pression
pour faire le mieux possible et je me décois énormément quand je sens que je stagne ou que je
suis coincée. Toutefois cette partie de moi ne m’a pas du tout empéché de profiter pleinement

de ces trois années !! Je me suis vraiment éclatée, j’ai pris du plaisir au quotidien, que ce soit



pour les manip, pour les préparations de ppt, les recherches biblio ou encore la rédaction (bon
sur la fin c’était quand méme un peu barbant je 1’avoue !!), tout m’a apporté de la
satisfaction !!! Moi ce que je retiens de ces trois années, c’est que j’ai été ravie de me lever
tous les matins pour venir apprendre a vos cOtés alors je vous remercie vraiment pour
I’encadrement que vous m’avez fourni, vos conseils, votre patiente, et votre confiance !!!!
Bon passons maintenant a toutes les personnes géniales des équipes Biocom et
GenoSol, passées ou toujours présentes (et oui il y en a du changement...) : Nikos, Sophie,
Vivi, Mel, Walid, Gaélle, Sam, AL, Amandine, Fabiola, Pascal, Céline, Seb, Pierrot, Flo
(Florentin), Vince, Kanto, Flo (Florence), Juju, Tiff, Lulu, Fafa, Cédric, Nini et tous les
stagiaires qui sont également passés parmi nous... Nikos, je te remercie pour avoir toujours
été 1a lorsque j’avais besoin d’explications en maths, mais aussi pour ta bonne humeur
quotidienne et ta gentillesse !! Sophie, la fofolle nouvelle venue dans 1’équipe, une vraie
bouffée d’air frais, toujours partante pour de grandes rigolades. Merci pour tous les moments
super sympas qu’on a passé ensemble notamment le badminton les vendredis, le congres a
Milan... Je te remercie pour avoir toujours été la pour me donner confiance dans mon travail,
pour le temps que tu as pris pour m’aider a préparer les questions la veille du jour J. Mais je te
remercie également et d’autant plus pour les vraies discussions qu’on a eu toutes les deux,
concernant toi ton super papa, moi ma petite maman... Ca fait du bien de pouvoir vider son
sac de temps en temps, alors merci pour tout cela © !! Vivi... ah notre super Vivi, il y a
tellement de choses a dire, je vais essayer d’étre concise !! Vivi tu auras été la premiere
personne a me former au labo pendant un TP de M2. J’avais déja trouvé a ce moment la que
tu étais une tres belle et douce personne. Ce fut un vrai bonheur de te voir tous les jours, et
aussi de t’entendre (pas seulement ta petite voix bien portante, mais surtout le bling bling
bling de tes clés a chaque pas dans les couloirs ©), et puis les éternels discours sur la
confiance en soi et les confidences... tout ca va vraiment me manquer !! Au tour de Mel
maintenant... je t’ai déja dit beaucoup de choses durant ton pot de départ pour la Nouvelle
Calédonie, mais ce que je peux te redire de nouveau c’est que je me sens vraiment tres
chanceuse de t’avoir eu pour formatrice a la paillasse !! Je n’aurais pas pu espérer mieux en
termes d’appui technique, de rigueur, de prise de conscience de tous les biais nous entourant,
alors je te remercie chaleureusement pour tout cela !! Je passe maintenant a mes acolytes du
bureau 106 : Gaélle et Walid... halalalala... ce bureau, nous trois, c’est ce qui va le plus me
manquer !! Je crois qu’il n’y a méme pas de mot pour décrire ce que vous m’inspirez... alors
je vous dirais juste que nos discussions vont me manquer, les petites blagues vont me

manquer, et surtout « coeur coeur cceur » !! Walid je ne te remercierai jamais assez de m’avoir



envoyé cette offre de postdoc a laquelle j’ai été prise !! Et puis toi Gaélle, tu sais que tu as été
ma magnifique rencontre de ’année 2015... Vive la qualité !!! Et Chri-chri !! Et le Saint-
Véran !! Une chose dont je suis vraiment certaine, c’est que méme si cette époque du bureau
106 est terminée, et bien ce n’est qu’un tout petit au revoir trés court qui s’annonce et une tres
belle amitié reste !! Sam... encore une tres belle rencontre durant cette expérience. Il y a
également tellement a dire !! C’est impossible de tout écrire, alors je te dirai juste un énorme
merci pour 3 choses : (1) merci pour ton aide plus que précieuse au boulot, avec les stat, R, les
ppt, les discussions, j’ai énormément appris, et comme je n’aurais pas pu €tre mieux formée
avec Mel a la paillasse, et bien je n’aurais pas pu étre mieux formée a la gestion des données
et leurs traitements qu’avec toi © (2) merci pour toutes les discussions personnelles qu’on a
eu, le tres fort soutien que tu m’as apporté lors du déces de ma mere et lors de mon

changement de vie. Et (3) merci pour la découverte de toutes ces musiques de merde que tu

sortie au terrain et mes premiers prélevements de sols !! Merci a mes collegues thésards Vince
et Flo, qui m’ont beaucoup appris sur R et qui m’ont laissé de jolis dessins un peu partout sur
mes papiers (méme un sur la feuille d’une de mes plante, la pauvre !)... Merci aussi Kanto
pour ta gentillesse et ta bonne humeur et d’avoir été toujours l1a pour rendre service !! Un
immense merci a Pierrot et Seb avec qui j’ai eu la chance de rédiger mon premier article !! Ca
a été un vrai bonheur d’apprendre tous les rouages a vos c6tés !! Un merci Pierrot pour ta
bonne humeur et tranquillité quotidienne, hyper calmante et ressourcante !! Et merci Seb pour
m’avoir formé a la bioinformatique, au pipeline, pour ta patience lors de la résolution de ma
montagne de problemes !! Un grand merci a Fafa, mon sauveur en informatique !! J ai
finalement réussi a me dépatouiller sans toi ces deux derniéres années, incroyable !! © Et
merci également pour tous les groupes de musique que tu m’as fait découvrir, ta bonne
humeur et tes conneries quotidiennes !! Et surtout, je te remercie d’avoir été le petit chouchou
de Rosine, grace a c¢a on aura bien rigolé !! Passons maintenant aux trois énergumenes avec
qui j’ai le plus rigolé, les trois super pouffiasses Tiff, Juju et Lulu !! Merci pour votre amitié,
pour tous ces moments de rigolades pendant les manips et en dehors du labo, les petites
vacances ensemble !! Vous étes géniales !! Et pour rejoindre ces trois pouffiasses je remercie
AL et Amandine avec qui on a pu faire de trés sympas balades a cheval !! C’était chouette
d’avoir croisé votre route au labo et j’espere bien continuer d’avoir de vos nouvelles par la
suite !! Florence, je te remercie pour ton amitié, ton écoute, ta gentillesse et ton naturel !! Ca

m’a beaucoup apporté de pouvoir discuter avec toi, ¢’était un plaisir de te voir au quotidien !!



Et puis je crois que je garderai toujours en mémoire le jour ol on est venu au boulot avec la
méme robe sans le vouloir. Quel grand moment... de géne total !! ©

Je vais maintenant prendre un peu de temps pour remercier d’autres personnes du labo
qui ont eu une place importante dans ma vie !! Je vais d’abord commencer par 1’équipe qui
m’a accueilli durant mon stage de M1, et dire un grand merci a Pascal et Dominique qui
m’ont donné envie de faire de la recherche. Un merci aussi aux thésardes de 1’époque, Aude
la babacool et Anne-Laure la body-boxeuse, avec qui j’ai passé des moments forts
sympathiques aussi bien au labo par leur bonne humeur, qu’a I’extérieur lors de soirées un
peu trop arrosées ou encore lors de petits voyages... Une chouette amitié qui s’est construite
et qui j’espere va durer encore longtemps. Un immense merci a Seb, pour les petits thés
quotidiens, pour avoir ét¢ d’un énorme soutien psychologique et encore plus lors de ces
derniers mois de rédaction, mon confident, un véritable ami !! Je remercie aussi David,
Christian, Véronique, Nadine et Charline pour leur gentillesse quotidienne. Chachou... ma
belle rencontre de I’année 2014. Une personne merveilleuse, intelligente, rigolote, toujours a
I’écoute, passionnée par son travail ce qui est un vrai bonheur au quotidien. Tu m’as tellement
apporté Chachou, au labo mais aussi tous les moments qu’on a partagé a I’extérieur... les
footings au lac Kir, toutes les soirées a papoter, les sorties, la découverte de la batucada...
merci merci merci... Un grand merci aussi a toutes les personnes que j’ai pu rencontrer au
Journal Club (Benoit, Luiz, Lisou, Popo, Vincent, lan, Yuko, Alice, Lény, Maud...) pour
parler des joies, des galeres vécues durant la these, c’était chouette de pouvoir échanger sur
nos ressentis. Un immense merci également a Catherine, Fabienne, Pauline, Sylvie, Stéphanie,
Claudine pour toute la gestion administrative, toujours la pour dépanner méme au dernier
moment, et pour leur gentillesse quotidienne!! Un immense merci a BLB, notre super
Bernard, pour ces trés nombreux dépannages informatiques !! Un merci de facon générale a
toutes les personnes du labo non citées que j’ai eu la chance de rencontrer.

Je vais maintenant remercier quelques personnes tres cheres a mon cceur (il y en a
tellement) ne faisant pas parties du labo. Je vais commencer par mes supers amis de fac :
Amélia, Camille, Cindy, Elo, Delphine, Cédric, Alex, Jérem... merci pour votre soutien
depuis qu’on s’est quitté, merci d’étre toujours resté présent pour partager de merveilleux
moments, moments qui m’ont grandement aidé a tenir en période de stress !! Vous étes
géniaux !! Un grand merci a Bénédicte pour sa gentillesse, a ma chere Sandra, une vraie amie
qui a su me comprendre, me supporter et me motiver pour me défouler quand j’en avais
besoin. Un grand merci a ma grosse béte bleue, autrement surnommé mon troubadour a

roulettes ou encore mon lulubellule, qui a eu le privilege de partager ma vie lors de ces



derniers mois de these, les plus intenses, le pauvre !! Je n’arriverais jamais a te remercier
assez pour tous les petits moments passés avec toi et qui m’ont permis de m’éclater, rigoler,
me vider la téte, me détendre, et qui m’ont permis de ne pas devenir cinglée a 1’arrivée de la
fin de rédaction. Enfin un immense merci a ma famille qui m’a accompagné de pres ou de
loin lors de ces trois années : bouts, mon super papa, ma mamagamelle, Loic, Kevin, Coco,
Jean-Loupe, Genevieve, Philippe, Renée, Jean, les papy et mamies et tous les autres... Vous
étes extraordinaires et je ne pourrais pas espérer une famille plus au top que ¢a !!!

Enfin voila, je vous remercie tous, pour m’avoir fait grandir, mdrir (bon ok la
confiance en moi c’est pas encore ¢a mais y’a du mieux !!), de m’avoir fait vivre des
moments extra, de m’avoir entouré d’amitié, pour votre soutien dans les coups durs, pour nos
moments de grands délires et pour tous les souvenirs que je vais garder précieusement avec

moi...



SOMMAIRE

INEFOAUCHION ...ttt et ettt et ettt et bt et b e e bt eeesbeeanes 1
Chapitre I. Synthese bibliographique.................c.cooveiiiiiiiiiiee e 10
L. Le SOL, 10l€ €t IMPOITANCE.......ccciuiieiiieeiieeriie ettt eeteeette et e et e e sateesbee e bteesabeeebteesabeesbeeesabeesbeeesanes 11
L.1. Le sol, matrice hétérogene et SIIUCTUIEER. .........eeeriiiriiitiriieerite ettt ettt et et e s e 12

[.2. Le sol et les Services ECOSYSIEMIQUES ....cc.ueeveertierieenienieeieesieerteesitesitesteebeesbeesbeesaeesaeeeaeeeneeas 13

[.3. La bioCENOSE AU SOL.....coueeiiriieiiiieiieiiiieteseetee sttt ettt sttt st n e s sreeanen 15
L300 La fAUNC. ..ottt st ettt ettt e et esbaeenars 15

L3.2. La MiICTOLOTE. ...ceiiiieiiie ettt ettt et st e e abe e sbaeesans 16

1.3.3. La flore VEZELALE.........oiiiiiiiiieiieee ettt 17

II. Les communautés microbiennes dul SOL.........cccoeecveriirieriiniriinineeineereneeeee e 17
IL.1. Implication des microorganismes dans le fonctionnement du SOl ..........ccccceeeeviiniirirnnicnnnen. 18

I1.2. Outils de caractérisation des communautés MiCrODIENNES .........c.eevverrereerveneereereneesnereenens 22
I1.2.1. Mesures de la biomasse microbienne des SOIS........ccccoereerrinierenirieeneneeeeneeeeneeneeenes 23

I1.2.2. Mesures de la diversité taxonomique des communautés microbiennes.............cc....c...... 24

III. Outils de diagnostic de la qualité biologique des sols : les bioindicateurs............cceceeveerieennennne. 27
III.1. La bioindication, une méthode de diagnostic efficace .........cccccevveeriiiriiiiiinieniiniinceeeee, 27
II1.2. Les bioindicateurs d’impact et d’accumulation............cccceveeveerieeriicrienneenieneereeeeeeeeeeen 28
II1.3. Les différents acteurs de la bioindiCation..........c.ccecueruerceeniniesenirieieneeee e 29
II1.3.1. Bioindication par la flore vEgétale...........cccceviiiiiiiiiiniiniiiieeeeeeeeee e 29

III.3.2. Bioindication par les ingénieurs de I’éCOSYSIEME..........cccceerveriiriiernieeneenieneceeeeeeeneeen 30

II1.3.3. Bioindication par les régulateurs biologiques de 1’écosysteme ..........ccceveereereereennen. 30

III.3.4. Bioindication par les ingénieurs chimiques de I’écosysSteme .........c.ceceeveereeneennennnen. 31
I11.3.4.1. Bioindicateurs microbiens qUantitatifs ...........cccceeveeveenieerienicnnicnneeneeneenes 32

I11.3.4.2. Bioindicateurs microbiens qualitatifs ............ccocceeveenieniiniinieniiieeeeeee 33

Chapitre I1. Standardisation de deux bioindicateurs microbiens...................ccccocoveviiincieencreennnn. 36
Partie A. La biomasse moléculaire microbienne : variabilité méthodologique............cccccevveenueenennne. 37
Partie B. La diversité taxonomique des bactéries et des champignons : robustesse technique........... 56
Chapitre III. Suivi par des bioindicateurs microbiens de la réhabilitation d’un sol pollué .......... 79
Partie A. Abondance et diversité des communautés de bactéries et de champignons..........c...c..c..... 82
Partie B. Composition taxonomique des communautés de bactéries et de champignons .................. 90

Chapitre IV. Réponse des bioindicateurs aux changements du travail du sol et de la gestion des

FESIAUS @ CUNLUT . ........neeeeeeeiieee ettt e e e e e s e e e s e e e eeeesaeesaaeeeeeesesesssaeeeeessssanananes 100
1. INEEOAUCTION ettt e e ettt e e e e e et s e e s e e e e e aa e sesee et aaaesesesessssnannnes 102

2. MaAtErie]l € METNOAES .oveeeeeeeeeeeeeeeeeee ettt e e e e e et et ee e e s e e e taaaesesesesassaanaaes 104
2.1. Présentation du site eXpErimental.........ccccooiiiiiiiiiiiiiiienierie et 104

2.2. Stratégie d’EchantilloNNage ...........c.eeiueeriiriiniiieeeetee ettt st 106



2.3. Caractéristiques des SOIS EtUAIES .......c.eeriiiiiiiiiiiiiieteee ettt 106

2.4. Analyses moléculaires des communautés MiCIODIENNES .......c..eerverieerueerieenienieneeeeeeeeeeees 107
2.4.1. Biomasse moléculaire miCrobIENNE.........cc.eevuiiiiiiiiniiieiiiiierieeeiee et 107
2.4.2. Diversité des bactéries et des cChampignons...........cccceveeceerireerineereneneee e 107

2.5. Analyses bioinfOrmMAatIQUES ........c.eerueerteeriierienie ettt et sttt et e bt e sbee st saee e e eeeas 108

2.6. ANAlySEs STALISTIQUES ...eeouverurirtieiienteenieenitente et et et et e st e sate et e et ebeesaeesaeesanesanesaneereeneenee 108

3. RESUILALS €1 AISCUSSION ....euveeuriiieiieiiriieterteetete ettt ettt sttt et st eenesre st snesre e e nneseeenes 109

3.1. Etat initial des communautés microbiennes du Site..........ccceeveerririerieririeeneneereeneeeeneeneeane 109
3.1.1. Biomasse moléculaire microbienne et diversité des bactéries et des champignons ...... 110
3.1.2. Structure des communautés de bactéries et de champignons ........ccc.cceceeveervercicnneeennen. 111

3.2. Différenciation des communautés microbiennes en réponse aux différents traitements....... 112
3.2.1. Biomasse moléculaire microbienne et diversité des bactéries et des champignons ...... 113
3.2.2. Structure et composition taxonomique des communautés bactériennes........................ 114
3.2.3. Structure et composition taxonomique des communautés de champignons.................. 117

4. CONCIUSION ...ttt ettt ettt ettt et ettt e sbe e saeesate s bt e bt e st esseesmeeemseenneen 120
5. Références bibliOZraphiqUes .........cooeerieriiiiiiiieeite ettt ettt st 121
Conclusion & PerspPeCtiVeS ..........c.ccooiiiiiiiiiiiiiiiecciie et ete et e et e e veesnreeesaeesssaesssseennnes 127
1. Rappel des principaux objectifs de 1a theSe.........ccceeueriiriiiiniiiiienienicceceeeceeee e 128
2. CONCIUSION ...ttt ettt sttt ettt e sb e sat e sane s bt e bt e beesseesmteemseenneen 128

2.1. Standardisation de deux bioindicateurs microbiens : la biomasse moléculaire microbienne et

la diversité taxonomique des bactéries et des ChampiZnons .........coccceeeeveeneerieerienierneeneeneenne 128

2.2. Suivi par des bioindicateurs microbiens de la réhabilitation d’un sol pollué........................ 130

2.3. Réponse des bioindicateurs aux changements du travail du sol et de la gestion des résidus de

CULLUTE . ...ttt sttt e b ettt et sr et e e sh e e bt sanena e eaeemnesreeme e nesueenes 131

2.4, ConcClusion @ENETALE .........cocuirviiiiiiiiiiieicec ettt e et 132

B PEISPECLIVES ...ttt ettt sttt ettt e s bt e sbt e sat e et e e bt e bt e bt e s bt e s bt e eat e et e e bt e nbeeshaesaneea 132

3.1. Affiner I’évaluation de la variabilité technique des indicateurs.........c...ceceeveenienienseenniennnen. 133

3.2. Hiérarchiser I’impact des pratiques agricoles sur les bioindicateurs.........ccc.cceceeeveerveeeneeennen. 133

3.3. Effectuer des €55ais & IONG BTN .....cc.eevuiiriiriiriieiieiteeeeeerec ettt 134

3.4. Développer des référentiels d iNterprétation ...........ceveereerierieniieiieeseeeeste et 134

3.5. Faire le lien entre la diversité et le fonctionnement biologique du sOl..........cccceveerieniennnen. 135

Références bibliographi(UES.................ccooiiiieiiiiiiiiiiieceeiee ettt sttt e aeesa e seeneennes 136

Annexe, article soumis dans Agriculture, Ecosystems & ERVIFORMENL ............cccveeeveeercreensrveesreenneens 165



LISTE DES FIGURES

= Introduction

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-étre de I’'Homme............. 3
Figure 2 : La biodiVerSité deS SOIS .....cccuieiiiiiiiieeiiieiite et eeteeesieeesreeeteeeseteesreeesseessseeesseessseeesssesssseens 4
Figure 3 : Les services écosystémiques rendus par 1€ SOl .......cccooceevieriiiiniiniiiininieceecceteeeen 5
Figure 4 : Bioindicateurs microbiens étudiés pendant la these ............cccceiiiiiiiiniiiiiinineiee 8

= Chapitre I

Figure 1.1 : Le sol, sicge d’importants échanges de matiere et d’énergie ..........coceverereeneneeneennennnne. 11
Figure 1.2 : Les services €COSYSIEMIQUES ....ccuerrueeriierierienieeieeiteenitesite st et etee bt e sbeesbaesatesbeebeebeenas 14

Figure 1.3 : Arbre de la vie fondé sur une phylogénie résultant de la comparaison des séquences de
genes fondamentaux pour le processus vivant, en particulier les génes codant pour les ARN des
TIDOSOIIIES ..cuviiieniitiete ittt ettt ettt et b et e st ea et bt e st e bt eh e e st e e bt e et e sbeebt et e s bt e st e bt ebt et e abeeabenbesbeenbesbeentens 15

Figure 1.4 : Tailles respectives des animaux de la microfaune, de la mésofaune, de la macrofaune et
de Ja MEZATAUNE ......ooiiiiiiiiiie ettt ettt sttt sb e s sttt be e 16

Figure 1.5 : Schéma de I’agrégation hiérarchique du SOL ........c..coceeiiriiiininiiiniinieeceeeee 19

Figure 1.6 : Schéma présentant les différentes étapes de la technique du pyroséquengage (selon
Roche®) dans le cadre de I’analyse d’un échantillon de SOl .........ccccoooiiniiriiiiiininicnccceeeeee 26

Figure 1.7 : Les différents niveaux de réponse des bioindicateurs ............cecevereeviereneeneneenieneneenn 29

= Chapitre I1

Figure I1.1 : Biomasses moléculaires microbiennes (ug ADN/g sol) obtenues pour les sols d’Epoisses,
Lusignan, REhOVille €t BreUil........c.cooiiiiiiiiiiiiieie ettt 45

Figure I1.2 : Biomasses moléculaires microbiennes (ug 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 ..........cccooeeviiniineniniiiiiceeee 46

Figure I1.3 : Biomasses moléculaires microbiennes (ug 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 ........cooiiiiiiiiiiiiiiiiecceete ettt 48



Figure I1.4: Schéma récapitulatif de la variabilité technique du bioindicateur (pourcentages de
Variation de PECAIT-LYPE) .e..eerririiriiiiieiteete ettt ettt sttt ettt s e sttt e saee s sanesane e bt ebeeae 49

Figure IL.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 .51

Figure I1.6 : Schéma récapitulatif de la variabilité au terrain de la biomasse moléculaire microbienne
(pourcentages de variation de I’ECart-tyPe) ......cocueerueerueeriierienieeieee ettt ettt 52

=  Chapitre IV

Figure IV.1 : Plan du dispositif expérimental SOERE ACBB d’Estrées-Mons .......c..ccccceceeeenennennee. 105

Figure IV.2: Stratégie d’échantillonnage des sols sur le dispositif expérimental SOERE ACBB
Q7 ESTIEES-IVIONS ...ttt ettt ettt et ettt ettt e st e e e bt e e s bt e s beeesabeesabbesnbeesabaeesabeesabaesanteesabeeenns 106

Figure IV.3 : Cartographie de la biomasse moléculaire microbienne a 1’état initial de I’essai (Mars
2010) avant I’application des CING tralteIMENLS .........cccceeruiereeruerieriierireeieeneeneeeeeeeeereesreesreesieesanenas 110

Figure IV.4 : Analyses multidimensionnelles non-métriques (NMDS) des communautés bactériennes
(A) et de champignons (B) en 2010 a I’état initial de 1’essai avant I’application des cinq traitements

Figure IV.5 : Analyses multidimensionnelles non-métriques (NMDS) des communautés bactériennes
en 2014 apres quatre ans de différentiation des cinq traitements pour les horizons de sol 0-5 et 5-20 cm

Figure IV.6: Analyses multidimensionnelles non-métriques (NMDS) des communautés de
champignons en 2014 apres quatre ans de différentiation des cinq traitements pour les horizons de sol
0-5 € 5-20 CIM vttt sttt ettt ettt b et a bttt ae b naen 118



LISTE DES TABLEAUX

= Chapitre 1

Tableau 1.1 : Utilisation de différents bIOINAICAEULS ..........oevviiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiieeeeeeeeeeeeeeeeeeeeeeeeeeeeeeeeeeees 31

= Chapitre I1

Tableau II.1 : Texture et caractéristiques physico-chimiques des sols de référence ............c.ccceeuneee. 41
Tableau I1.2 : Texture et caractéristiques physico-chimiques des parcelles de référence .................... 42

Tableau I1.3: Etude des réplicabilités intra-jour et de la répétabilité inter-jours de la biomasse
moléculaire microbienne mesurées en termes de pourcentages de variation de I’écart-type par rapport a
la valeur moyenne de biomasse moléculaire MiCTODIENNE ........ccc.eevruerriiiiirieiniieetee ettt e 47

Tableau I1.4 : Etude des réplicabilités intra-manipulateur et de la répétabilité inter-manipulateurs de
la biomasse moléculaire microbienne mesurées en termes de pourcentages de variation de 1’écart-type
par rapport a la valeur moyenne de biomasse moléculaire microbienne............ccocceeveerecriirneeneeneene 48

= Chapitre IV

Tableau IV.1: Rotations de cultures effectuées sur le dispositif expérimental SOERE ACBB
QPESLIEES-IVIONS ...ttt ettt ettt ettt et sttt e se st sr et e bt sreemae bt senenneeaeennes 105

Tableau IV.2 : Présentation des 5 traitements étudiés sur le dispositif expérimental SOERE ACBB
QPESLIEES-IVIONS ....eveentiiieieitieiiete sttt ettt ettt st sttt et se st nesr e eaee bt sheesnesneeene st sneennes 105

Tableau IV.3 : Texture et caractéristiques physico-chimiques des sols étudiés en 2009 ................... 107

Tableau IV.4 : Valeurs de biomasse moléculaire microbienne et des indices de diversité obtenues en
2010 aPPétat INIHAL A& TESSAL coovvvviiiiiiiiiiiiiiieeee 111

Tableau IV.5 : Valeurs de biomasse moléculaire microbienne et de I’indice de richesse en 2014 apres
quatre ans de différenciation des traitements agriCOIES ........ccoceriirviiriienienienieeieeeeeeriee et 114



Introduction




Introduction

Depuis une soixantaine d’années, la politique agricole menée en France a eu pour
objectif d’intensifier I’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 1’augmentation des surfaces agricoles et donc par la
modification de I’utilisation des terres a grande échelle. En effet les surfaces utilisées pour les
grandes cultures céréalieres ont augmenté en passant de 11,8 millions d’hectares en 1950 a
13,1 millions en 2013 (http://agreste.agriculture.gouv.fr/IMG/pdf/memol4territoire.pdf). Ceci
s’est fait au détriment des surfaces cultivées avec des especes pérennes et des écosystemes
naturels. En parallele, I’agriculture a connu aussi une intensification des pratiques en termes
de mécanisation, de sélection végétale et d’utilisation d’intrants de syntheése (engrais,
pesticides). Dans ce contexte, I’augmentation des rendements s’est faite par 1’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/110-
618/110-6181.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), 1’agriculture est pointée du doigt comme
une des activités humaines contribuant significativement a la perte de biodiversité terrestre a
I’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 a la base des services d’approvisionnement et de régulation de
nos écosystemes (Altieri, 1999) qui agissent directement sur le développement et le bien étre
des sociétés humaines (Figure 1). De plus, elle est impliquée dans la stabilité des écosystemes
via leur capacité de résistance et de résilience consécutivement a une perturbation. La
biodiversité est donc un élément clé de la stabilité des agrosystemes et donc de la durabilité
des systemes de production (Duraiappah et al., 2005; Swift et al., 2004). Dans ce contexte, ou
I’agriculture dégrade les fonctions biologiques et les services qui peuvent répondre a ces
objectifs de productivité et de qualité des productions, il devient nécessaire de repenser notre

modele 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-étre de ’'Homme. Source : Duraiappah et al.,

2005.

Ces dernieres années, les recherches sur 1’écologie des systemes agricoles se sont
multipliées. Les agronomes etles écologues ont combiné leurs efforts pour étudier les
problemes auxquels sont confrontés les systemes de production et permettre de concilier les
enjeux économiques de 1’agriculture avec les enjeux environnementaux. Ces recherches ont
conduit au développement d’un domaine, 1’agroécologie, qui peut donc étre considérée
comme un rapprochement de 1’agriculture et de I’écologie. Dans ce contexte, les systemes de
production agricole doivent s’appuyer sur les fonctionnalités des écosystemes, en réduisant
les pressions environnementales et en préservant les ressources naturelles (Gliessman, 1990;
Altieri, 2002). L’agroécologie consiste donc a produire autrement en formant les agriculteurs
a la réduction de I’usage des pesticides, aux méthodes naturelles de protection des végétaux, a
I’engagement dans un développement durable, a la valorisation des effluents d’élevage, a
I’agriculture biologique, a la sélection des semences adaptées ou encore a 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

biosphere terrestre qui, de pres ou de loin, sont en interactions avec les agrosystemes.
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Parmi les différents compartiments de la biosphere terrestre impactés par les activités
agricoles (sol, eau, atmosphere), le sol a été fortement étudié depuis une trentaine d’années de
par son role majeur en tant que support des cultures et réservoir important de nutriments. A ce
titre, ces études ont essentiellement portées sur I’évolution de ses propriétés physico-
chimiques en termes d’érosion, de compaction, d’acidification et de pollution. En revanche,
les études ayant contribuées a évaluer 'impact des pratiques agricoles sur la composante
biologique des sols sont plus récentes et encore partielles. Pourtant, de par sa structure
hétérogene, sa capacité de rétention d’éléments nutritifs, son rdle tampon vis a 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 role tres 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) a la base de nombreux services écosystémiques

(Figure 3) (Duraiappah et al., 2005; Pulleman et al., 2012; Turbé et al., 2010).
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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 ou les parcelles agricoles ne sont plus
seulement valorisées par leur productivité mais également par leur capacité a fournir
durablement diverses catégories de biens et de services, il est absolument nécessaire de
disposer d’outils de bioindication capables de rendre compte de I'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 1’évolution des ressources naturelles et de la biodiversité. Cette surveillance effectuée
permettrait de fournir des informations sur ce qui doit €tre fait pour stopper les processus
lorsque les tendances sur les écosystemes apparaissent négatives (Pulleman et al., 2012). Ces
outils de bioindication, ou bioindicateurs peuvent €tre 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 systemes de production agricoles (Bispo et al., 2009; Pankhurst et al., 1997;
Fierer & Ladau, 2012).

Parmi les organismes indigenes 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
I’abondance moyenne des microorganismes est d’environ 10’ individus et que leur

biodiversité s’éleve entre 10° et 10° especes (Torsvik & @vreds, 2002). Ces microorganismes
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telluriques sont a la base de la chaine trophique et participent au fonctionnement et a la qualité
des sols puisqu’ils peuvent décontaminer les sols pollués (bioremédiation) (Garbisu &
Alkorta,1999; Bouchez et al., 1996; Haritash & Kaushik, 2009), transformer la matiere
organique en matiere 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 & @vreas 2002; Tiedje et al.,
1999) et d’autre part de diminuer les flux de polluants vers les nappes phréatiques et
I’atmosphere. 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 écosystemes (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 sensibilit¢é aux modifications des
équilibres biogéochimiques en réponse a des perturbations extérieures (Strickland & Rousk,
2010; Ranjard et al., 2006), ils apparaissent comme de tres 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
méme 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 1’activité microbienne (établir I’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 I’extraction et de la caractérisation des ADN microbiens des
sols (Maron et al., 2011; Ranjard et al., 2001). Ces méthodes moléculaires permettent de
déterminer 1’abondance, la diversité taxonomique et fonctionnelle des communautés
microbiennes des sols (Fierer et al., 2007). De nombreuses méthodes permettant d’extraire
I’ 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 facon représentative I'immense diversité taxonomique et
fonctionnelle grace a des technologies de séquencage haut-débit (i.e. la technique de
pyroséquengage par la technologie 454, illumina). Ces approches permettent pour la premicre
fois d’estimer réellement les indices de diversité pour les communautés microbiennes des sols
en termes de richesse spécifique et d’équitabilité entre les especes, et leur composition

taxonomique.

Comme souvent constaté, les phases de développement de nouvelles techniques dans
le domaine de la microbiologie environnementale se résument a 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 trés important de protocole
d’extraction de I’ADN du sol sont disponibles mais sans réel consensus international sur la
meilleure procédure a appliquer (Terrat et al., 2012). De méme, les techniques de séquencgage
massif, bien que trés prometteuses et largement appliqués sur de nombreuses situations
environnementales, sont encore largement méconnues quant a leur robustesse technique et
leur représentativité. Il en résulte que les résultats disponibles entre les différentes études sont
tres 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 €tre pertinent pour analyser le fonctionnement du sol, étre capable de
discriminer des sols sur la base de leur sensitivité a différentes conditions environnementales
(et/ou perturbations), €tre facile d’utilisation et accessible aussi bien pour les experts que pour
les non spécialistes, et présenter un faible colt (Ritz et al., 2009; Pulleman et al., 2012; Turbé
et al., 2010). Par conséquent, la robustesse, la spécificité et la sensibilité des indicateurs
doivent étre 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 these dont les objectifs principaux ont été de
standardiser des procédures techniques devant amener a 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 pyroséquencage des ADNr 16S et 18S, respectivement)
(Figure 4). La biomasse moléculaire microbienne est un bioindicateur microbien tres global
renseignant sur 1’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 tres précises sur la richesse des microorganismes du sol et leur composition
taxonomique. Ces informations de diversité fournissent des informations sur 1’activité des
microorganismes puisqu’a partir de leur phylogénie et de leur écologie, certains groupes sont
reconnus responsables de processus tels que la dénitrification, la nitrification ou encore
I’oxydation du méthane (Torsvik & @vreas, 2002) et donc liés a la minéralisation de la

matiere organique ou encore la dégradation de polluants.

Biomasse moléculaire microbienne Diversité des bactéries et des champignons
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Figure 4. Bioindicateurs microbiens étudiés pendant la these.

Apres avoir étudié leur robustesse technique, ces indicateurs ont été utilisés dans
différents contextes agricoles, afin de les valider pour évaluer les pratiques agricoles de
systemes 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, arrét du travail du sol). Pour répondre a ces objectifs, la these se décline en quatre

chapitres.

- Le Chapitre I consiste en un état de I’art du contexte scientifique et technique dans lequel
s’inscrit cette these en termes de role des communautés microbiennes sur le fonctionnement
du sol et sur I’'importance de disposer de bioindicateurs microbiens pour mesurer 1’état et le

fonctionnement biologique du sol.




Introduction

- Le Chapitre II décrit les résultats acquis concernant la standardisation de la biomasse
moléculaire microbienne et de la diversité taxonomique. La variabilit¢é méthodologique de la
biomasse moléculaire microbienne a été étudiée en termes de réplicabilité, de répétabilité et
de sensibilité a 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 facon robuste, un des objectifs a 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 séquencage massif de génes ribosomiques (ADNr 16S et 18S).
La représentativité et donc la reproductibilité de cette approche a été évaluée des 1’étape
d’extraction d’ADN et intégrant la séquence technique jusqu’a 1’analyse bioinformatique. Ce

travail a donné lieu a une publication dans Microbial Biotechnology.

- Le Chapitre III correspond a une validation technique des deux bioindicateurs dans un
contexte agronomique particulier. L’étude a consisté a suivre la réhabilitation du patrimoine
microbien d’un sol pollué par les métaux lourds et les micropolluants organiques (due a une
irrigation depuis 100 ans par des eaux usées), sur lequel une culture a vocation énergétique, le
Miscanthus x giganteus, a été implantée. Ces travaux ont donné lieu a deux publications
dans Environmental Chemistry Letters. La premicre 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 I'impact

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

- Le Chapitre IV consiste a suivre la réponse des deux bioindicateurs microbiens a des
pratiques agricoles variées en termes de travail du sol (Iabour 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 these a été financée par une allocation de recherche du Ministere de la
Recherche et réalisée au sein de 'UMR 1347 Agroécologie a I'INRA de Dijon et plus
particulierement au sein de 1’équipe BioCom (Biologie des Communautés microbiennes) avec
I’appui logistique (conservation des échantillons) et le recul technique (caractérisation

moléculaire des communautés microbiennes) de la plateforme technique GenoSol.




Chapitre I :

Synthese bibliographique
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Chapitre 1. Synthese bibliographique

L’objectif de cet état de I’art est de présenter le contexte scientifique dans lequel
s’inscrit la these, c’est-a-dire I’importance des communautés microbiennes telluriques dans le
fonctionnement biologique du sol et le besoin de valider des bioindicateurs afin de mesurer
I’impact des activités anthropiques sur ces communautés. Cette synthese est 1’occasion de
présenter les clés de compréhension techniques et conceptuelles des travaux menés et
d’identifier I’origine des questions de recherche qui ont été les bases de ce travail. Ce chapitre
a été structuré en trois parties : la premiere porte sur le sol et son importance dans les services
écosystémiques ; la deuxieéme porte sur les communautés microbiennes telluriques qui sont les
organismes clés pour la fourniture des services par le sol; et la troisieme partie concerne la
nécessité de développer des bioindicateurs pour mesurer I’impact des pratiques agricoles sur
I’état biologique et le fonctionnement du sol dans un contexte agroécologique ou la

biodiversité est indispensable pour la pérennité des agro-écosystemes.
I. Le sol, role et importance

Le sol correspond a la couche externe de 1’écorce terrestre résultant de 1’altération de
la roche mere sous I’action du climat et des organismes vivants. Il se situe donc a I’interface
de I’atmosphere, de I’hydrosphere, de la lithosphere et de la biosphere et est le siege
d’importants échanges de matiere et d’énergie

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

Atmosphére

\ o

- &
‘ -

Respiration S,
P / -
S L 1Y .
& Photosynthése

Cco
2
atmosphérique "

P Ne

Biomasse végétale F 1
b
v | Biomasse animale
1 7
31“4/,_ _J_\flr.

i |
Matiére organique B | A

fraiche
-
Incorporation racinaire s,

\ j ~, Biomasse microbienne
T T Respiration racinaire \ | :

: -
L JI A Minéralisation
20N P Substances humifiées

«

Chaine alimentaire

Emanation du sol

CaCO,<->H,CO,

Figure I.1. Le sol, sicge d’importants échanges de matiere et d’énergie. Source © IRSN.
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Chapitre 1. Synthese bibliographique

Il occupe une position clef dans les cycles globaux des matieres 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 especes
végétales naturelles ou cultivées de se développer sans nuire a leurs propriétés, fournir des
fourrages et des denrées alimentaires de bonne qualité ne menacant pas la santé de I’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 systeéme vivant, soutenir la productivité
agricole, promouvoir la qualité de I’air et de ’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 1’utiliser de maniere

durable en regard des services écosystémiques qu’il rend aux sociétés humaines.
I.1. Le sol, matrice hétérogene 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 a 2000 um, les limons allant de 2 a 50
um, et les argiles compris entre O et 2 um. 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 matiere organique fraiche
(ou litiere) constituée d’organismes vivants ou morts a différents stades de décomposition
(animaux, végétaux, microbiens) ainsi que les composés émis directement dans le milieu et
les excréments ; les matieres héritées telles que les glucides (dont la cellulose), les lignines,
les lipides (dont les résines) et les composés azotés ; et des matieres 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 1’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’atmosphere du sol est constituée de composés gazeux provenant de 1’air hors sol (N, Oy,
CO,), de la respiration et des matieres en décomposition (CO,, H,, CH4, NH3) (Musy, 1991;
Gobat, 2010).

N

L’épaisseur du sol est tres variable (quelques centimetres a quelques dizaines de
metres) et présente le plus souvent plusieurs horizons dus a 1’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 matiere organique. Le sol est structuré par assemblage
de particules minérales et organiques dans des agrégats de différentes tailles (microagrégats
de 2 a 250 um, macroagrégats de 250 a plus de 2000 um), de différentes stabilités, de
différentes compositions, li€s par des agents organiques et inorganiques et variant a 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 indigenes (Lavelle, 1996; Ranjard & Richaume, 2001;

Altieri, 1999; Tiedje et al., 1999).
I.2. Le sol et les services écosystémiques

A TD’échelle de la biosphere, le sol rend de nombreux services nécessaires au
développement et la pérennité des sociétés humaines. Ils peuvent étre 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 1.2).

- Les services de support (ou d’auto-entretien) sont nécessaires pour la production de tous les
autres services de 1I’écosysteme. Les sols servent ainsi de support a I’Industrie, a la production
primaire (agriculture), la production d’oxygene atmosphérique (photosynthese), I’offre de

I’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 tres diversifié.
Le sol fournit également des matériaux de construction, une ressource en eau douce et en

carburants.
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LES SERVICES ECOSYSTEMIQUES

SERVICES D’APPROVISIONNEMENT

Nourriture, fibres, combustibles
Ressources génétiques
Eau douce

SERVICES CULTURELS

Valeurs spirituelles et religieuses
Systéme de connaissances
Education, source d’inspiration
Valeurs récréatives et esthétiques
Sentiment d’appartenance

ERVICES DE SUPPORT

Production primaire
Fourniture de I'habitat
Cycles des nutriments
Formation des sols et rétention
Production de 'oxygéne atmosphérique ERVICES DE REGULATION
Cycledel'eau

Résistance aux invasions

Herbivorie

Pollinisation

Dispersion des graines

Régulation du climat

Régulation des maladies

Protection contre les risques naturels

Régulation de I'érosion

Purification de I'eau

Figure 1.2. 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
I’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 a la lutte
contre I’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 pathogeénes 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 a I’Histoire ou au passé de notre planete (i.e. archéologie,
archives paléo-climatiques) ; il est lui-méme objet d’inspiration pour les religions, les mythes,

les cultes mais aussi pour la production artistique et littéraire (Duraiappah et al., 2005).

14



Chapitre 1. Synthese bibliographique

1.3. La biocénose du sol

Les organismes vivants du sol sont tres variés. En effet il est possible de retrouver
aussi bien des mammiferes, insectes, mollusques, que des protozoaires, des algues, des
bactéries ou encore des champignons. La flore végétale peut également €tre considérée
comme partie prenante dans la biocénose du sol de par la partie racinaire des plantes. Tous
participent a la structuration et a 1’évolution du sol, notamment au niveau de la fraction
organique. Les organismes vivants appartiennent a trois domaines fondamentaux : Bacteria,

Archaea, Eucarya (Figure 1.3).

Bactéries Eucaryotes

Cyanobactéries p i o erioe Plantes Animaux

a Algues vertes
Algues Champignons
8 rouges P18

Archaea

Flavobactéries Euglenes Algues brunes

Diatomées  Eyryarchaeota
Ciliés v

Protistes sans
mitochondrie

Halobactéri
Thermotogales alobacteries

Chloroflexus

Methanopyrus

Méthanogénes

Aquificales
Crenarchaeota
nitrifiantes

Hyperthermophiles a Crenarchaeota

respiration soufre
LUCA
I
?
Figure 1.3. Arbre de la vie fondé sur une phylogénie résultant de la comparaison des séquences de genes
fondamentaux pour le processus vivant, en particulier les genes codant pour les ARN des ribosomes. Source :

Gobat, 2010.

1.3.1. La faune

La faune du sol comprend un groupe diversifié d’organismes mesurant de quelques
micrometres (protozoaires) a plusieurs centimetres (escargots terrestres). Elle est
principalement composée d’invertébrés (Linden et al., 1994). Elle peut étre divisée en quatre
catégories selon la taille des organismes : la microfaune, la mésofaune, la macrofaune et la
mégafaune (Figure 1.4) (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 rotiferes et les tardigrades. La mésofaune comprend des

organismes dont la longueur varie de 0,2 2 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 a elle
constituée d’animaux dont la taille varie entre 4 et 80 mm. Les principaux organismes
retrouvés sont les annélides oligochetes, les mollusques gastéropodes, les macroarthropodes et
les insectes. Enfin, la mégafaune contient des animaux vertébrés ayant une longueur
supérieure a 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 facon chimique par la décomposition des cadavres

et les excrétas (Brussaard, 1998).

Microfaune Mésofaune Macrofaune

Protozoaires _|Enchytréides
Rotateurs
_ INématodes
_Targigrades Gastéropodes
Acariens

Mégafaune

Diplopodes
Collemboles

Chilopodes
Isopodes
Laryes de Coléopteres
arves de Diptéres
Autrg¢s insectes
ranéides

|—

|

0,2mm 1mm 4 mm 20 mm 80 mm

Figure 1.4. Tailles respectives des animaux de la microfaune, de la mésofaune, de la macrofaune et de la

mégafaune. Source : Gobat, 2010.

1.3.2. La microflore

La microflore peut étre définie comme I’ensemble des organismes microscopiques
dont I’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 Ny, et la
stabilisation des agrégats du sol par la production des polysaccharides liant les particules
solides du sol. Les sols sont souvent composés de 10° 2 10* algues par gramme (Metting,
1981). Les microorganismes (bactéries et champignons), seront présentés plus précisément

dans la partie II de cette synthese bibliographique.
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1.3.3. La flore végétale

Les plantes jouent un rdle 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 rhizosphere (Gobat, 2010; De Deyn et al., 2010). En effet les racines
excretent 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 rhizosphere (Garbeva
et al., 2004). Les racines peuvent servir d’habitats a des microorganismes (champignons
mycorhiziens, bactéries formant des nodosités), permettent également une structuration du
sol, mais elles peuvent également jouer un rdle dans la dépollution des sols de par la
phytoremédiation (Wong, 2003; Vangronsveld et al., 2009; Gémez-Sagasti et al., 2012). C’est
donc un compartiment a ne pas négliger pour 1’étude du fonctionnement et de la qualité du

sol.
I1. Les communautés microbiennes du sol

Les microorganismes peuvent étre définis comme des organismes vivants invisibles a
I'ceil nu. Ces différentes formes de vie auraient été les premieres a 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 posséde pas de noyau
cellulaire ni d'autres organites (Rosenberg et al., 2014; Paul, 2014). IIs sont composés
notamment des bactéries et des archées. Les bactéries sont ubiquistes, elles peuvent se
retrouver dans des environnements trés communs comme les sols, mais elles peuvent
également étre rencontrées dans des environnements extrémes tels que les milieux salés
(bactéries halophiles) (Kamekura, 1998; Kivisto & 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 especes
principalement anaérobies divisées en quatre grands groupes sur la base de criteres
métaboliques : les méthanogenes, les halophiles, les thermophiles et les sulfo-dépendantes. I1
est possible de les retrouver aussi bien dans des environnements extrémes (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 a 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 étre retrouvés aussi bien au niveau

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

Les microorganismes sont les organismes les plus abondants et diversifiés du sol. En
effet, plusieurs milliards de bactéries peuvent étre retrouvées dans un gramme de sol. Curtis &
Sloan (2005) ont montré la présence d’environ 10*2 10° especes 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’a 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 a I’intensité des flux de carbone et d’azote (Colman & Schimel, 2013). Au-dela
de la biomasse, la diversité microbienne du sol est également un parametre 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 écosystéme augmentent avec
I’augmentation de la biodiversité des communautés qu’il abrite (Garbeva et al., 2004; Torsvik
& @vreas, 2002; Tardy et al., 2014). A I’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).

I1.1. Implication des microorganismes dans le fonctionnement du sol

Les microorganismes sont impliqués de facon trés importante dans le fonctionnement
biologique du sol notamment par leur implication dans les services écosystémiques fournis
par le sol. En effet ils occupent un réle 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 role important dans les
services de régulation en termes de régulation des maladies, mais aussi par leur capacité a

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

Les bactéries et les champignons participent a la structuration du sol. Ils ont cependant
des roles différents en termes de structuration et ne se retrouvent pas dans les mémes
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 a eux, vont structurer 1’habitat sol par leur présence
dans les macro-agrégats et par 1’action stabilisatrice de leur réseau mycélien, liant entre eux
les micro-agrégats formés par les bactéries (Figure 1.5) (Tang et al., 2011; Rillig & Mummey,
2006).

Matiére
QOrganique
/!,,.9 q

—champignons

Ml‘néral

Macro-agrégat C —
(2000-250m) § %ﬁ |
Y

Micro-agrégat
(250-20um)

Bactéries

E:om plexe argilo-
humique (<20um)

Figure 1.5. Schéma de I’agrégation hiérarchique du sol. Source : these 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 strateges r présentent un développement et une
reproduction tres 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 » tres riches en nutriments. Les strateges K quant a eux survivent grace a 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 matiere
organique des sols, mais ils restent cependant a 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
I’atmosphere (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 I’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 1’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 maticre végétale morte (Eichlerova et al., 2015), ce qui permet
une nouvelle fois le recyclage de la matiere organique végétale en matiere minérale. De
maniere générale, les champignons ont tendance a préférer une nourriture riche en carbone
comme la cellulose et la lignine (Baldrian & Valdskova, 2008; Hammel, 1997), alors que les
bactéries préferent une nourriture riche en azote, comme les feuilles des plantes (Turbé et al.,
2010) et I'implication forte de cette composante microbienne dans la fixation de 1’azote
atmosphérique, I’ammonification, la nitrification et la dénitrification n’est plus a 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 a effet de serre
(e.g. CO,, CHy4, N,O, N;) ce qui est d’'une importance majeure €tant donné I’augmentation

constante de ces gaz dans 1’atmosphere (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 a la croissance des végétaux et donc a 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 a
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 role important dans les services de
régulation rendus par les sols notamment en termes de maladies. En effet, certaines especes
bactériennes et de champignons peuvent €tre pathogenes de I’Homme, des animaux et des
végétaux (Salmond, 1994; Berg et al., 2005; Biitten & Bonas, 2003; Selosse et al., 2015;
Alabouvette et al., 1993; Schmidt et al., 2013; Grandaubert et al., 2013). Cependant certaines
especes peuvent également représenter une barriere de protection contre les maladies ou ces
organismes pathogenes (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 a dépolluer rentre dans le processus de bioremédiation qui désigne un ensemble
de techniques utilisées pour dépolluer un site naturel en faisant appels a des organismes tels
que les végétaux et les microorganismes et respectant I’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 CO,, I'H,0, et le NOs. C’est le cas de la dégradation de certains HAP dont 1’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 &tre effectives, nécessitent l'action conjuguée de plusieurs
microorganismes. C’est notamment le cas pour la dégradation de 1’ Atrazine, substance qui
présente un effet herbicide (Martin-Laurent et al., 2004). Les symbioses sont également tres
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 méme les organismes indigeénes,
déja présents dans les sols contaminés, qui sont les plus adaptés a la décontamination

(Bouchez et al., 1996).

Les microorganismes sont tres impactés par les pollutions chimiques, certains vont
disparaitre alors que d’autres présentant des mécanismes de résistance peuvent proliférer (Del
Val et al., 1999; Giller et al., 2009; Gémez-Sagasti et al., 2012). Le méme 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
I’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 1'écosysteme et la chaine alimentaire humaine.

I1.2. 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 1’implication des
microorganismes dans les processus a 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 & @vreas 2002; Roesch et

al., 2007), mais aussi de par la forte hétérogénéité du sol rendant difficile I'acces a 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
I’observation des organismes. Ces techniques ne sont toutefois pas représentatives de
I’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 relevent de la biologie moléculaire et sont basées sur 1’extraction et la caractérisation
de I’ADN directement a partir d’environnements naturels. Ces méthodes d’analyse ont permis
de caractériser 1’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 fagcon

synchronique ou diachronique.
I1.2.1. Mesures de la biomasse microbienne des sols

La biomasse microbienne rend compte de I’abondance des microorganismes du sol.
Afin de I’estimer, la méthode de fumigation-extractions au chloroforme est communément
utilisée. Elles consiste a 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 a celle obtenue avec fumigation (norme ISO 14240-2). Cependant cette technique
est difficile a mettre en ceuvre, elle n’est donc pas adaptée pour 1’étude d’échantillonnages de
grande ampleur.

L’abondance des communautés microbiennes du sol peut également étre estimée par la
quantification de ’ADN extrait de 1’échantillon environnemental. Cette technique mesure
I’ 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 dernieres décennies
et de nombreux protocoles maison ont également ét¢ mis en place. Une procédure
d’extraction d’ADN a méme été normalisée afin de permettre aux différentes analyses d’étre
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 grace a un logiciel d’analyse. Cette méthode
est plus facilement applicable pour I’analyse d’un grand jeu d’échantillons. En effet, Dequiedt
et al. (2011) ont déterminé 1’abondance microbienne de 2150 sols prélevés sur I’ensemble du

territoire frangais. L’estimation de la biomasse moléculaire microbienne reste cependant tres
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globale puisqu’elle prend en compte 1’ensemble des microorganismes (i.e. bactéries,

champignons, virus) et ne permet pas de faire la différence entre ceux vivants ou morts.
I1.2.2. Mesures de la diversité taxonomique des communautés microbiennes

La diversité des communautés microbiennes peut €tre 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 I’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 étre utilisées pour
comparer plusieurs échantillons de sol (Torsvik & @rveas, 2002). Ces techniques ont été
beaucoup utilisées pour évaluer I’'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
coliteuses 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 étre déterminée grace au
développement des techniques de séquencage massif « nouvelle génération » (séquencage a
tres haut-débit, Roche 454 Sequencing System, Illumina). Par exemple, la technique de
pyroséquengage par la technologie 454 permet d’obtenir rapidement un nombre de séquences
s’élevant a plusieurs millions pour chaque échantillon de sol analysé (Figure 1.6). 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®). 11 est

donc possible de déterminer (i) I'identité des microorganismes présents correspondant apres
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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 géne taxonomique (i.e. génes ribosomiques, Terrat et al., 2012), soit en
ciblant un gene fonctionnelle (i.e. gene 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 (forét,
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 I’amplification PCR
(diversité artificiellement générée par I’ADN polymérase (erreurs dans les séquences),
amplification préférentielle de certaines séquences modifiant leur représentativité en fin de
réaction), les erreurs de séquencage liées a la détection du signal lumineux consécutif a 1’ajout
des nucléotides. Afin de limiter les conséquences de ces types d’erreurs sur 1’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 séquencage
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 a 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.

25



Chapitre 1. Synthese bibliographique

Pyrosequencing step

1-DNA extraction from soil

— 2-DNA Library Construction
==
N
“ —l
L=
Amplify template with fusion Purify amplified template
primers (A and B) and quantify

— 3-emPCR amplification- Clonal amplification of library fragments

g —
Mix DNA with Emulsify DNA Capture Clonal amplification Break microreactors
Capture Beads Beads and PCR occurs inside and enrich for DNA-
reagents in water-in-oil microreactors positive beads
micoreactors

— 4- Sequencing

DNA capture bead containing millions of
copies of a single clonal fragment

Light + oxy luciferin

A single clonally amplified DNA bead is 4 nucleotides (TACG) flowed for 400 cycles
deposited per well. Chemiluminescent signal generation

Layers of packing, enzyme and PPiase Signal processing to determine base sequence
Beads are deposited and quality score

Plate is loaded into instrument for
sequencing
Amplified DNA library beads > High Quality Bases

5- Bioinformatics treatments

Figure 1.6. Schéma présentant les différentes étapes de la technique du pyroséquencage (selon Roche®) dans le
cadre de I’analyse d’un échantillon de sol. Source :http://454.com/products/technology.asp
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I11. 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 a lI’origine de services écosystémiques comme la décomposition de la
matiere 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 a soutenir
le bien-Etre 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 I’importance de
développer des indicateurs biologiques pour permettre de suivre 1'évolution de la biodiversité
dans un contexte ou I’intensification des pratiques agricoles a des fins de rendement a mené a

une perte de biodiversité des agrosystemes.
I11.1. La bioindication, une méthode de diagnostic efficace

La bioindication correspond a la capacité de certains organismes a refléter par leur
présence ou absence et leur comportement démographique, 1’évolution d’un milieu et de ces
caractéristiques (Blandin, 1986). Un bioindicateur peut donc étre défini comme un organisme
(ou une partie d’organisme ou une communauté) permettant de suivre 1’évolution de la
biodiversité, 1’état des ressources naturelles des sols, de détecter les évolutions précoces et
d’évaluer les risques pour I’écosysteme (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-mémes trop complexes a évaluer (Nielsen et al., 2002).

Plusieurs criteres sont pris en compte afin de sélectionner les bioindicateurs des sols.
IIs doivent étre connu scientifiquement (leur biologie et leur écologie doivent étre maitrisées),
étre sensibles, présenter une corrélation forte avec les fonctions bénéfiques du sol, utiles pour
comprendre les processus des écosystemes, compréhensibles et utiles aux gestionnaires des
sols, faciles et peu colteux a 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 étre au maximum standardisées voir normalisées, avoir une grande applicabilité, une
forte reproductibilité, et €tre 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
étre 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 facon 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 écosystemes afin de conduire a I’établissent de stratégies a long terme et

d’implémenter une meilleure gestion des pratiques (Turco et al., 1994).
I11.2. 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 L.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 a 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
facon précoce et peu couteuse les probleémes de contamination des sols. Les bioindicateurs
d’impact sont quant a eux des organismes (ou partie ou communauté) qui ne peuvent pas
accumuler de substances provenant de leur environnement mais qui présentent des réponses
spécifiques a leur exposition ou a des stress d’origines anthropiques ou naturels (i.e.
changement mode d’usage du sol, compaction, qualité de la matiere organique). Les réponses
observées peuvent étre de simples modifications génétiques, morphologiques, métaboliques,
de comportement, mais également présenter une modification complete de la structure des

communautés des différents écosystemes (Cortet et al., 1999; Bispo et al., 2009).
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Figure 1.7. Les différents niveaux de réponse des bioindicateurs. Source : Bispo et al., 2009.
II1.3. Les différents acteurs de la bioindication

Les travaux disponibles dans la littérature montrent différents groupes d’organismes
telluriques peuvent étre utilisés pour développer des bioindicateurs, que ce soient (i) la
macrofaune telle que les vers de terre et les escargots (ingénieurs de I’écosysteme), (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 matiere 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.
II1.3.1. Bioindication par la flore végétale

La flore végétale joue un role 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 role dans la dépollution des sols par phytoremédiation (Gémez-Sagasti et
al., 2012) et la libération d’exsudats racinaires va favoriser préférentiellement Ie
développement de certains organismes du sol. C’est donc un compartiment a ne pas négliger
pour la compréhension du fonctionnement du sol et de sa qualité. De nombreux indicateurs

peuvent étre 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 a étudier comme premier bioindicateur de la qualité des sols
(i.e. especes dominantes, especes accumulatrices ou tolérantes, adaptation d’especes) liées
aux conditions de milieux et aux parametres 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).
II1.3.2. Bioindication par les ingénieurs de 1’écosysteme

La macrofaune comprend des organismes qualifiés d’ingénieurs de 1’écosysteme.
C’est le cas des vers de terre. Les vers de terre sont considérés comme des ingénieurs de
I’écosysteme par leur role dans la structuration du sol et la formation de galeries. Ils jouent
également un role important concernant la dégradation de la litiere et son incorporation en
profondeur. Les vers de terre sont de bons bioindicateurs des activités anthropiques car ils
réagissent tres 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). IIs sont également sensibles aux polluants et peuvent servir de
bioindicateurs dans la détection de contaminants. La bioindication par ces communautés
s’effectue par 1’étude de leur biomasse et de la diversité des groupes fonctionnels (Pulleman
et al., 2012; Turbé et al., 2010; Péres et al., 2011). Les escargots de 1’espece Cantareus
aspersus peuvent quant a eux servir d’indicateurs sur la biodisponibilité des polluants et
notamment les polluants métalliques en mesurant la concentration des métaux lourds
accumulée par D'organisme (norme ISO 15952) (https://hal.archives-ouvertes.fr/hal-

00670360/document; Pauget, 2012).
I11.3.3. Bioindication par les régulateurs biologiques de I’écosysteme

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 matiere organique
fraiche (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)
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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.

Indicateurs Vers de terre| Gastéropodes | Acariens | Isopodes | Collemboles | Nématodes
. " Abondance ++ ++ ++ ++ ++ ++
Indicateurs d'impact )
. i Richesse ++ ++ ++ ++ ++ ++
écologiques ) )
Diversité ++ ++ ++ ++ ++ ++
Biomarqueurs d'exposition ++ + o] ++ + o]
) ) Perturbations neurologiques ++ o} o} o} o}
Indicateurs d'impact o 9q
. ) " Mortalité ++ - + - + +
toxicologiques :
Reproduction ++ ++ ++ + ++ +
Fonction ++ 0 + 0 + 0
Indicateurs de
. . ++ ++ o ++ + o
bioaccumulation

Hedde et al. (2012) ont utilisé les géophages et les invertébrés a corps mous pour
informer de I’exposition (par ingestion ou de contact) a des métaux lourds a 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 I'impact de la plantation de cultures pérennes
comparées a 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
I’impact du travail du sol puisque leur développement est fortement 1i€ a la porosité du sol, a
I’agrégation des particules et de la rétention de I’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 1’abondance des différents
groupes fonctionnels (i.e. bactérivores, fongivores, phytoparasites, parasites animaux). Le
séquencage massif permet actuellement de caractériser la structure des communautés de

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

II1.3.4. Bioindication par les ingénieurs chimiques de I’écosysteme

La diversité des microorganismes dans les agrosystémes 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 matiere organique, la minéralisation du
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carbone et de 1’azote, la dégradation des polluants, la lutte contre des pathogenes et la
structuration du sol (Sharma et al., 2010). Les communautés microbiennes sont aussi tres
sensibles aux variations de 1’environnement et répondent tres rapidement a 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 trés 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 €tre
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 séquencage haut débit) et fonctionnels (i.e. les activités
enzymatiques, la quantification de flux de CO; et N,O) (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.

II1.3.4.1. Bioindicateurs microbiens quantitatifs
- La biomasse microbienne

La biomasse microbienne est composée d’organismes vivants et morts. Elle est utilisée
pour estimer I'état biologique des sols de par sa corrélation avec la quantité de matiere
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 matiere organique et la
minéralisation de 1’azote (Jenkinson, 1988; Carter et al., 1999). De plus, la biomasse
microbienne est sensible a 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 étre un bioindicateur du recyclage des nutriments et de la
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régulation de la transformation de la matiere 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 I’ADN des sols, c’est donc un rendement d’ADN
rendant compte de 1’abondance des microorganismes telluriques (Dequiedt et al., 2011). Dans
leur étude, Dequiedt et al. (2011) ont montré que I’intensification du travail du sol (i.e.
monoculure, viticulture) entrainait une diminution de la biomasse moléculaire microbienne et
que les principaux facteurs influencant 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 parametres 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 étre 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 matiére 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, Frostegard et al.,
2011; Zelles, 1999) et la PCR quantitative (qPCR) par amplification de I’ADNr 16S et 18S
(densité bactérienne et de champignons, respectivement ; Chemidlin Prévost-Bouré et al.,

2011).

II1.3.4.2. Bioindicateurs microbiens qualitatifs

Les mesures des communautés par les bioindicateurs quantitatifs restent tres globales
et ne permettent pas de différencier I’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 écosystemes (Torsvik et al., 1996; Turco et al., 1994). Trois indicateurs peuvent
étre 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 trés conservées avec des
domaines intergéniques tres 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
a différents modes de gestion des sols. En effet, des changements de structure des
communautés microbiennes ont été mesurés apres des modifications de pratiques agricoles ou
de contamination d'un site (Ovreas & 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 a 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’especes 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 I’égalité des populations au sein des
communautés (Hill, 1973; Kennedy & Smith, 1995). Les communautés microbiennes peuvent

enfin étre 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 I’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 étre obtenue par une approche de métagénomique avec le
développement des techniques de séquencage « nouvelle génération » (séquencage a tres
haut-débit, Roche 454 Sequenging System, Illumina) (voir partie I1.3). 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 especes (Nielsen et al., 2002) et
mettre en évidence leur variation en fonction du mode d’occupation des sols (forét, 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 maniere générale, I’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 thése, deux bioindicateurs microbiens ont €té 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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Partie A :

LLa biomasse moléculaire microbienne : variabilité
méthodologique
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La biomasse moléculaire microbienne rend compte de [’abondance des
microorganismes telluriques et correspond au rendement d’extraction de ’ADN d’un sol
(Dequiedt et al., 2011). C’est un indicateur quantitatif trés global qui rend compte de la
capacité d’un sol a 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 dernieres années afin d’extraire I’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 I’ ADN de sol disponibles aujourd’hui
ne sont pas équivalentes quant a leur efficacité d’extraction, avec des conséquences en termes
de reproductibilit¢ et de représentativit¢ de la biomasse microbienne. Pour limiter la
variabilit¢ 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 I’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://www?2.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 étre éprouvée. C’est dans ce contexte que s’inscrit le premier travail
expérimental de ma these, qui a eu pour objectif de mesurer la variabilité méthodologique et
biologique de la biomasse moléculaire microbienne. Pour cela, deux études ont été menées
parallelement :

1) une analyse de la variabilit¢ 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 a 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 francais 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

E. Bourgeoisl , M. Leliévrez, S. Terrat’ , W. Horriguel , S. Dequiedtz, P.-A. Maron’, L.Ranjardl

" INRA Dijon, UMR 1347 Agroécologie
? INRA Dijon, UMR 1347 Agroécologie, plateforme GenoSol

1. Introduction

Le sol est le principal réservoir de diversité microbienne de notre planete. En effet,
plusieurs milliards de bactéries et de champignons tres diversifiés peuvent étre retrouvés dans
un gramme de sol (Curtis & Sloan, 2005). Ces microorganismes participent au
fonctionnement et a la qualité des écosystemes terrestres car leur activité conditionne
notamment la minéralisation de la matiere organique indispensable au recyclage des
nutriments nécessaires a la croissance végétale (azote, phosphore, potassium). Ils permettent
également de diminuer les flux de polluants vers les nappes phréatiques et 1’atmosphere, et
contribue aussi a 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 1’état du milieu.

La biomasse microbienne est un indicateur global de la qualité microbiologique d’un
sol, qui rend compte de I’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 étre 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, I’approche moléculaire de
quantification de I’ADN est beaucoup plus facile et rapide a mettre en ceuvre que la méthode

plus historique de fumigation-extraction. Elle peut aussi étre appliquée en moyen débit, ce qui
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permet une acquisition massive de valeurs obtenues a partir d’échantillonnages comprenant
un grand nombre d’échantillons. Des études récentes ont ainsi été réalisées a 1’échelle
nationale, avec 1’analyse des 2200 échantillons du Réseau de Mesures de la Qualité du Sol
(RMQS, Jolivet et al., 2008) qui a permis d’établir la premicre carte de la distribution de la
biomasse microbienne sur le territoire francgais (Dequiedt et al., 2011). Ce travail a confirmé
I'intérét et la sensibilité de cette mesure de biomasse moléculaire microbienne pour mieux
évaluer I’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 a
I’échelle nationale.

Au-dela de son intérét pour I’estimation de la biomasse microbienne, 1’extraction
d’ADN représente la premiere étape fournissant I’ADN qui sert de matrice a I’ensemble des
méthodes moléculaires de caractérisation des communautés par 1’analyse du métagénome
(PCR, hybridations, séquencage, etc.). La qualité de I’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 a I’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 1’étude des communautés
bactériennes 1’est cependant moins pour I’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 1’indicateur « biomasse moléculaire », sa variabilité
méthodologique doit étre déterminée en termes de robustesse technique. La robustesse
correspond a I’étroitesse de 1’accord entre les résultats obtenus en appliquant le procédé
expérimental a plusieurs reprises dans des conditions déterminées. Selon les conditions
d’exécution de I’essai, cette caractéristique s’exprime sous forme de réplicabilité, et de
répétabilité de la méthode. La réplicabilité consiste en 1’étroitesse de I’accord entre des
résultats successifs obtenus pour le méme échantillon soumis a 1’essai dans le méme
laboratoire et dans les mémes conditions (méme manipulateur, méme jour d’analyse). La

répétabilité du bioindicateur correspond a 1’étroitesse de 1’accord entre les résultats obtenus
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pour le méme échantillon soumis a I’essai dans le méme 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 a la variabilité biologique retrouvée sur le terrain, afin de mettre en évidence
I’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 influengant le plus la biomasse microbienne
sont le type de sol (les caractéristiques physico-chimiques) et le mode d’usage (forét, 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 I'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 1’horizon 0-20cm du sol,
lyophilisés a -80°C et stockés a -40°C au sein du conservatoire GenoSol
(http://www?2.dijon.inra.fr/plateforme_genosol/plateforme-genosol). Les propriétés
physicochimiques de chaque sol, déterminées par le Laboratoire d’Analyse des Sols de

I’INRA (Arras, France, http://www35 lille.inra.fr/las), sont présentées dans le Tableau II.1.

Argiles (<2 um) Limons (2/50 um) Sables (50/2000 pm) Carbone organique (C) Azote total (N)
Sol pH C/N
g/kg g/kg
Epoisses 49,8 43,1 71 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

Tableau II.1. Texture et caractéristiques physico-chimiques des quatre sols de référence
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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 mais sablo-limoneux acide, et Breuil un sol
de forét 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 a partir d’un méme échantillon de sol, le méme jour
d’analyse par le méme manipulateur, et ceci a partir des quatre sols de référence. Pour
déterminer la répétabilité inter-jours, 12 extractions d’un méme échantillon de sol ont été
répétées sur trois jours différents pour les quatre sols de référence. La répétabilité inter-jours a
été mesurée a 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 méme 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 a 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 trefle, non paturée
et régulicrement 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 1’horizon 0-20cm, lyophilisés a -80°C et stockés au conservatoire GenoSol
a -40°C. Pour chaque parcelle, les propriétés physicochimiques du sol ont été déterminées par
le Laboratoire d’ Analyse des Sols de 'INRA (Arras, France, http://wwwS3 lille.inra.fr/las) et

sont présentées dans le Tableau I1.2.

Sol Argiles (<2 um) Limons (2/50 um) Sables (50/2000 pm) pH Carbone organique (C) Azote total (N) CIN
g’kg g’kg
Prairie 375 55+5 8+1 8,2+0,1 21,8+28 1,83+0,24 11,9+0,7
Culture sans labour 44 +4 504 511 7,8+0,3 18,9+0,8 1,91+0,19 9,9+07
Culture avec labour 40+4 54 +4 61 8,0+0,5 14,7 +£1,0 1,31+0,10 11,3+0,5

Tableau II.2. Texture et caractéristiques physico-chimiques des trois parcelles de référence, (n = 60)
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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 a la variabilité

technique.
2.2. Extraction et quantification de I’ADN des sols

Le protocole d’extraction d’ADN utilisé a été décrit dans 1’étude de Plassart et al.
(2012). 11 consiste a 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 a 4 m/sec dans 1’agitateur FastPrep (MP
Biomedicals, Illkirch, France). Les échantillons sont ensuite incubés au bain-marie pendant 30
minutes a 70°C puis centrifugés a 7000g pendant 5 minutes a 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 a 14000g pendant 5 minutes. Apres précipitation avec un
volume d’isopropanol glacial, les acides nucléiques sont nettoyés avec de 1’éthanol a 70%,
séchés a I’étuve a 60°C et resuspendus dans 200 pLL d’eau ultra-pure stérile. Les échantillons
d’ADN bruts sont révélés par électrophorese sur un gel d’agarose calibré a 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 I’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
variabilit¢ méthodologique de I’indicateur a été exprimée en pourcentages de variation de

I’écart-type par rapport a 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 réplicabilit¢ de la biomasse microbienne a été déterminée en effectuant 12
extractions d’ADN a partir d’un méme 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 I1.1. En
fonction du sol de référence, les valeurs moyennes de biomasse different. En effet le sol de
Réthoville présente la valeur moyenne de biomasse la plus faible, (28 ug d’ADN/g sol) alors
que le sol de Breuil, sous forét et sans travail du sol, présente une biomasse tres élevée (£ 188
ug d’ADN/g sol). Les sols d’Epoisses et de Lusignan se positionnent quant a eux de fagon
intermédiaire entre ces deux extrémes, avec des valeurs atteignant respectivement 70 et 42 ug
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 forét 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 forét ainsi
que par I’absence de travail du sol qui permet le maintien de 1’intégrité de I’habitat microbien
(Alvarez & Alvarez, 2000; Lienhard et al., 2013). A I"opposé, la faible valeur de biomasse
observée dans le sol de Réthoville peut étre attribuée d’une part a la faible teneur en carbone,
a 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 mais
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 I’indicateur augmente avec la teneur en

biomasse du sol.

44



Chapitre 1. Standardisation de deux bioindicateurs microbiens

200

150

100

Biomasse moléculaire microbienne (ung ADN / g sol)

—— a
o — —T
0 ; a
- —
Epoisses Lusignan Réthoville Breuil
Réplicabilité 14 9o, 18,2% 17,9% 9,9%

(% variation)

Figure II.1. Biomasses moléculaires microbiennes (ug 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 I’écart-type par rapport a 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 paraitre
importante, comprend une séquence technique complexe qui va de la pesée du sol jusqu’a la
quantification de I’ADN microbien sur gel d’agarose. Elle est en conséquence plutot faible

lorsque I’on integre toutes les étapes techniques qui pourraient 1’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 méme 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
I1.2). 11 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 (ug 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 réplicabilit¢ ne change pas en fonction du jour d’extraction
(Tableau II.3). Cependant les différences de biomasse observées entre les différents jours
d’analyse entrainent une diminution de la répétabilité de 1’indicateur (Tableau I1.3), avec des
variations de quantification de biomasse s’élevant a 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 I1.2). Cette meilleure répétabilit¢ de la biomasse
moléculaire pourrait étre expliquée par la texture de ce sol. En effet ce sol est composé
principalement d’argiles (50%) et de limons (43%), et possede donc une structure fine qui
entraine une meilleure homogénéisation des communautés microbiennes dans ces
environnements protégés. Pour ces quatre sols de référence, la répétabilité de la biomasse est

inférieure a sa réplicabilité.
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Sol Réplicabilité Jour 1| Réplicabilité Jour 2 Réplicabilité Jour 3| Répétabilité inter-

(% variation) (% variation) (% variation) 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

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 1’écart-type par rapport a la valeur moyenne de

biomasse moléculaire microbienne.

L’ensemble de ces résultats montre que la variabilité de la biomasse est augmentée
lorsque I’extraction d’ADN est effectuée sur plusieurs jours. Il est donc important de travailler
au maximum le méme jour pour extraire I’ADN des sols et le quantifier. Si cela n’est pas
possible techniquement, il devient nécessaire de gérer les échantillons de sol de fagon
aléatoire, sans les trier en fonction du mode d’usage et des caractéristiques physico-chimiques

des sols afin de limiter le biais inhérent a 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 a partir d’'un méme 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 a celles obtenues par les
expérimentateurs expert et intermédiaire. Les valeurs obtenues par ces deux derniers sont en
revanche similaires (Figure I1.3).

Pour un méme sol, la réplicabilité ne varie pas en fonction de I’expérimentateur
(Figure I1.3). En revanche, le biais di au manipulateur novice lors de la quantification de la
biomasse diminue la répétabilité de I'indicateur. En effet, la variabilité de la répétabilité inter-
manipulateurs varie de 16,7 % pour Breuil (variation de la réplicabilité de 9,9 %) a 31,8 %

pour Lusignan (au lieu de 18,2 %, Tableau 11.4).

47



Chapitre 1. Standardisation de deux bioindicateurs microbiens

200 250
200 250

150
150

100

|
|

Biomasse microbienne (ug ADN / g sol)
1o O
ool o @
(o
Biomasse microbienne (ug ADN / g sol)

ab —
P=0,001 ' i . 71P<0,0001
Exp. Inter. Novice Inter-manip. Exp. Inter. Novice Inter-manip.

50

|
£

0
0

1D b b b

200 250
200 250

50

1

}
|
m

100
100

50
©

Biomasse microbienne (ug ADN / g sol)
Biomasse microbienne (ug ADN / g sol)

i . © 1P=0,001
Exp. Inter. Novice Inter-manip. Exp. Inter. Novice Inter-manip.

T T T

Figure II.3. Biomasses moléculaires microbiennes (ug 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.

Sol Réplicabilité Expérimenté Réplicabilité Intermédiaire | Réplicabilité Novice Répétabilité inter-
(% variation) (% variation) (% variation) 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

Tableau I1.4. Etude des réplicabilités intra-manipulateur et de la répétabilité inter-manipulateurs de la biomasse
moléculaire microbienne mesurées en termes de pourcentages de variation de 1’écart-type par rapport a 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 a une diminution de I’efficacité d’extraction de I’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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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 11.4. 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.

Epoisses

Lusignan

—Réplicabilité
Répétabilité inter-jours
=—Répétabilité inter-manipulateurs

Réthoville

Figure I1.4. Schéma récapitulatif de la variabilité technique du bioindicateur (pourcentages de variation de

I’écart-type).

Ces travaux permettent aussi de proposer des préconisations pour minimiser les biais
inhérents aux différentes étapes techniques de la mesure de I’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 méme jour pour limiter la variabilité entre

différents jours d’analyse. Il est donc nécessaire de garder le méme expérimentateur pour un
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méme projet et de travailler sur plusieurs jours, plutét que de faire appel a plusieurs
techniciens différents pour effectuer une analyse le méme jour.

- seule la variation de la réplicabilité du bioindicateur ne pourra pas €tre 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 I1.5.

Les résultats montrent que les valeurs moyennes de biomasse different entre les trois
parcelles, avec Prairie (+ 70 ug d’ADN/g sol) > Culture sans labour (+ 50 ug d’ADN/g sol) >
Culture avec labour (+ 37 pg d’ADN/g sol). Ces résultats montrent que la biomasse
moléculaire diminue avec 1’augmentation de 1’intensité d’usage agricole du sol. Dans notre
étude, cette décroissance peut €tre attribuée (i) au travail du sol dont I’effet négatif sur la
biomasse via la destruction de 1’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) a la teneur du sol en carbone qui décroit avec I’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 I’augmentation de biomasse observée car elle est
associée a la libération d’exsudats racinaires reconnus pour stimuler la biomasse microbienne
(Kanova 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 a 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 a partir
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de 3 échantillons choisis aléatoirement (Figure I1.5). En effet, les valeurs moyennes de
biomasse retrouvées des trois échantillons sont similaires a celles retrouvées pour soixante

échantillons de sol.
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Figure IL5. 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 des
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 I’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 I1.6). Dans notre étude, le travail du sol peut contribuer a expliquer ces

résultats car le labour est connu pour homogénéiser le sol et donc réduire I’hétérogénéité a
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I’échelle de la parcelle. Dans la prairie au contraire, 1’absence de labour ainsi que la présence
d’un couvert végétal plurispécifique et spatialement hétérogene (ray-grass, de la fétuque et du
trefle) peuvent expliquer I’augmentation de la variabilité de I'indicateur a 1’échelle de la

parcelle.

Culture avec labour

(%) 30

=3 échantillons
5 échantillons
10 échantillons

=20 échantillons

=30 échantillons

60 échantillons

) =

Prairie Culture sans labour

Figure IL.6. Schéma récapitulatif de la variabilit¢ au terrain de la biomasse moléculaire microbienne

(pourcentages de variation de 1’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 a 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 a mettre au point des stratégies d’échantillonnages en optimisant le nombre de

réplicas de sol a prélever pour avoir une bonne représentativité.
4. Conclusion

Cette étude a permis d’évaluer la fidélité technique de I’indicateur « biomasse
moléculaire » et ainsi d’identifier les étapes clés du mode opératoire permettant de minimiser
sa variabilit¢é 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 méme
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échantillonnage plutét que plusieurs expérimentateurs le méme jour. L’ensemble de ces
résultats montre aussi que I’hétérogénéité spatiale a 1’échelle de la parcelle induit une
variabilité de I’indicateur, dont I'importance dépend du mode d’usage. Cette variabilité ne
remet toutefois pas en cause la capacité de I'indicateur a discriminer les différents modes
d’usage. Dans une optique de diagnostique, nos résultats montrent qu’un nombre de trois
répétitions peut étre suffisant pour obtenir des valeurs moyennes représentatives de la
parcelle. En revanche, le nombre d’échantillons doit tre supérieur si I’objectif est de capter

I’hétérogénéité spatiale de la parcelle.
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Partie B :

La diversité€ taxonomique des bactéries et des
champignons : robustesse technique
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Ces dernieres années, de nombreux efforts ont ét€ consacrés a 1’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 a partir de ’ADN du sol obtenu avec ces procédures
d’extraction adaptées. De nos jours des outils de pointe tel que le séquencage massif
permettent d’avoir acces a 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 tres
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 tres sensibles et il parait 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 a 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 1’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 trés dépendantes de la

méthode d’extraction.

Dans ce contexte, le deuxieme travail expérimental de ma these a été d’évaluer
I’influence de ces trois mémes procédures d’extraction d’ADN sur la diversité taxonomique
des communautés de bactéries et de champignons a partir des mémes sols de référence, et

ainsi de déterminer la robustesse technique de I’analyse de la diversité microbienne allant de
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I’étape d’extraction d’ADN du sol a I’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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Summary

This study was designed to assess the influence of
three soil DNA extraction procedures, namely the
International Organization for Standardization (ISO-
11063, GnS-Gll and modified ISO procedure (ISOm),
on the taxonomic diversity and composition of soil
bacterial and fungal communities. The efficacy of
each soil DNA extraction method was assessed
on five soils, differing in their physico-chemical
characteristics and land use. A meta-barcoded
pyrosequencing approach targeting 16S and 18S
rRNA genes was applied to characterize soil microbial
communities. We first observed that the GnS-Gll
introduced some heterogeneity in bacterial composi-
tion between replicates. Then, although no major dif-
ference was observed between extraction procedures
for soil bacterial diversity, we saw that the number of
fungal genera could be underestimated by the 1SO-
11063. In particular, this procedure underestimated
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the detection in several soils of the genera
Cryptococcus, Pseudallescheria, Hypocrea and
Plectosphaerella, which are of ecological interest.
Based on these results, we recommend using the
ISOm method for studies focusing on both the bacte-
rial and fungal communities. Indeed, the ISOm pro-
cedure provides a better evaluation of bacterial and
fungal communities and is limited to the modification
of the mechanical lysis step of the existing ISO-11063
standard.

Introduction

During the last three decades, the challenge to better
characterize soil microbial communities has led to the
development of culture-independent techniques that are
well suited to deciphering the huge diversity of soil
microbes as they provide access to previously hidden
genetic resources (Martin-Laurent et al., 2001). These
methods are based essentially on the direct extraction
and characterization of soil DNA. In this context, most
efforts have been devoted to optimizing the soil DNA
extraction procedure in order to obtain suitable repre-
sentative extracts for quantitative and qualitative charac-
terization of the microbial communities (Roesch et al.,
2007; Rajendhran and Gunasekaran, 2008; Terrat et al.,
2012). These efforts led to the development of various
homemade DNA extraction protocols and even commer-
cial kits (Zhou et al., 1996; Martin-Laurent et al., 2001;
Delmont et al., 2011a; Terrat et al., 2012). However, each
method had its own advantages and potential biases,
leading to variations in DNA representativeness and con-
sequently to effects on soil microbial assessments,
making comparisons between studies impossible (Zhou
etal, 1996; Martin-Laurent etal, 2001; Terrat etal.,
2012). To deal with this issue, Delmont and colleagues
(2011b) suggested that several soil sampling and DNA
extraction strategies should be combined to access
the whole soil microbial metagenome in terms of species
richness. However, this approach is clearly not applic-
able or relevant to wide-scale studies, where time and
cost constraints make the need to use a standardized
single DNA extraction procedure obvious (Dequiedt et al.,
2011).

© 2014 The Authors. Microbial Biotechnology published by John Wiley & Sons Ltd and Society for Applied Microbiology.
This is an open access article under the terms of the Creative Commons Attribution License, which permits use, distribution and
reproduction in any medium, provided the original work is properly cited.
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In this context, a standardized ‘1SO-11063: Soil quality —
Method to directly extract DNA from soil’ was developed
and validated by independent laboratories to efficiently
recover bacterial DNA from various soil samples (Philippot
et al., 2010; Petric et al., 2011). However, archaeal and
fungal groups also constitute a significant proportion of
the soil microbial biodiversity and are key organisms for
soil processes. In a previous study, we tested the sensi-
tivity of the ISO-11063 method for the detection of these
groups (Plassart et al., 2012). Briefly, three different pro-
cedures were compared on five soils with contrasting
land-use and physico-chemical properties: (i) the ISO-
11063 standard; (ii) a modified 1ISO procedure (ISOm)
that includes a particular mechanical lysis step (a
FastPrep®-24 lysis step instead of the recommended
bead beating using a mini bead-beater cell disruptor); and
(iii) a custom procedure called GnS-Gll, which also
includes the FastPrep®24 mechanical lysis step. This
evaluation revealed that the ISO-11063 procedure yielded
significantly less overall microbial DNA, (corroborated by
measurement of the bacterial, archaeal and fungal den-
sities by real-time PCR), whatever the soil is (Plassart
et al., 2012). Furthermore, the analysis of fungal commu-
nities’” structure with terminal restriction fragment length
polymorphism (T-RFLP) patterns showed that the two
non-ISO methods clearly outperformed the 1SO-11063
method, leading to more significant variations because of
soil type and management. Finally, one major conclusion
of this study was that the non-ISO methods provided a
better representativeness of soil DNA mainly due to use of
the FastPrep®-24 bead-beating system, achieving lysis of
the majority of cells with tough walls and particularly
fungal cells, more efficiently than the usual bead beating
(Ranjard et al., 2010; Rousk et al., 2010; Yarwood et al.,
2010; Dequiedt et al., 2011; Plassart et al., 2012). Never-
theless, this comparative study was carried out using
classical molecular approaches, i.e., quantitative PCR
and community DNA fingerprinting through T-RFLP.
Nowadays, high throughput sequencing technologies
(e.g. 454 or lllumina) are readily available to assess
microbial diversity with greater precision by obtaining hun-
dreds of thousands of ribosomal rRNA gene sequences
from a single metagenomic DNA (Roesch et al., 2007; Will
etal., 2010; Maron et al., 2011). Nonetheless, the DNA
extraction techniques previously described has never
been evaluated with these new technologies, in terms of
efficiency and representativeness, despite their wide-
spread use in soil microbial diversity studies.

In the present study, the same three DNA extraction
procedures, coupled with high throughput sequencing
technology, were evaluated to identify a technique suit-
able to characterize the diversity and composition of
bacterial and fungal communities simultaneously. The
guideline standard ISO-11063, the custom GnS-Gll and a

custom DNA extraction procedure derived from the 1SO-
11063 standard (ISOm), were used to extract template
DNA from five different soils with contrasting land-use and
physico-chemical properties (Plassart etal., 2012). A
meta-barcoded pyrosequencing technique, targeting the
16S and 18S rRNA genes, was used to characterize bac-
terial and fungal communities’ richness [based on the
number of operational taxonomic units (OTUs) and
genera detected], diversity (using Shannon and Evenness
indices) and composition (taxonomic affiliation of OTUs).
We also measured the phylogenetic distance between
sets of OTUs in a phylogenetic tree using the UNIFRAC
method to determine whether bacterial and fungal com-
munity compositions were influenced by the DNA extrac-
tion procedures.

Results and discussion

Since the development of molecular tools to study soil
microbial communities, it has been largely demonstrated
that the characterization of these communities might
be influenced by the method used to recover soil
metagenomic DNA (Delmont et al., 2011b; Terrat et al.,
2012). It is consequently essential to test the representa-
tiveness of soil DNA extraction methods in terms of bac-
terial and fungal organisms, which constitute a major part
of the soil microbial community. Here, the efficacy of three
soil DNA extraction methods (ISO-11063, ISOm and GnS-
Gll) was assessed on five soils with different physico-
chemical characteristics and land use (Table 1) using a
meta-barcoded pyrosequencing technique targeting bac-
terial and fungal communities. This approach was chosen
because it is a recently developed powerful technique
widely used for detailed phylogenetic and taxonomic
surveys of microbial communities (Roesch et al., 2007;
Rousk etal, 2010; Will etal., 2010; Lienhard etal.,
2013a).

Influence of soil DNA extraction procedure on bacterial
richness and diversity

Bacterial rRNA gene sequences were successfully ampli-
fied by PCR and sequenced from all soils using each of
the three DNA extraction procedures (Table 2). After
bioinformatic filters, 2322 high-quality reads per sample
were kept, analyzed and taxonomically identified using a
curated database derived from SILVA (Quast et al., 2013)
(Table 3). Rarefaction curves of bacterial richness dem-
onstrated that our sequencing depth allowed accurate
description of the bacterial community diversity in each
soil sample studied (Supporting Information Fig. S1).

No significant differences were found between the three
DNA extraction methods for the number of bacterial
genera detected, the number of bacterial OTUs or for the

© 2014 The Authors. Microbial Biotechnology published by John Wiley & Sons Ltd and Society for Applied Microbiology
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Table 1. Origin, physical and chemical parameters of the five French soils used.

Fine Coarse Fine Coarse Organic

Soil Collection site Origin Clay loam loam sand sand carbon TotalN C/N  CaCOs; pH

C Agricultural Site Crop soil 504 180 145 73 98 24.9 2.8 9 102 7.75
(Champdotre, Burgundy)

E INRA Experimental Site Crop soil 392 320 228 34 26 16.5 1.65 10 2 7
(Epoisses, Burgundy)

F Forest Observatory Plot Forest soil 101 167 205 217 310 103.3 3.1 34 <1 3.8
(La Mailleraye-sur-Seine, Normandy)

L INRA Experimental Site SOERE-ACBB  Grassland 175 369 304 73 79 13.2 1.33 9.92 <1 6.6
(Lusignan, Poitou)

R INRA Experimental Site Crop soil 79 66 44 315 496 50.2 2.16 23.3 22 7.5

(Pierrelaye, lle-de-France)

Clay, fine loam, coarse loam, fine sand and coarse sand, organic carbon, total N and calcium carbonate are given in mg g-'. Originally published

and extracted from (Plassart et al., 2012).

Shannon and Evenness indices in any of the soils
(Table 2). This means that neither the mechanical lysis
step (using a mini bead-beater cell disruptor or the
FastPrep®-24) nor the complete DNA extraction pro-
cedures had a significant effect on the evaluation of bac-
terial diversity parameters by meta-barcoding for the wide
range of soil types and land uses tested (Table 1).

On the other hand, soil type did have an impact on
bacterial richness and diversity indices, as significant dif-
ferences were highlighted between soils, whatever the
DNA extraction procedure (Table 2). Indeed, F and L soils
(respectively the sandy acidic forest soil and the loamy
grassland soil) were significantly different (P < 0.001)
based on the number of OTUs, Shannon and Evenness
indices. More precisely, the F soil had the lowest richness
(number of OTUs and genera) and diversity, with for
example a Shannon index of about 4.1 against 5.6 for the
L soil (Table 2). This observation can be linked to particu-
lar physico-chemical characteristics, because the F soil
had a pH of 3.8 and a C/N ratio of 34 (Dequiedt et al.,
2011; Lienhard et al., 2013b). Several studies have high-

Table 2. Bacterial richness and diversity indices of the five soils used.

lighted that bacterial richness had a positive correlation
with soil pH (Fierer and Jackson, 2006; Lauber et al.,
2008; Terrat et al., 2012) and a negative correlation with
C/N ratio (Kuramae et al., 2012). Indeed, a high C/N ratio
is generally typical of a large recalcitrant organic matter
content that is unfavourable for bacterial growth (Boer
et al., 2005). However, the sandy crop soil R, also har-
bouring a C/N ratio of the same magnitude (23.3), holds a
greater richness of OTUs and genera than the forest soil
(Table 2). This might partly be due to either the high sand
content (Table 1), which increases soil microscale hetero-
geneity and stimulates the bacterial richness (Chau et al.,
2011) or an alkaline pH (7.5) favouring bacterial richness
(Fierer and Jackson, 2006; Lauber et al., 2008; Terrat
etal., 2012).

Altogether, our results confirmed that bacterial diversity
and richness can be strongly linked to soil characteristics
and especially soil pH, organic matter and texture (Fierer
and Jackson, 2006; Lauber et al., 2008; Kuramae et al.,
2012; Terrat et al., 2012; Lienhard et al., 2013b). All DNA
extraction procedures tested gave enough and similar

Number of genera

OTUs (95% of similarity)

Shannon

Evenness

c GnS 207.67 (£5.73) 2
ISO 207.33 (+4.19) 1,2
ISOm 205.50 (+ 0.5) 1,2

E GnS 205.67 (+7.59) 2
ISO 194.00 (+5.89) 1,2
ISOm 200.00 (+7.48) 1,2

F GnS 102.67 (+ 11.14) 1
ISO 111.00 (+ 1.63) 1
ISOm 97.33 (£2.87) 1

L GnS 234.33 (+ 14.27) 1,2
ISO 232.67 (+2.87) 2
ISOm 231.67 (+ 11.09) 1,2

R GnS 219.00 (+9.80) 2
ISO 223.33 (+6.13) 2
ISOm 231.00 (+6.98) 2

485.67 (+49.13) 1,2
524.33 (£ 15.11) 1,2
521.5 (£2.5) 1,2
522.67 (+50.37) 1,2
545.33 (+ 31.48) 1,2
498.67 (+21.64) 1,2
329.33 (£ 50.31) 1
358.33 (+ 31.56) 1
281.33 (+ 12.5) 1
658.3 (+ 22.48) 2
668.67 (+ 38.69) 2
692 (+ 50.34) 2
561.67 (+72.67) 1,2
653.33 (+39.35) 1,2
653.67 (+ 33.89) 1,2

5.17 (+0.13) 1,2
5.15 (+ 0.01) 1,2
5.24 (+0.03) 1,2
5.16 (+0.12) 1,2
5.22 (+ 0.06) 1,2
5.16 (+0.02) 1,2
4.12 (+0.26) 1
4.33(x0.21) 1
3.99 (+0.13) 1
5.58 (+ 0.04) 2
5.68 (+ 0.06) 2
5.62 (+0.09) 2
5.31 (+0.15) 1,2
5.63 (+0.07) 1,2
5.5 (+0.04) 1,2

0.84 (+0.01) 1,2
0.82 (+ 0.00) 1,2
0.84 (+0.01) 1,2
0.82 (+0.01) 1,2
0.83 (+0.00) 1,2
0.80 (+0.00) 1,2
0.71 (£ 0.03) 1
0.74 (+ 0.03) 1
0.71 (£ 0.02) 1
0.86 (+ 0.00) 2
0.87 (+0.00) 2
0.86 (+0.01) 2
0.84 (+0.01) 1,2
0.87 (+ 0.00) 1,2
0.85 (+0.00) 1,2

The means were calculated with three replicates per soil (C, E, F, L and R) and procedure (ISO, ISOm and GnS-Gll), and the standard errors of
the means are indicated in parentheses. Significant differences between soils for the same procedure are indicated with numbers (1 — 1,2 — 2).
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Table 3. Bioinformatic parameters and databases used in the analysis of bar-coded pyrosequencing results.

Targeted rDNA Gene

Step Parameter 16S 18S
Preprocessing Length threshold 370 300
Number of ambiguities tolerated 0 0
Detection of proximal primer sequence Complete and perfect Complete and perfect
Detection of distal primer sequence No Perfect, but potentially incomplete
Clustering Chosen level of similarity (%) 95 95
Ignoring differences in homopolymer lengths Yes Yes
Filtering Chosen clustering similarity threshold 95 95
Used taxonomic database SILVA (r114) SILVA (r111)
Chosen taxonomic level Phylum Phylum
Similarity or confidence threshold (%) 90 85
Homogenization High-quality reads kept for each sample 2322 4378
Taxonomy Used taxonomic database SILVA (r114) SILVA (r111)
Method or tool of comparison USEARCH MEGABLAST
Similarity or confidence threshold (%) 80 80
Analysis Chosen level of similarity (%) 95 95
Ignoring differences in homopolymer lengths Yes Yes
Computation of a UNIFRAC distance matrix Yes Yes

sensitivity to detect changes between indigenous bacte-
rial communities of soils differing by their characteristics
and management. These data also support the idea that a
study limited to these diversity indices could not be suffi-
cient to determine whether a DNA extraction procedure is
more powerful than another to describe soil bacterial com-
munities and that it might be completed by a more
detailed bacterial community composition analysis.

Influence of soil DNA extraction procedure on fungal
richness and diversity

Using the same DNA extracts as for the bacterial analysis
(three DNA extraction procedures applied to five soils),
18S rRNA gene sequences were successfully amplified

and sequenced from all samples (Table 4). Homogenized
high-quality reads (4378 per sample) were then analyzed
using taxonomically dependent and independent analyses
to determine fungal richness and diversity (Table 3). As for
bacteria, the rarefaction curves of fungal richness con-
firmed that the number of high-quality reads allowed accu-
rate description of the fungal community diversity in each
soil sample studied (Supporting Information Fig. S1).
With regard to the number of detected genera, the
numbers of OTUs and the computed indices (Shannon
and Evenness), significant differences among the three
DNA extraction procedures were recorded only for the L
soil (Table 4), in which a lower number of fungal genera
was significantly detected using the ISO procedure
(P=0.003). Moreover, in all the other soils but F, the

Table 4. Fungal richness and diversity indices of the five French soils used.

Number of genera OTUs (95% of similarity) Shannon Evenness
C GnS 116.00 (+ 11.43) 1 350.33 (+42.32) 1,2 3.72 (£ 0.05) 1,2 0.64 (£ 0.01) 1,2
ISO 92.33 (£ 15.69) 1 273.67 (+ 63.67) 1 3.31(£0.33) 1 0.59 (£ 0.04) 1,2
ISOm 118.67 (£ 9.67) 1 340.67 (+ 68.23) 1,2 3.73 (£ 0.15) 1,2 0.64 (£ 0.01) 1,2
E GnS 128.00 (+ 13.74) 1 287.33 (+ 30.58) 1 3.39 (£ 0.08) 1,2 0.6 (+0.01) 1,2
ISO 108.33 (+9.81) 1 239.33 (+ 31.54) 1 3.34 (£0.22) 1 0.61 (£ 0.03) 1,2
ISOm 125.67 (+ 6.55) 1 289 (£ 33.66) 1 3.54 (+0.18) 1,2 0.63 (£ 0.02) 1,2
F GnS 129.67 (£ 8.34) 1 249.67 (x 11.15) 1 2.98 (£ 0.05) 1 0.54 (+0.01) 1
ISO 136.00 (£ 7.79) 2 312 (£ 35.36) 1 3.19(x0.12) 1 0.56 (£ 0.01) 1
ISOm 140.33 (+ 10.14) 1 267 (£24.91) 1 3.27 (+0.18) 1 0.59 (£ 0.08) 1
L GnS 127.33 (£ 9.29) a.1 416.33 (£ 89.46) 2 4.05(x0.21) 2 0.67 (£ 0.01) 2
ISO 89.67 (£5.79) b.1 353.33 (+ 51.45) 1 3.89 (£0.09) 1 0.66 (£ 0.03) 1,2
ISOm 129.00 (£ 6.48) a.1 382.33 (+71.82) 2 3.74 (£ 0.49) 2 0.63 (£ 0.06) 2
R GnS 141.33 (+ 13.82) 1 407.33 (£ 84.94) 2 3.9(+0.2) 1, 0.65 (£ 0.01) 1,2
ISO 111.00 (£ 11.00) 1,2 399.00 (+ 30.00) 2 4.14 (£ 0.01) 1 0.69 (£ 0.01) 2
ISOm 135.00 (+ 12.68) 1 407 (£ 67.38) 2 3.94 (£0.12) 1,2 0.66 (£ 0.01) 1,2

The means were calculated with three replicates per soil (C, E, F, L and R) and procedure (ISO, ISOm and GnS-Gll), and the standard errors of
the means are indicated in parentheses. Significant differences between procedures for the same soil are indicated by letters (a, b), and significant

differences between soils for the same procedure are indicated with numbers (1 — 1,2 — 2).
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number of genera recovered followed the same trend,
with lower values detected for the 1SO, than what was
observed for the two other procedures. These genera
missed by the ISO demonstrate that fungal diversity can
be skewed using this procedure. As the main difference
among the ISO and the two other procedures is the soil-
grinding step; we can hypothesize that the traditional
bead-beating system is not sufficient to lyze some fungal
cells. Indeed, many fungi have cell walls that impede lysis
and the recovery of nucleic acids (Fredricks et al., 2005).
The mechanical lysis step of the ISOm and GnS-Gll pro-
cedures was strongly optimized in terms of type and size
of the glass beads as well as in terms of the strength and
duration of grinding using the FastPrep®-24 (Terrat et al.,
2012).

When fungal diversity was compared between soils,
significant differences in the Shannon and Evenness
indices (P < 0.05) and in the number of OTUs (P<0.1)
were observed whatever the DNA extraction procedure
(Table 4). More precisely, the acidic forest soil F har-
boured the lowest richness and diversity, and the alkaline
sandy crop soil R the highest (Table 4). These differences
could be explained by several soil physico-chemical
parameters, namely their contrasting pH (3.8 against
7.75), but also their C/N ratio (34 against 23.3) (Table 1).
Although extreme environments like acidic soils may
provide suitable biotopes for fungi (Baker and Banfield,
2003; Butinar et al., 2005), the lowest richness and diver-
sity was detected in the acidic forest soil F, indicating that
other physico-chemical parameters can limit fungal com-
munities. Thus, a high C/N ratio is typical of soil systems
with a low rate of organic matter degradation because of
the presence of a high proportion of recalcitrant organic
matter (Kuramae etal.,, 2012). Strickland and Rousk
(2010) demonstrated in a previous study that the optimal
C/N for fungi is expected to range from 5 to 15; i.e. closer
to the C/N of the sandy crop soil R than to the ratio of the
forest soil F, which has a higher carbon content. Focusing
on the number of fungal genera recovered by the three
DNA extraction procedures, only the ISO allowed the
detection of significant differences between soils. This
finding has to be seriously questioned because we dem-
onstrated in the previous paragraph that the ISO under-
estimates the number of fungal genera.

Influence of soil DNA extraction procedure on bacterial
community composition

The bacterial community composition in the five soils was
compared by computing the UNIFRAC distances on a
phylogenetic tree (Lozupone and Knight, 2005). In addi-
tion to analyzing the phylogenetic distances, we also com-
pared the bacterial communities’ compositions based on
the relative abundance of the bacterial genera detected in
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the samples (Fig. 1). Due to the size and variability of the
genus table, only the most highly represented bacterial
genera in the samples (i.e. only those for which the sum of
the relative abundances of the genus in all samples was
higher than 5%) were identified and mapped.

The clustering of soil bacterial communities indicated
that replicates from the same soil were more similar to
each other than replicates from other soils, whatever the
DNA extraction procedure (Fig. 1). This observation dem-
onstrated the good reproducibility between replicates for
each type of soil DNA extraction procedure even if, sur-
prisingly, two GnS-Gll replicates from soils L and R
seemed to be erroneously clustered. More precisely, two
main clusters were identified, sorting the samples from
the acidic forest soil F (which hosted a very different
bacterial composition) apart from the four other soils
(Fig. 1). Four sub-clusters could also be defined, each
one grouping samples from each of the four soils and
confirming that the studied soils hosted distinct bacterial
communities, as already demonstrated by DNA finger-
printing approach (Plassart et al., 2012). This observation
demonstrated the good reproducibility between replicates
for ISO and ISOm procedures. However, even if clustering
revealed that soil type had a more important effect on
bacterial composition than the DNA extraction procedure,
it is interesting to note that this latter could induce signifi-
cant variations (Fig. 1). For all soils (except the forest soil
F), the bacterial diversity profiles resulting from the
ISOm and GnS-Gll DNA extraction procedures grouped
together (i.e. were not discriminated by the UNIFRAC analy-
sis), but were different from those obtained with the ISO-
11063 procedure (Fig. 1). These observations confirm the
influence of soil DNA extraction procedure on soil bacte-
rial composition and especially the clear distinction
between 1ISO-11063 and the two other procedures, poten-
tially explained by differences in the soil-grinding methods
(as discussed above for fungal richness and diversity).
These differences were also confirmed by a more detailed
analysis of bacterial composition (Fig. 1, subcells A-C).
For example, the genus Brevundimonas was more
detected (P < 0.05) with the ISO-11063 procedure than
with the two others in the clayey crop soil C (Fig. 1,
subcell A), as were the genera Massilia, Pseudospirillum,
Herbaspirillum,  Enterobacter, =~ Thermomonas and
Lysobacter. Similarly, the genus Polaromonas was more
detected in the sandy crop soil R (Fig. 1, subcell C), but
not in the other soils. On the contrary, the genera
Clostridium, Nitrosospira, Microvirga and Pseudonocardia
were respectively less detected (P < 0.05) with ISO-11063
than with the ISOm and GnS-Gll procedures in soils
C, E, L and R (Fig. 1, subcell B). Because the genera
Clostridium or Pseudonocardia are known to be poten-
tially recalcitrant to mechanical lysis, because of their
spore-forming ability (Kaewkla and Franco, 2011; Yang
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Fig. 1. Heat map comparison of the dominant bacterial genera detected in soils according to extraction procedures. The five different soils
(C, E, F, L, R) were organized based on the UPGMA dendrogram of UNIFRAC distances (weighted and normalized) between soil samples
according to the three DNA extraction procedures (ISO-11063, GnS-Gll and ISOm). The legend shows the Z-scores (relative abundances are
expressed as median centred Z-scores between all samples, and the colours scaled to standard deviations). Subcells A, B and C in the heat
map have been highlighted by yellow squares and numbered to identify significant differences in the relative abundance of particular bacterial

genera according to DNA extraction procedure.
o

N

and Ponce, 2011), their lower detection with the 1SO-
11063 procedure may be explained by the less efficient
mechanical lysis (bead beating) of this procedure, com-
pared with the two others, which are based on
FastPrep®-24 grinding (Plassart et al., 2012; Terrat et al.,
2012).

Influence of soil DNA extraction procedure on fungal
community composition

As with the bacterial communities, the fungal commu-
nities’ composition in all soils was compared by using the
UNIFRAC distances and determining the most highly rep-
resented fungal genera in the samples (Fig. 2). The
UNIFRAC dendrogram revealed a better discrimination of
fungal composition between soils than between DNA
extraction methods, demonstrating a good reproducibility
between replicates for all procedures (Fig. 2). Moreover,
as for the bacterial communities, the same clustering
organization was obtained for fungal communities, reveal-
ing a significant distinction between the forest soil and the
other soils. This observation corroborates other studies in
which soil characteristics (e.g. pH, texture, C/N) were
shown to impact fungal community diversity and compo-
sition (Rousk et al., 2010; Strickland and Rousk, 2010;
McGuire et al., 2013). The fungal populations in this acidic
soil clearly differed from those of the other soils, with a
dominance of the Basidiomycota phylum (e.g. genera
Sebacina, Boletus, Pleurotus or Hericium), which is
common in forest soils (Buée et al., 2009).

For soils F, L and R, the patterns of the fungal commu-
nities resulting from the ISO-11063 procedure were dis-
criminated from those obtained with the two non-ISO
protocols (Fig. 2). This observation evidenced that in
these soils, the fungal community compositions detected
with the 1ISO-11063 differed from those detected with the
non-ISO procedures. More precisely, in the loamy grass-
land soil L, several genera (e.g. Knufia and Diversispora)
were more detected (P < 0.1) with the ISO-11063 protocol
(Fig. 2, subcell A). However, this positive impact of the
ISO-11063 procedure was only visible for this particular
soil. On the contrary, the genera Myrothecium,
Cryptococcus, Glomerella and Plectosphaerella were
respectively less detected (P < 0.05) with the ISO-11063
protocol than with the other methods in soils C, E, L and
R (Fig. 2, subcell B), as Pseudallescheria in soils C, E and
R, and Hypocrea in soils E and L (P < 0.1). This would be
of great importance in ecological studies as some of these

genera (e.g. Cryptococcus, Pseudallescheria, Hypocrea
and Plectosphaerella) are saprotrophic fungi known to
play key roles in organic matter turnover (Martinez et al.,
20083; Jaklitsch et al., 2005; Buée et al., 2009; McGuire
etal, 2013). Moreover, the genus Pseudallescheria,
which has been found in compost-amended or heavily
hydrocarbon-polluted soils, can be used as an indicator of
soil disturbance (April et al., 1998). Therefore, the ISO-
induced underrepresentation of these genera could lead
to a misinterpretation of the functioning of an ecosystem.

This difference in community composition is, together
with the lower number of fungal genera recovered with the
ISO described earlier, a clue indicating that the 1ISO pro-
cedure may not be the most appropriate to investigate soil
fungal communities. Besides, these differences are
thought to be due to the less efficient mechanical lysis of
soil with the ISO-11063 procedure; the classical system
seems not to break open as many cells as the
FastPrep®-24 bead-beating system, particularly in the
case of fungal cells with tough walls. This is why the ISOm
and GnS-Gll methods are thought to be more efficient at
extracting fungal DNA from different types of soils. This
conclusion strengthens the idea that the physical lysis
step is of crucial importance in a soil DNA extraction
procedure (Feinstein et al., 2009; inceoglu et al., 2010;
Delmont et al., 2011b). This finding is in agreement with
previous comparisons of these DNA extraction pro-
cedures based on quantitative PCR and community DNA
fingerprinting (Plassart et al., 2012).

Conclusion

In the context of modern microbial ecology, where inves-
tigations to describe the whole soil microbiota in numer-
ous samples are carried out on a very large scale, the
importance of using a single, standardized soil DNA
extraction procedure is paramount. Among the three DNA
extraction procedures evaluated in this study, the GnS-GlI
introduced some heterogeneity in bacterial composition
between replicates, and the 1ISO-11063 DNA caused an
underrepresentation of several fungal groups of ecologi-
cal interest. Therefore, the ISOm procedure provides a
better snapshot of bacterial and fungal communities.

Experimental procedures
Soil samples

Five soils were chosen for their contrasting land-use and
physico-chemical characteristics (Table 1) (Plassart et al.,
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Fig. 2. Heat map comparison of the dominant fungal genera detected in soils according to extraction procedures. The five different soils

(C, E, F, L, R) were organized based on the UPGMA dendrogram of UNIFRAC distances (weighted and normalized) between soil samples
according to the three DNA extraction procedures (ISO-11063, GnS-Gll and ISOm). The legend shows the Z-scores (relative abundances are
expressed as median centred Z-scores between all samples, and the colours scaled to standard deviations). Subcells A and B in the heat map
have been highlighted by yellow squares and numbered to identify significant differences in the relative abundance of particular fungal genera

according to DNA extraction procedure.
o

N

2012). All necessary permits were obtained from the respec-
tive land owners (INRA, ADEME and private owners). For
each soil, three independent replicates were collected at a
depth of 20 cm [fully described in (Plassart et al., 2012)].
Physico-chemical characteristics (pH, texture, organic
carbon, total N and CaCO;) were analyzed, using interna-
tional standard procedures, by the Soil Analysis Laboratory at
INRA (Arras, France, http://www.lille.inra.fr/las).

Soil DNA extraction, purification and quantification

Three different procedures were tested: the GnS-Gll proto-
col, the ISO-11063 standard and the ISOm. All three pro-
cedures are adapted to extract DNA from 1 g of soil (dry
weight) and have already been described by Plassart and
colleagues (2012).

ISO-11063 procedure. This protocol is a version of the ISO-
11063 standard (Martin-Laurent et al., 2001; Petric etal.,
2011). Soil was added to a bead-beating tube containing 2 g
of glass beads of 106 um diameter and eight glass beads of
2 mm diameter. Each soil sample was mixed with a solution
of 100 mM Tris-HCI (pH 8), 100 mM EDTA (pH 8), 100 mM
NaCl, 2% (w/v) polyvinylpyrrolidone (40 g mol™") and 2%
(w/v) sodium dodecyl sulfate. The tubes were then shaken for
30 s at 1600 r.p.m. in a mini bead-beater cell disruptor (Mikro-
Dismembrator, Braun Biotech International), then incubated
for 10 min at 70°C and centrifuged at 14,0009 for 1 min. After
removing the supernatant, proteins were precipitated, with
1/10 volume of 3 M sodium acetate prior to centrifugation
(14,0009 for 5 min at 4°C). Finally, nucleic acids were pre-
cipitated by adding 1 volume of ice-cold isopropanol. The
DNA pellets obtained after centrifugation (14,0009 for 5 min
at 4°C) were washed with 70% ethanol (full details are
described in (Martin-Laurent et al., 2001; Philippot et al.,
2010; Petric et al., 2011).

ISOm procedure. This protocol is a modified version of
ISO-11063 standard as it includes a different mechanical lysis
step (FastPrep® bead-beating instead of the recommended
bead beating). Soil was added to 15 ml of Falcon tube con-
taining 2.5g of 1.4 mm diameter ceramic beads, 2 g of
106 um diameter silica beads and four glass beads of 4 mm
diameter. Each soil sample was mixed with a solution of
100 mM Tris-HCI (pH 8), 100 mM EDTA (pH 8), 100 mM
NaCl, 2% (w/v) polyvinylpyrrolidone (40 g mol™") and 2%
(w/v) sodium dodecyl sulfate. The tubes were then shaken for
3 x 30 s at4 m sec™'in a FastPrep®-24 (MP-Biomedicals, NY,
USA), before incubation for 10 min at 70°C and centrifugation
at 14,000g for 1 min. After removing the supernatant, proteins
were precipitated with 1/10 volume of 3 M sodium acetate
prior to centrifugation (14,0009 for 5 min at 4°C). Finally,
nucleic acids were precipitated by adding 1 volume of ice-

cold isopropanol. The DNA pellets obtained after centrifuga-
tion (14,0009 for 5 min at 4°C) were washed with 70%
ethanol.

GnS-Gll procedure. This DNA extraction procedure was
initially developed and optimized by the GenoSol platform
(Terrat et al., 2012). Soil was added to 15 ml of Falcon tube
containing 2.5 g of 1.4 mm diameter ceramic beads, 2 g of
106 um diameter silica beads and four glass beads of 4 mm
diameter. Each soil sample was mixed with a solution of
100 mM Tris-HCI (pH 8), 100 mM EDTA (pH 8), 100 mM
NaCl, 2% (w/v) and 2% (w/v) sodium dodecyl sulfate. The
tubes were then shaken for 3x30s at 4msec” in a
FastPrep®-24 (MP-Biomedicals, NY, USA), before incubation
for 30 min at 70°C and centrifugation at 7,000g for 5 min at
20°C. After removing the supernatant, proteins were precipi-
tated with 1/10 volume of 3 M sodium acetate prior to cen-
trifugation (14,0009 for 5 min at 4°C). Finally, nucleic acids
were precipitated by adding 1 volume of ice-cold isopropanol.
The DNA pellets obtained after centrifugation (14,000g for
5 min at 4°C) were washed with 70% ethanol.

Purification and quantification procedure. As the DNA puri-
fication step is not part of the evaluated protocols to avoid
additional biases among the three procedures and only
compare the extraction step, all crude soil DNA extracts
were purified and quantified using the same procedure
(Ranjard et al., 2003; Plassart et al., 2012). Briefly, 100 ul
aliquots of crude DNA extracts were loaded onto PVPP
(polyvinylpolypyrrolidone) Microbiospin minicolumns (Bio-
Rad) and centrifuged for 4 min at 1000g and 10°C. Eluates
were then collected and purified for residual impurities using
the Geneclean Turbo kit (MP-Biomedicals, NY, USA). Purified
DNA extracts were quantified using the PicoGreen staining
Kit (Molecular Probes, Paris, France).

Pyrosequencing of 16S and 18S rRNA gene sequences

Microbial diversity was determined for each biological repli-
cate and for each soil (C, F, E, L and R) by 454
pyrosequencing of ribosomal genes. A 16S rRNA gene frag-
ment with sequence variability and appropriate size (about
450 bases) for 454 pyrosequencing was amplified using the
primers F479 (5-CAGCMGCYGCNGTAANAC-3) and R888
(5"-CCGYCAATTCMTTTRAGT-3) (Supporting Information
Table S1 for in silico match analysis, Terrat et al. 2014). For
each sample, 5ng of DNA were used for a 25 ul of PCR
conducted under the following conditions: 94°C for 2 min, 35
cycles of 30 s at 94°C, 52°C for 30 s and 72°C for 1 min,
followed by 7 min at 72°C. 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). Similarly, an 18S rRNA
gene fragment of about 350 bases was amplified using the
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primers FR1 (5-ANCCATTCAATCGGTANT-3") and FF390
(5’-CGATAACGAACGAGACCT-3) (Prevost-Boure etal,
2011) under the following PCR conditions: 94°C for 3 min, 35
cycles of 1 min at 94°C, 52°C for 1 min and 72°C for 1 min,
followed by 5 min at 72°C. A second PCR of nine cycles was
then conducted twice for each sample under similar PCR
conditions with purified PCR products and 10 base pair multi-
plex identifiers added to the primers at 5" position to specifi-
cally identify each sample and avoid PCR bias. Finally, the
duplicate PCR products were pooled, purified and quantified
as previously described. Pyrosequencing was then carried
out on a GS FLX Titanium (Roche 454 Sequencing System)
by Genoscreen (Lille, France).

Bioinformatic analysis of 16S and 185 rRNA
gene sequences

Bioinformatic analyses were done using the GnS-PIPE ini-
tially developed by the Genosol platform (INRA, Dijon,
France) (Terrat etal., 2012) and recently optimized. The
parameters chosen for each bioinformatic step can be
found in Table 3. First, all the 16S and 18S raw reads were
sorted according to the multiplex identifier sequences. The
raw reads were then filtered and deleted based on (i) their
length, (ii) their number of ambiguities (Ns) and (iii) their
primer(s) sequence(s). A PERL program was then applied for
rigorous dereplication (i.e. clustering of strictly identical
sequences). The dereplicated reads were then aligned
using INFERNAL alignment (Cole et al., 2009), and clustered
into OTU using a PERL program that groups rare reads to
abundant ones, and does not count differences in
homopolymer lengths. A filtering step was then carried out
to check all single singletons (reads detected only once and
not clustered, which might be artefacts, such as PCR chi-
meras) based on the quality of their taxonomic assign-
ments. Finally, in order to compare the data sets efficiently
and avoid biased community comparisons, the reads
retained were homogenized by random selection closed to
the lowest dataset.

The retained high-quality reads were used for (i) taxonomy-
independent analyses, determining several diversity and rich-
ness indices using the defined OTU composition at the genus
level and (i) taxonomy-based analysis using similarity
approaches against dedicated reference databases from
SILVA (Quast et al., 2013) (see Table 3). The raw data sets
are available on the European Bioinformatics Institute data-
base system under project accession number PRJEB4825.

Statistical analyses

The effects of the DNA extraction procedure on bacterial and
fungal diversities were tested by analysis of variance (multi-
ple paired comparisons). The effects of the DNA extraction
procedure on bacterial and fungal community compositions
were assessed by Kruskal-Wallis tests. All statistical analy-
ses were performed under XLSTAT software (Addinsoft®). The
bacterial and fungal communities from all samples were also
compared by using UNIFRAC (Lozupone and Knight, 2005),
based on the 16S and 18S phylogenetic trees computed with
FASTTREE (Price et al., 2010).
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detected in soils according to extraction procedures.

Table S1. Detailed hit frequencies (%) of the in silico analy-
sis of the F479/R888 primer set for Bacteria, Archaea and
Eukaryota.
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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 O (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.

Matched sequences Hit frequencies (% )
Total number
Origin Phylum Class of sequences k=0 k=1 k=0 k=1
Chloroplast Cyanobacteria Chloroplast 7380 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 AKS8 11 8 9 72,7 81,8
Archaea Crenarchaeota D-FI10 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 pSLI2 13 13 13 100 100
Archaea Euryarchaeota Archaeoglobi 115 104 112 90,4 974
Archaea Euryarchaeota Halobacteria 3742 2865 3475 76,6 92,9
Archaea Euryarchaeota Methanobacteria 1557 1439 1503 N4 96,5
Archaea Euryarchaeota Methanococci 141 124 133 87,9 94.3
Archaea Euryarchaeota Methanomicrobia 5358 4898 5148 914 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 FFCHI16263 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 88 920 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 BSVI3 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 DUNssul92 4 4 4 100 100
Bacteria Bacteroidetes Flavobacteria 9328 8801 9109 944 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 2.5 97.8
Bacteria Bacteroidetes SB-5 92 87 90 94,6 97,8
Bacteria Bacteroidetes SMIA07 16 13 16 81,3 100
Bacteria Bacteroidetes Sphingobacteria 5252 4926 5131 93,8 97,7
Bacteria Bacteroidetes WCHBI-32 65 63 64 96,9 98,5
Bacteria Bacteroidetes vadinHA17 442 406 429 91,9 97,1
Bacteria Caldiserica Caldisericia 98 5 96 51 98
Bacteria Chlamydiae Chlamydiae 359 4 352 1,1 98,1
Bacteria Chlorobi Chlorobia 632 286 619 453 97,9
Bacteria Chlorobi Ignavibacteria 317 300 310 94,6 97.8
Bacteria Chloroflexi Anaerolineae 5618 1940 4730 345 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
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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 92,6 959
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 SPOTSOCTOOmS3 47 44 45 93,6 95,7
Bacteria Proteobacteria TAIS8 206 128 198 62,1 96,1
Bacteria Proteobacteria pltb-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 24,6 915
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 02
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 Mpycetozoa 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 04
Eukaryota Fungi Dikarya 9030 0 15 0 02
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 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 57
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 Qomycetes 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 I’'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 méme
échantillonnage plutét que plusieurs expérimentateurs le méme jour. Dans une optique de
diagnostic, les résultats ont montré qu’un nombre de trois répétitions peut étre suffisant pour
obtenir des valeurs moyennes représentatives de la parcelle. En revanche, le nombre
d’échantillons doit €tre supérieur si 1’objectif est de capter I’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 forét, 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 méme 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-€tre 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 a partir de trois procédures
d’extraction et a consisté a mesurer la variabilité de ce bioindicateur de I’étape d’extraction
d’ADN jusqu’a I’analyse bioinformatique des données brutes obtenues apres séquencage
massif. Cette étude a permis de montrer I’importance de I'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 ou des études de
métagénomique sont maintenant effectuées a trés grande échelle spatiale, une telle
démonstration permet de mieux choisir la séquence technique adaptée a 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 indigénes des sols de forét étaient différentes de celles des

indigenes des sols de culture ou de prairie.
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Afin d’étre utilisé en routine en tant qu’outil de diagnostic, un bioindicateur doit
présenter une bonne robustesse technique mais aussi &tre 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 sensibilit¢ nécessite d’étre également mesurée dans des
contextes agronomiques plus particuliers tels que des changements de pratiques agricoles dans
un contexte agroécologique de développement de systeme de culture innovant mais aussi de
réhabilitation de sols pollués.

Dans ce contexte, la suite de mes travaux de these a consisté a démontrer la sensibilité
de ces deux bioindicateurs a certaines pratiques d’usages des sols comme le changement de
systtme de production (culture annuelle vs culture pérenne Chapitre III) et I’évaluation de

changements de travail du sol et de la gestion des résidus de culture.
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de la réhabilitation d’un sol pollué
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La sensibilit¢ des deux bioindicateurs nécessite d’étre mesurée en réponse a des
perturbations du sol d’origines anthropiques particulieres comme la gestion de sols pollués
par I’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 a une contamination aigué 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
I’abondance, la diversité et 1’activité des organismes du sol (Nahmani & Lavelle 2002;
Kandeler et al., 1996; Ranjard et al., 2006; de Santiago-Martin et al., 2013). De plus, ils
restent stockés dans les sols a long terme, rendant les sols impropres a 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 a des fins
agricoles. Il faut donc développer des pratiques innovantes et &tre capable de suivre
I’évolution de la réhabilitation biologique du sol. Dans notre cas d’étude les pratiques
innovantes ont consisté a planter des cultures pérennes a vocation énergétique plutot
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 a la formation de
nouveaux habitats a travers le développement d’une couche de litiere a la surface du sol et par
le développement d’un systeme 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) 'impact, a I’échelle de la parcelle, de la plantation de Miscanthus x giganteus sur
I’abondance et la diversit¢é des communautés microbiennes d’un sol pollué par un siecle

d’épandage d’eaux usées (Partie A)
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2) 'impact plus spécifique de ces systemes 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 I'INRA
de Versailles (UMR EcoSys). Le site d’étude se trouve a Pierrelaye-Bessancourt en région
parisienne. Cette étude a été effectuée en deux étapes: une premiere étude synchronique
comparant les communautés microbiennes d’un sol sous culture annuelle comparée aux
communautés sous culture pérenne apres quatre ans d’implantation du miscanthus ; et une
étude diachronique consistant a suivre les communautés microbiennes d’un sol pendant les 3

premieres années de 1I’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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Abstract In France, about 90,000 ha per year of arable
land become unsuitable for food production due to erosion,
acidification, sealing and pollution by metallic and organic
compounds. Bioenergy crops such as Miscanthus x gigan-
teus are used to rehabilitate polluted soils for crop produc-
tion. Although the economic potential of this crop is known,
the crop abilities to regenerate the soil biological properties
enabling sustainable crop production still remain unclear.
Here, we evaluated the effects of the Miscanthus crop on the
abundance and diversity of soil bacterial and fungal com-
munities in a wastewater-contaminated soil, using syn-
chronic and diachronic evaluation strategies. A 3-year field
experiment, near Paris, was set up on an agricultural field
irrigated with raw wastewater for more than 100 years, thus
inducing a strong metal and organic contamination of the
soil. We characterized the abundance and diversity of soil
microbial communities using metagenomic techniques. Our
results show that the Miscanthus crop had an early effect on
microbial communities by stimulating bacterial diversity,
by about 20 %, and fungal diversity, by about 10 %. This
positive effect could be explained by the release of fresh
organic matter from litter decomposition and root exuda-
tion, and by the absence of tillage and pesticide spraying,
which are known to degrade soil microflora. On the other
hand, no significant effect on microbial biomass has been
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recorded. Overall our findings show that Miscanthus crop-
ping is a promising practice to enhance the regeneration of
soil microbiological diversity and to reclame polluted soils.

Keywords Soil pollution - Microbial diversity -
Miscanthus x giganteus - Remediation - Trace metals

Introduction

To date, most of the agricultural soils in France were used
under intensive farming requiring consistent soil tillage and
chemical fertilizers and pesticides inputs. Soil amendments
with manure, sewage sludge or irrigation with urban
wastewater, were also common practices. Between 2000
and 2010, 6 % of the agricultural land surface (about 1.4
million hectares) was irrigated with wastewater, providing
readily degradable organic compounds, which are useful to
improve plant growth and crop production (http://www.
agreste.agriculture.gouv.fr/IMG/pdf/primeur292.pdf).
However, such practices often result in acute and diffuse
contaminations of the soil since wastewater may contain
important amount of recalcitrant organic compounds, trace
metals and antibiotics, leading to a high level of accumu-
lation of toxic exogenous metallic or organic compounds in
these soils (Lamy et al. 2006).

High levels of exogenous trace metals can have a
detrimentally effect on the number, diversity and activity
of soil organisms such as soil macrofauna (Nahmani and
Lavelle 2002) and microorganisms (Kandeler et al. 1996;
Ranjard et al. 2006). As soil microorganisms play a crucial
role in soil quality and functioning, e.g., in soil aggregate
structure, organic matter turn-over and mineralization,
community diversity modifications consecutive to metal
stress might also affect soil biological functioning and
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affect some of the ecosystem services provided by soil
(Baath et al. 1998). Trace metals, in addition to their
negative effects on soil organisms, have a long residence
time in soils, which become unsuitable for crop production
over several generations due to the decrease in soil fertility
and/or hazards of food quality for human consumption.

Recently, a strategy has been developed to rehabilitate
agricultural activity on polluted soils: the use of plants not
dedicated to food consumption for humans or animals but
intended for bioenergy production (Evangelou et al. 2012).
Plant cover prevents bulk erosion and increases soil carbon
sequestration, which can further limit the toxicity and
vertical transfer of metals by improving stabilization of the
metals in soils. Among the various energy crops, the C4
grass Miscanthus x giganteus (named Giant Miscanthus)
has been recommended as a suitable biofuel crop, and its
cultivation is now widespread in Europe. It is a perennial
crop displaying an efficient use of nitrogen and water, good
disease resistance and high economic potential. In addition,
it shows good growth quality on contaminated sites (Le-
wandowski et al. 2003). Several field trials have demon-
strated that planting Giant Miscanthus modifies soil
disturbance (absence of tillage, reduced use of pesticides)
and leads to the formation of new habitats, through the
development of surface litter and extensive root systems,
with impacts on pollutant dynamics as well as on organ-
isms living in soil (Dauber et al. 2010). Several studies
conducted on soil fauna revealed an increase in soil
mesofauna and macrofauna abundance and diversity, when
MxG bioenergy crops, rather than annual wheat crops,
were grown on polluted soils (Chauvat et al. 2014; Hedde
et al. 2013). By contrast, the effect on microorganisms of
planting Giant Miscanthus in polluted soils has been poorly
investigated and it is not known if this practice has a
positive or negative impact on bacterial and fungal com-
munities. Such information is essential with respect to
major role of microorganisms in processes underlying soil
fertility and sustainable crop production.

The aim of this study was to elucidate the effects of
Miscanthus x giganteus cropping on the indigenous
microbial communities in a long-term contaminated soil.
Investigations were carried out on a real-field location
close to Paris (Pierrelaye, France), which had been irri-
gated with raw wastewater for more than a 100 years.
These inputs led to the accumulation of a huge amount of
recalcitrant organic matter, especially in the soil surface
horizon, as well as micro-pollutants, especially Zn, Pb, Cu,
and Cd trace metals (van Oort et al. 2008). The short-term
impact of Miscanhtus crop on microbial communities was
assessed by (1) a synchronic comparative study of plots
planted with Giant Miscanthus for 4 years and a plot under
a conventional wheat crop system and by (2) a diachronic
study monitoring microbial community dynamics during

3-year period following the planting of Giant Miscanthus.
Microbial communities were characterized in terms of
molecular microbial biomass (Dequiedt et al. 2011) as well
as bacterial and fungal diversity (454 pyrosequencing of
the 16S and 18S rRNA genes directly amplified from soil
DNA). We hypothesized that Miscanhtus crop, in com-
parison with conventional cropping, would stimulate more
microbial abundance and diversity in this polluted soil by
providing new soil habitats for microorganisms, thus lim-
iting the influence of metal contamination and the preva-
lence of resistant populations and therefore enhancing soil
biological quality and fertility.

Materials and methods
Experimental site history and soil sampling design

Studies were conducted on a field site close to Paris within
a ~1200 ha-wide agricultural area at Pierrelaye (France,
latitude, 49°01’N; longitude, 2°10'E). The soils at this site
are sandy textured, classified as Orthic and Albic Luvisols
(IUSS Working Group WRB, 2006). For more than a
century, they have been used for market gardening and
irrigated with raw wastewater from the urban Paris in order
to increase the organic quality of this soil by supplying C,
N, and K inputs. However, they also led to the accumula-
tion of recalcitrant organic matter, dissolved salts (car-
bonates, phosphates) and metallic pollutants in the surface
horizon of the soil (Lamy et al. 2006; van Oort et al. 2008).
As a consequence, the spreading of raw wastewater was
finally stopped in the early 2000s and the market gardening
was prohibited to promote cereal cropping and to introduce
bioenergy crops, especially the C4 grass Miscanthus x
giganteus. The experimental site in this agricultural area
was composed of three plots (Fig. 1). The first, P1
(670 m?), was implanted with Giant Miscanthus (English
cultivar from Novabiom©, France) in 2007. The second, P6
(450 m?), was under an annual crop system (tillage and
crop rotations of wheat/sorghum/triticale and maize in
2010), and the third P8 plot (1700 m?) was planted with
Giant Miscanthus in 2009 (English cultivar from Nov-
abiom®, France).

The impact of Miscanthus x giganteus perennial crop-
ping on microbial communities was assessed by (a) a
synchronic comparative analysis of the microbial commu-
nities in the P1 and P6 plots in 2011, and (b) a diachronic
study in P8 by monitoring the microbial communities
during a 3-year period of Giant Miscanthus growth fol-
lowing its planting in 2009. All samples were taken at a
depth of 0-20 cm. Five replicates were collected from P1
and P6, in March 2011 for the synchronic study, and from
P8 in March 2009, 2010 and 2011 for the diachronic study.

84



Chapitre I11. Suivi par des bioindicateurs microbiens de la réhabilitation d’un sol pollué

Environ Chem Lett

Fig. 1 Design of the experimental site of Pierrelaye used in this study. The site was divided in three plots: a P8 plot planted in 2009 with
Miscanthus x giganteus, b P6 plot under cereal crop system and, ¢ P1 plot planted in 2007 with Miscanthus x giganteus

The soils were sieved (4 mm), lyophilized at —80 °C and
stored at —40 °C. Major physic and geochemical charac-
teristics (pH, texture, trace elements) were determined by
the Soil Analysis Laboratory at INRA (Arras, France),
according to standard international procedures (Table 1).

Molecular microbial biomass

Microbial DNA was extracted from 1 g of each soil sample
after careful quartering, using a single procedure stan-
dardized by the GenoSol platform (INRA Dijon, France;
Terrat et al. 2012). DNA concentrations of crude extracts
were determined by electrophoresis in 1 % agarose gel
according to a calf thymus DNA standard curve, and used
as estimates of microbial molecular biomass (Dequiedt
et al. 2011). After quantification, DNA samples were
purified according to Terrat et al. (2012).

Bacterial and fugal diversity

Bacterial diversity was estimated by 454 pyrosequencing
of the 16S rRNAV3-V4 gene region as described by Terrat
et al. (2012). The gene fragment (about 400 bp) was first
amplified by using the primers F479 and R888. Then a
second PCR was run on purified PCR products from the
first PCR, using ten based-pair multiplex identifiers (MID)
added to the primers at 5" position to specifically identify
each sample. Similarly, fungal diversity was estimated by
454 pyrosequencing of the 18S rRNA. A gene fragment of
about 350 bp was first amplified using the primers FR1 and
FF390. Then, a second PCR was run on purified PCR
products from the first PCR, using ten based-pair multiplex

identifiers (MID) added to the primers at 5’ position. The
PCR products were finally purified and pyrosequencing
was then carried out on a GS Junior (Roche 454
Sequencing System).

Bioinformatics analysis

A bioinformatics analysis was done using the GnS-Pipe of
the GenoSol platform as described by Terrat et al. (2012).
First, all the 16S and 18S raw reads were sorted according
to the multiplex identifier sequences. The raw reads were
then filtered and deleted based on: (a) their length, (b) their
number of ambiguities (Ns), (c) and their primer(s) se-
quence(s). A PERL program was then applied for rigorous
dereplication (i.e., clustering of strictly identical sequen-
ces). The dereplicated reads were then aligned using
Infernal alignment, and clustered into operational taxo-
nomic units (OTU) using a PERL program that groups rare
reads to abundant ones, and does not count differences in
homopolymer lengths. A filtering step was then carried out
to check all single-singletons (reads detected only once and
not clustered, which might be artifacts, such as PCR chi-
meras) based on the quality of their taxonomic assign-
ments. Finally, in order to compare the datasets efficiently
and avoid biased community comparisons, the retained
reads were homogenized by random selection closed to the
lowest dataset.

The retained high-quality reads (3044 for bacteria and
6467 for fungi) were used for taxonomy-independent
analyses, to determine diversity and richness indices using
the defined OTU composition at 95 % similarity. The raw
data sets are available on the EBI database system under
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project accession number PRJEB9069. We used the max-
imum number of OTUs and Evenness indexes as indicators
of soil microbial richness and structure, respectively.

Statistical analyses

For the synchronic study, molecular microbial biomass and
microbial diversity indices (richness and evenness) were
compared by Student’s ¢ test (P < 0.05) using XLSTAT
software (Addinsoft®). For the diachronic study, differ-
ences between molecular microbial biomass, and the
microbial diversity indices for P8 soils for the years 2009,
2010 and 2011 were compared by analysis of variance
(ANOVA, multiple paired comparisons) and the differ-
ences between them by Fisher’s test (P < 0.05) using
XLSTAT software (Addinsoft®). Significance was assessed
at the P < 0.05 level.

Results and discussion

On the Pierrelaye site, irrigation with wastewater was ini-
tially intended to increase the fertility of the sandy-textured
soils used for market gardening but also led to an homo-
geneous and important accumulation of recalcitrant organic
matter (high C:N ratio between 23 and 30) and metal ele-
ments which was previously described by Lamy et al.
(2006) (Table 1). In this context we have conducted syn-
chronic and diachronic studies to evaluate the effect of
Miscanthus crop on soil microbiological community in
terms of abundance, diversity and structure for a subse-
quent agricultural restoration.

Influence of wastewater irrigation on agronomical
and microbiological soil characteristics

In all plots of the studied site, it is important to note that the
level of microbial biomass (from 37 pug DNA g™ soil to
44 pg DNA g™ soil) and diversity (from 923 to 1150
bacterial taxons and from 640 to 807 fungal ones) was high
(Figs. 2, 3) and did not reflect neither the sandy texture of
the soil (Dequiedt et al. 2011; Terrat et al. 2012) nor the
impact of the metal pollution acknowledged to decrease
these microbial parameters (Kuperman and Carreiro 1997).
These results might be explained by the large amount of
soil organic carbon accumulated by irrigation with raw
wastewater for one century that limits metal toxicity (Igbal
et al. 2013) and stimulates microbial abundance and
diversity (Hidri et al. 2010). However, the high C:N ratio
recorded for the soil organic matter in these soils (from 23
to 30) does not fit these findings since it indicates a strong
stabilization of the soil organic matter. The large C:N ratio
may point to an unusual, urban nature of the organic matter

Table 1 Physico-chemical characteristics and concentration of trace metal elements in studied soils (0-20 cm)

Sand Org. C Tot. N C/N pH CaCO; Fe Zn Pb Cu Cd
glkg

Slitt

Clay

Year

mg/kg

g/kg

255 +0.32
273 £ 0.41
2.65 £ 0.27
2.82 £ 0.10

184 £+ 36
182 + 24
159 £+ 20
173 £ 14

389 + 113
344 £+ 83
326 £ 62
397 +£ 137

581 £ 52
593 £ 79
568 + 85
574 + 42

152+ 13
159 + 1.6
13.0 £ 1.1
14.6 £ 0.6

423 £6.3
28.1 £ 7.7
26.8 £5.4

7.6 £0.1
7.6 £ 0.0
7.6 £0.0
7.6 £ 0.0

27.0 £ 3.4
30.0 £ 406
228 £0.5
234+ 1.0

25+02
20+0.2

68.9 £+ 14.8
62.0 £ 11.3
39.3 £49
454 +£5.0

807 112+3 808+6

2011

P1

P6

1.7+ 0.2
1.9+ 0.1

2009
2011

P8
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Fig. 2 Molecular microbial biomass of plots according to soil
management. Letters indicate statistical significance (P < 0.05) with
five replicates for synchronic study and three replicates for diachronic
study. No significant differences were observed between the Mis-
canthus crop (P1) compared to annual conventional wheat crop (P6)
for the synchronic study, and during the 3-year Miscanthus implan-
tation (in P8) for the diachronic study

spread by irrigation and/or the deleterious effect of metal
elements on organic matter turnover (Lamy et al. 2000).

Response of microbial community to Miscanthus
crop

The short-term synchronic comparison of microbial abun-
dance and diversity in plot soil under MxG for 4 years (P1)
and plot soil under a conventional crop system with maize
(P6) was conducted in 2011 (Fig. 1). No significant dif-
ference was observed for molecular microbial biomass or
for bacterial diversity, in terms of richness and evenness
(Figs. 2, 3). These results could reflect the impact of trace
metal pollution history as being the main factor structuring
the soil microbial community and homogenizing the
microbial parameters between plots. In addition, the
recalcitrance of organic matter with a high C:N ratio (about
28.5) would explain the poor availability of nutrient
resources for bacteria leading to a low reactivity and high
stability of this community to surrounding changing con-
ditions (Rousk and Baath 2007). On the other hand, the
absence of bacterial discrimination might also be partly due
to the relatively short period of MxG cultivation on this site
(from 2007 to 2011), since this crop is known to require
more than 5 years to become fully established.

As regards fungal 18S rRNA gene sequencing, fungal
diversity was significantly higher under the Miscanthus
crop due to an increase in richness (about 807 taxons for P1
against 726 for P6, Fig. 3), whereas fungal evenness was
similar in both cropping systems. Increases in fungal

richness can be partly due to the halting of certain agri-
cultural practices such as tillage and some use of antifungal
pesticide products in the P1 plot. Soil tillage leads to the
physical breakdown of fungal mycelium and of their
macroaggregates habitats resulting in deleterious effects on
the abundance and diversity of soil fungi (Lienhard et al.
2014). However, our observation can also highlight the
beneficial effect of Miscanthus cropping, since perennial
cover plants provide a stable environment and habitats,
with fresh organic matter input due to the release of root
exudates and the accumulation of litter plant residue litter
on the soil surface (Chauvat et al. 2014). The greater
stimulation of fungi, as compared to bacteria, might result
from their role in litter decomposition, their ability to
produce a wide range of extracellular enzymes enabling
them to use the recalcitrant organic matter such as ligno-
cellulose or other plant polymers. This ability was partic-
ularly relevant on our site where the soil organic matter
was rather recalcitrant (C/N ratio about 28.5). This syn-
chronic study revealed, therefore, a significant higher
stimulation of microbial diversity by Miscanthus cropping
compared to conventional annual wheat crop.

Dynamics of soil microbial communities
during the implantation of Miscanthus crop

To complement the synchronic comparison, diachronic
monitoring was carried out in the P8 plot, planted with
Giant Miscanthus, from 2009 to 2011 (Fig. 1). During this
period, the molecular microbial abundance did not vary
significantly (about 46.6 ng DNA g~' soil in 2009 com-
pared with 413 pg DNA g~' soil in 2011, Fig.2)
according with the synchronic study. The bacterial richness
and evenness parameters remained similar 1 year after
MxG planting but showed a significant increase during the
second year from 2010 to 2011 (Fig. 3, e.g., from 982
taxons in 2009 to 1158 in 2011). These results assessed an
early beneficial effect of the Miscanthus crop on bacterial
diversity, stimulating richness and improving evenness,
possibly via the release of fresh litter and root exudates
containing readily available C-substrates (Karnova et al.
2010).

Monitoring of the fungal community during the 3 years
of Miscanthus cropping revealed a significant increase in
fungal diversity during the first year of Miscanthus
implantation, which was resilient during the second year
(Fig. 3). Similarly, the fungal evenness increased slightly
(but not significantly) during this period. These results
confirmed those obtained with the synchronic study and
lead to the conclusion that Miscanthus crops stimulate
fungal diversity.

The synchronic and diachronic evaluations of the effect
of Miscanthus bioenergy cropping on the microbial
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Fig. 3 Bacterial and fungal richness (a, ¢) and evenness (b, d) of
plots according to soil management. Letters indicate statistical
significance (P < 0.05) with five replicates for synchronic study
and three replicates for diachronic study. For synchronic study, a

community in a long-term wastewater-contaminated site
did not reveal any significant modification of molecular
microbial biomass but highlighted positive effects on
microbial communities diversity. The absence of effect on
molecular microbial biomass might be partly explained by
the young stage of development of this crop (from 2 to
4 years) combined with the strong structuring of the
microbial community brought about by the long history of
metallic and organic pollution of the site. Giant Miscanthus
cropping seemed to have an early effect on bacterial and
fungal diversity by stimulating richness and improving
evenness probably due to the release of fresh organic

significant increase was only recorded for fungal richness in
Miscanthus crop compared o annual conventional wheat crop. For
diachronic study, a significant increase was only observed for
bacterial richness during the 3-year Miscanthus implantation

matter through litter accumulation and root exudation. In
conclusion, Miscanthus planting seemed to provide new
habitats and resources leading to a restoration of soil bio-
logical patrimony and potentially functioning via an
improvement of microbial diversity. Similar results were
observed on this site when soil mesofauna was targeted
(Chauvat et al. 2014; Hedde et al. 2013). Our results
demonstrate that planting a perennial Miscanthus bioen-
ergy crop on contaminated soils can be considered as a
good strategy to restore soil microbial diversity with the
aim to rehabilitate polluted sites for their subsequent
agricultural use.
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Abstract Wastewater can be recycled in agricultural soil
as fertilizer to increase crop yields. However, adding
wastewater induces sometimes ecotoxicological issues
such as pollution by toxic compounds, which may lead to
the loss of arable land. Bioenergy crops such as Miscanthus
X giganteus have been tested to rehabilitate polluted soils,
but the impact of Miscanthus on soil microbes is unknown.
Here, we evaluated the effects of Miscanthus cropping on
bacterial and fungal taxonomic composition in a wastew-
ater-contaminated soil using synchronic and diachronic
evaluation strategies. A 3-year field experiment close to
Paris was set up on an agricultural site irrigated by raw
wastewater for more than one century, thus resulting in
strong metal and organic contamination. Soil microbial
taxonomic composition was characterized by direct anal-
ysis of soil DNA using metagenomic tools such as 454
pyrosequencing of ribosomal genes. Our results demon-
strate that Miscanthus cropping stimulates specific popu-
lations of bacteria such as Rhizobiales, increased by 1.4 in
relative abundance, Nistrospira (x1.5), Azospira (x2), and
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Gemmatimonas (x2), and fungi: Glomeromycota (x3) and
Mortierella (x1.5) for fungi. Noteworthy, these microbial
genera are known to be strongly involved in plant sym-
biosis, organic matter mineralization, and nutrient cycling.
Overall our findings show that Miscanthus cropping
enhances regeneration of soil microbiological functions
and services in polluted soil by stimulating populations
beneficial for soil fertility and crop production.

Keywords Soil pollution - Microbial diversity -
Miscanthus X giganteus - Rehabilitation - Trace metals

Introduction

In France, 29 million hectares of soil are used for agri-
culture, i.e., about 54 % of the surface area of the French
national territory. In these soils, to limit intensive farming and
the input of chemical fertilizer, alternative strategy has been
developed such as the reuse of raw municipal wastewater for
irrigation. To date about 6 % of the agricultural land surface
was irrigated with wastewater, improving soil fertility and
crop productivity (http://www.agreste.agriculture.gouv.fr/
IMG/pdf/primeur292.pdf). However, treated urban wastew-
ater may contain humic substances, heavy metals, pesticides,
products of disinfection, industrial contaminants, microor-
ganisms, inorganic and organic compounds, and pharma-
ceuticals and personal care products. Therefore, such
practices often result in ecotoxicological and sanitary prob-
lems due to the high level of accumulation of toxic exogenous
metallic or organic compounds in these soils (Lamy et al.
2006; Tamtam et al. 2011).

As microorganisms are the most ubiquitous, diverse, and
abundant living organisms in soil, and play key role in a
wide range of biogeochemical cycles with agronomic
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consequences on soil fertility, several studies have inves-
tigated the ecological impact of irrigation with wastewater
on soil microbial communities. In certain cases, raw
wastewater irrigation stimulated microbial abundance and
diversity demonstrating a positive effect of this practice
(Hidri et al. 2010). Contrastingly, other studies highlighted
that the high accumulation of trace metals and organic
pollutants could also lead to an alteration of microbial
abundance and important shifts in community diversity and
composition (Kandeler et al. 1996; Ranjard et al. 2006),
with strong repercussions on soil biological functioning
and ecosystem services (Baath et al. 1998). As a conse-
quence, soils irrigated with wastewater become unsuit-
able for crop production over several generations due to the
decrease in soil fertility and/or hazards of food quality for
human consumption.

In a context of loss of surface area of arable land in
France and more widely in Europe, due to intensive agri-
culture leading to soil erosion, acidification and pollution,
it is now crucial to develop strategy for restoring these soils
by the improvement of their soil biological patrimony. In
this context, phytoremediation technologies have been
developed during the last decade, which consists of
growing plants on polluted soil with an aim to improve
stabilization of the metals in soils or plants, and thus
reducing their biological toxicity and depth migration
(Pavel et al. 2014). Furthermore, plant cover also prevents
bulk erosion and improves soil carbon sequestration, which
can further limit the toxicity and vertical transfer of metals.
Recently, another strategy has been developed to rehabil-
itate agricultural activity on polluted soils: the use of plants
for bioenergy production (Evangelou et al. 2012). One of
the most used plants for bioenergy crop is the C4 grass
Miscanthus x giganteus which is suitable for biofuel crop
in Europe (Lewandowski et al. 2003). Previous studies
have demonstrated that Miscanthus crop stimulates posi-
tively the abundance and diversity of soil collombola
(Chauvat et al. 2014) as well as the resident detritivores
and rhizophagous species of soil invertebrates (Hedde et al.
2013), few works have investigated its impact on soil
microbial communities.

In a previous study, we have demonstrated that planting
Giant Miscanthus on agricultural soils polluted by a long-
term raw wastewater irrigation modifies microbial com-
munity by stimulating bacterial and fungal diversity in
terms of richness (number of species) and evenness
(Bourgeois et al. 2015). These first results revealed that the
implantation of bioenergy crop on polluted soil may rep-
resent a good strategy to restore soil microbiological pat-
rimony. It is now important to elucidate which microbial
populations are shifted by Miscanthus implantation in
order to better understand the functions and more widely
the services that may be subsequently restored.

The aim of this study was to elucidate the effects of
Miscanthus x giganteus cropping on the indigenous
microbial community composition in a long-term con-
taminated soil. Investigations were carried out on a real-
field location close to Paris (Pierrelaye, France), which had
been irrigated with raw wastewater for more than
100 years. These inputs led to the accumulation of a huge
amount of recalcitrant organic matter, especially in the soil
surface horizon, as well as micropollutants, especially Zn,
Pb, Cu, and Cd trace metals (Lamy et al. 2006; van Oort
et al. 2008). The short-term impact of MxG on microbial
communities was assessed by (1) a synchronic comparative
study of plots planted with Giant Miscanthus for 4 years
and a plot under a conventional wheat crop system and by
(2) a diachronic study monitoring bacterial and fungal
community dynamics during 3-year period following the
planting of Miscanthus. Microbial communities were
characterized in terms of bacterial and fungal composition
by identifying the different dominant taxonomic groups by
high-throughput sequencing (454 pyrosequencing) of
ribosomal genes (16S rRNA for bacteria and 18S rRNA for
fungi). We hypothesized that Miscanthus crops may restore
the soil biological functioning through the stimulation of
microbial populations involved in close direct interactions
with plants (i.e., symbiosis) and in nutrient cycling, by
providing new soil habitats and less recalcitrant organic
matter, leading to an increase in soil fertility and plant
productivity in polluted soils.

Materials and methods
Experimental site history and soil sampling design

Studies were conducted on a field site close to Paris within
a ~1200-ha-wide agricultural area at Pierrelaye (France,
latitude, 49°01’N; longitude, 2°10'E). The soils at this site
are sandy textured, classified as Orthic and Albic Luvisols
(IUSS Working Group WRB 2006). For more than a cen-
tury, they have been used for market gardening and irri-
gated with raw wastewater from the urban Paris in order to
increase the organic quality of this soil by supplying C, N,
and K inputs. However, they also led to the accumulation
of recalcitrant organic matter, dissolved salts (carbonates,
phosphates), and metallic pollutants in the surface horizon
of the soil (Lamy et al. 2006; van Oort et al. 2008). As a
consequence, the spreading of raw wastewater was finally
stopped in the early 2000s, and the market gardening was
prohibited to promote cereal cropping and to introduce
bioenergy crops, especially the C4 grass Miscanthus X
giganteus. The experimental site in this agricultural area
was composed of three plots (Bourgeois et al. 2015). The
first, P1 (670 mz), was implanted with Miscanthus crop
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Fig. 1 Relative abundance of
both dominant a bacterial and
b fungal genera (relative
abundance >1 %) in microbial
community under Miscanthus
crop (P1) and annual wheat crop
system (P6) and of both
dominant ¢ bacterial and

d fungal genera (relative
abundance >1 %) in P8
microbial communities for years
2009, 2010 and 2011

(English cultivar from Novabiom®©, France) in 2007. The
second, P6 (450 mz), was under an annual crop system
(tillage and crop rotations of wheat/sorghum/triticale and
maize in 2010), and the third P8 plot (1700 m®) was
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The impact of Miscanthus x giganteus perennial crop-
ping on microbial communities was assessed by (a) a
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synchronic comparative analysis of the microbial com-
munities in the P1 and P6 plots in 2011, and (b) a dia-
chronic study in P8 by monitoring the microbial
communities during a 3-year period of Miscanthus growth
following its planting in 2009 (Bourgeois et al. 2015). All
samples were taken at a depth of 0-20 cm. Five replicates
were collected from P1 and P6, in March 2011 for the
synchronic study, and from P8 in March 2009, 2010 and
2011 for the diachronic study. The soils were sieved
(4 mm), lyophilized at —80 °C and stored at —40 °C.
Major physic and geochemical characteristics (pH, texture,
and trace elements) were determined by the Soil Analysis
Laboratory at INRA (Arras, France), according to standard
international procedures (Table 1).

Microbial taxonomic inventory
Pyrosequencing of 16S and 18S rRNA gene sequences

Microbial DNA was extracted from 1 g of each soil sample
after careful quartering, using a single procedure stan-
dardized by the GenoSol platform (INRA Dijon, France;
Terrat et al. 2012). Bacterial composition was estimated by
454 pyrosequencing of the 16S rRNAV3-V4 gene region
as described by Terrat et al. (2012). The gene fragment
(about 400 bp) was first amplified by using the primers
F479 and R888. Then, a second PCR was run on purified
PCR products from the first PCR, using 10 based-pair
multiplex identifiers (MID) added to the primers at 5’
position to specifically identify each sample. Similarly,
fungal composition was estimated by 454 pyrosequencing
of the 18S rRNA. A gene fragment of about 350 bp was
first amplified using the primers FR1 and FF390. Then, a
second PCR was run on purified PCR products from the
first PCR, using 10 based-pair multiplex identifiers (MID)
added to the primers at 5" position. The PCR products were
finally purified and pyrosequencing was then carried out on
a GS Junior (Roche 454 Sequencing System).

Bioinformatics analysis

A bioinformatics analysis was done using the GnS-Pipe of
the GenoSol platform as described by Terrat et al. (2012).
First, all the 16S and 18S raw reads were sorted according
to the multiplex identifier sequences. The raw reads were
then filtered and deleted based on: (a) their length, (b) their
number of ambiguities (Ns), (c) and their primer(s) se-
quence(s). A PERL program was then applied for rigorous
dereplication (i.e., clustering of strictly identical sequen-
ces). The dereplicated reads were then aligned using
infernal alignment and clustered into operational taxo-
nomic units (OTU) using a PERL program that groups rare
reads to abundant ones, and does not count differences in

Table 1 Physicochemical characteristics and concentration of trace metal elements in studied soils (0-20 cm)

Sand Org. C Tot. N C/IN pH CaCO3 Fe Zn Pb Cu Cd
glkg

Silt

Clay

Year

mg/kg

g/kg

2.55 £0.32
2.73 £ 041
2.65 £ 0.27
2.82 +£0.10

184 + 36
182 £+ 24
159 £+ 20
173 £ 14

389 £+ 113
344 £+ 83
326 + 62
397 £ 137

581 £ 52
593 £ 79
568 + 85
574 £ 42

152+ 13
159 £ 1.6
13.0 £ 1.1
14.6 £ 0.6

423 +63
28.1 £ 7.7
26.8 £54
32.0 £ 5.0

7.6 £ 0.1
7.6 + 0.0
7.6 + 0.0
7.6 £ 0.0

27.0 £ 34
30.0 + 4.6
228 £ 0.5
234+ 1.0

25+02
20+£0.2

68.9 + 14.8
62.0 + 11.3
39.3 £ 49
454 £5.0

80+7 112+£3 808+£6

2011

P6

1.7£02
1.9 £ 0.1

2009
2011

P8
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homopolymer lengths. A filtering step was then carried out
to check all single singletons (reads detected only once and
not clustered, which might be artifacts, such as PCR chi-
meras) based on the quality of their taxonomic assign-
ments. Finally, in order to compare the datasets efficiently
and avoid biased community comparisons, the retained
reads were homogenized by random selection closed to the
lowest dataset. The retained high-quality reads (3044 for
bacteria and 6467 for fungi) were used for taxonomy-based
analysis using similarity approaches against dedicated
reference databases from SILVA (version r111 using the
EMBL taxonomy). The raw datasets are available on the
EBI database system under project accession number
PRJEB9069.

Statistical analyses

For the synchronic study, the bacterial and fungal com-
munity structures of soil samples from P1 and P6 were
characterized using Bray—Curtis distances calculated from
the matrix of OTU. Non-metric multi-dimensional scaling
(NMDS) was applied to graphically depict differences
between microbial communities. Analysis of SIMilarity
(ANOSIM, 999 permutations) was used to test the signif-
icance of the observed clustering of samples on the ordi-
nation plot according to land use. For the diachronic study,
the bacterial and fungal community structures of these soil
samples for the years 2009, 2010, and 2011 were charac-
terized using Bray—Curtis distances calculated from the
OTU’s matrix. Non-metric multi-dimensional scaling
(NMDS) was applied under R software to graphically
depict any differences between these bacterial and fungal
communities. Analysis of SIMilarity (ANOSIM, 999 per-
mutations) was used to test the significance of the observed
clustering of samples on the ordination plot according to
the year of experiment.

Results and discussion

On the Pierrelaye site, irrigation with wastewater led to an
important accumulation of recalcitrant organic matter (high
C:N ratio between 23 and 30) and metal elements, which
was previously described by Lamy et al. (2006) (Table 1).
In a previous study, we have designed synchronic and
diachronic studies to demonstrate a positive effect of
Miscanthus crop on the bacterial and fungal diversity in
terms of number of taxons and evenness (Bourgeois et al.
2015). The goal of the present work is to identify precisely
the bacterial and fungal populations stimulated by Mis-
canthus crop and to deduce the microbial functions that
may be potentially restored.

Influence of wastewater irrigation on soil
microbiological composition

Detailed analysis of the bacterial composition in the dif-
ferent plots revealed similar patterns of population struc-
ture dominated by genera such as Pedomicrobium,
Hyphomicrobium, Massilia, and Flavisolibacter known to
be resistant to heavy metals or organic micropollutants and
characteristic of contaminated soils (Fig. 1a, c¢) (Girvan
et al. 2005; Hong et al. 2015). Moreover, bacteria
belonging to the genus Holophaga (relative abundance
from 6 to 12 %) are known to be involved in sulfide
methylation of metals and polycyclic aromatic hydrocar-
bon degradation (Rosenzweig et al. 2013), whereas those
belonging to genus Steroidobacter (from 4.3 to 4.9 %) are
involved in hormone degradation (Fahrbach et al. 2008).
Fungal communities were also impacted by organic matter
quality and the historical site pollution. The fungal com-
munity in all plots was dominated by genera belonging to
the phylum Ascomycota, with Coniochaeta, Fusarium, and
Chaetomium, which are known to be metal-tolerant
(Fig. 1b, d) (Iram et al. 2009). However, fungi from the
phylum Basidiomycota were also well represented (from 15
to 20.2 %, data not shown), and these fungi are known to
thrive in forest soils because of their ability to degrade
recalcitrant organic matter with a high C/N ratio and lignin
content (Baldrian and Snajdr 2006). Consequently, the
prevalence of such populations in the wastewater-contam-
inated soils can be explained by the high recalcitrance of
soil organic matter observed in the studied plots.

Response of microbial community composition
to Miscanthus crop

The short-term synchronic comparison of bacterial com-
munity taxonomic composition under the 4-year perennial
crop, as compared to the conventional cropping plot P6
revealed no significant modifications (ANOSIM signifi-
cance = (0.256, Fig. 2a). These results were in accordance
with those obtained previously at this site with soil bacte-
rial diversity richness and evenness (Bourgeois et al. 2015).
A closer examination of the relative abundance of bacterial
taxa revealed only a slight increase in Rhizobiales order
represented by the stimulation of genus Burkholderia under
Miscanthus crops (about 3.6 % relative abundance for P1
samples compared to 2.6 % relative abundance for P6
soils, Fig. 1a). Bacteria belonging to this genus are repor-
ted to be root-linked, metal-tolerant, and also involved in N
and C cycling through their strong catabolic versatility and
lytic abilities, which enables them to degrade a wide range
of C-compounds including various biomacromolecules
(Suarez-Moreno et al. 2012). All these attributes suggest a
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Fig. 2 Non-metric multi-dimensional scaling (NMDS) ordination
plots derived from Bray—Curtis distances calculated from the matrix
of a bacterial and b fungal OTU (taxons) for P1 plot and P6 plots. The
stress values for all plots were lower than 0.10 which indicates that
these data were well represented by the two-dimensional represen-
tation. Vectors in the bi-plot overlay were constructed from a matrix
containing the relative abundances of microbial phyla and genera
recovered in more than 1 %. Only correlations <0.05 were included
for bacteria and fungi. The angle and length of the vector indicate the
direction and strength of the variable

restoration of plant-microbe interactions and organic mater
mineralization leading to a stimulation of crop biomass
production not only by enhancing soil fertility but also by
increasing plant metal tolerance (Guo et al. 2011).
Concerning fungal 18S rRNA gene sequencing, signifi-
cant shifts in fungal taxonomic composition occurred
between annual and perennial cropping (ANOSIM signif-
icance = 0.012, Fig. 2b). This observation was in agree-
ment with previous results revealing a positive effect of

Miscanthus crop on fungal community diversity richness
(Bourgeois et al. 2015). More precisely, fungi belonging to
the genus Mortierella were increased under the Miscanthus
crop (6.4 % for P1 compared with 4.7 % for P6, Fig. 1b).
These fungi are highly opportunistic and are known to
degrade fresh organic matter, thus providing readily
available nutrients for plants and organisms. Tardy et al.
(2015) showed that Mortierellaceae proliferate during the
initial phase of crop litter decomposition due to their rapid
growth on simple organic matter. In our case, the stimu-
lation of Mortierella may reflect an increase in easily
decomposable C-substrates in the soil, consistent with an
enhanced release of root exudates by the perennial Mis-
canthus crop. Finally, the phylum Glomeromycota was also
more prevalent under Miscanthus crop than under the
conventional crop system (2.2 % relative abundance for P1
compared to 0.7 % for P6, data not shown). These arbus-
cular mycorrhizal fungi live in symbiosis with plants
through their root systems, providing a higher intake of
nutrients for plant growth with a direct impact on crop
productivity, and also a higher resistance against soil
pathogens (Smith and Read 2008).

Our synchronic study demonstrated that 4 years of
Miscanthus perennial cropping, had no significant impact
on the bacterial community, but led to a shift in fungal
community diversity and composition. Such discrepancy
may reflect that perennial Miscanthus cropping is also
associated with halting of agricultural practices such as
tillage known to affect mainly fungal communities. The
stimulation of root-associated genera suggests that Mis-
canthus cropping is beneficial to the re-establishment of
ecological interactions between plant and soil communities
in contaminated soils, which could in turn provide potential
advantages for plant growth and crop production.

Dynamics of microbial composition
during the implantation of Miscanthus crop

Diachronic monitoring was carried out in the P8 plot,
planted with Giant Miscanthus, from 2009 to 2011 to fol-
low the dynamics of soil microbial taxonomic composition.
During this period, similarity analyses of the bacterial
taxonomic composition revealed significant differences
between 2009 and 2010 and between 2010 and 2011
(p = 0.003, Fig. 3a). From 2009 to 2010, the relative
abundance of Nitrospira bacteria increased (4.9 % in 2010
compared with 3.5 % in 2009, Figs. 1c). These nitrite-ox-
idizing bacteria play an important role in nitrogen turnover
and availability (Dionisi et al. 2002), which is of major
importance at this site where the organic matter is rather
recalcitrant (C:N up to 28.5) and nitrogen poorly available.
As nitrogen availability is often a limiting factor for plant
growth and controls key aspects of the carbon cycle
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plots derived from Bray—Curtis distances calculated from the matrix
of a bacterial and b fungal OUT (taxons) for the P8 plots for years
2009, 2010 and 2011. The stress values for all plots were lower than
0.05 which indicates that these data were well represented by the two-
dimensional representation. Vectors in the bi-plot overlay were
constructed from a matrix containing the relative abundances of
microbial genera recovered in more than 1 %. Only correlations
<0.05 were included for bacteria and fungi. The angle and length of
the vector indicate the direction and strength of the variable

(Gruber and Galloway 2008), an increase in these bacteria
could lead to a higher availability of nutrients for other
organisms and for crop production. From 2010 to 2011,
important decreases in the relative abundance of genera
characteristic of polluted soils, such as Sulfophobococcus
(belonging to the Archaea and generally found in anaerobic
treatments of wastewater) and Flavisolibacter (common
dominant genus in soils heavily polluted with metals), were
observed, whereas other were increased, such as

Gemmatimonas (£3.15 % in 2011 compared with
+1.68 % in 2009), Burkholderia (£3.11 % in 2011 com-
pared with +1.20 % in 2009), Azospira (£2.92 % in 2011
compared with £1.36 % in 2009), and Bradyrhizobium
(£1.44 % in 2011 compared with +1.04 % in 2009;
Fig. 1c). All these genera are also involved in organic
matter mineralization and the nitrogen cycle. In addition,
both Burkholderia and Bradyrhizobium live in the close
vicinity of plant roots with which they have strong inter-
actions (Suarez-Moreno et al. 2012; Guo et al. 2011;
Bottomley et al. 1994). As previously revealed by the
synchronic study, the identity of the stimulated populations
indicate that Miscanthus cropping may help to restore soil
ecological quality by re-establishing biotic interactions
between the plant and the soil microbial community and by
re-initiating the transformations of the C and N cycles.

NMDS analysis of the fungal sequence datasets showed
that no significant differences in community composition
occurred between 2009, 2010 and 2011 (ANOSIM
p = 0.086, Fig. 3b). However, slight modifications did
appear in 2011, highlighting a tendency for the relative
abundance of the phylum Ascomycota to increase under
Miscanthus crop (66.95 % compared with 54.42 % in
2009, data not shown). The increase in this phylum resulted
from the stimulation of saprotrophic genera belonging to
Plectosphaerella, Capronia, and Penicillium, which are
known to benefit from inputs of fresh and easily degradable
organic matter such as that provided by Giant Miscanthus
cropping with time (Fig. 1d) (Allen et al. 2003; Baldrian
et al. 2011). This observed stimulation in 2011 of As-
comycota fungi, a phylum known to be prevalent on non-
polluted agricultural soils, could reflect an increase in
fungal activity associated with organic matter mineraliza-
tion and therefore indicate a renewed rehabilitation of
biological activity and fertility in these polluted soils
(Lienhard et al. 2014).

The synchronic and diachronic evaluations of the effect
of Miscanthus bio-energy cropping on the microbial com-
munity in a long-term wastewater-contaminated site high-
lighted positive effects on microbial community
composition and soil biological quality. The shifts in
microbial composition resulted systematically from the
stimulation of populations involved in plant root associa-
tion and in nutrient cycling. This suggests that Miscanthus
crop may induce a restart of biotic interactions between
plants and organisms as well as of organic matter miner-
alization and nitrogen cycle. This shift in community
composition could lead to the improvement in soil organic
matter turnover, which is low in these soils due to the high
C:N ratio, and therefore to an increased release of nutrients
necessary for plant growth and microbial activity. Our
results demonstrate that planting a perennial Miscanthus
bio-energy crop on contaminated soils may be considered
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as a good strategy for the rehabilitation of polluted sites
and their subsequent agricultural use.
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Un enjeu majeur dans un contexte agroécologique est de remédier a 1’intensification
des pratiques agricoles. En effet l'intensification des pratiques effectuée depuis une
soixantaine d’années avec le développement des systemes de grandes cultures a contribué a
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 a la base de nombreux services d’approvisionnement et de
régulation de nos écosystemes, il devient nécessaire de repenser les systemes de production
agricole. Cette étude se situe donc dans un contexte de gestion des agrosystemes cultivés afin
de mesurer I’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) a I’échelle de la parcelle, I’'impact de cinq traitements agricoles sur 1’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 a suivre la réponse de la biomasse moléculaire
microbienne et de la diversité taxonomique des communautés bactériennes et de champignons
a 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 a court terme, apres seulement
quatre années de différenciation des traitements. Elle répond aux enjeux concernant la
viabilité des écosystemes productifs gérés a des fins de production alimentaire ou énergétique
tenant compte du maintien de services écosystémiques et de la préservation et 1’utilisation
durable de la biodiversité. Cette étude fait partie du projet SOFIA financé par I’ANR
Agrobiosphere et dirigé par Sylvie Recous (UMR FARE INRA Reims). Elle s’appuie sur un
Systtme d’Observation et d’Expérimentation sur le long terme pour la Recherche en
Environnement (SOERE) - Agroécosystemes, Cycles biogéochimiques et Biodiversité
(ACBB) situé a Estrées-Mons en Picardie congu pour étudier 1’évolution des systemes de

grandes cultures et suivre I’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, 1’agriculture a connu une intensification de ces
pratiques ces dernieres 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 francgaises, INRA), une augmentation de I’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 a une
dégradation des agrosystemes a grande échelle due a 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 hétérogene, permet de
stocker des éléments nutritifs, a un rdle de tampon vis-a-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 a la base des services
d’approvisionnement et de régulation de nos écosystemes (Altieri, 1999; Turbé et al., 2010).
Elle agit donc directement sur le développement et le bien étre des sociétés humaines. A
I’heure actuelle, l'intensification agricole est per¢ue comme l'une des plus grandes menaces
pour la biodiversité des sols (Butchart et al., 2010; Duraiappah et al., 2005). Dans un contexte
ou I’agriculture dégrade les fonctions biologiques des sols et les services qu’ils peuvent
rendre, il devient nécessaire de repenser notre modele agricole. Ces prises de conscience ont
conduit au développement d’'un domaine, 1’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-écosystemes, la gestion des pratiques ajoute un autre niveau de
complexité aux forces structurant la biodiversité du sol. Un des parametres les plus
dévastateur des surfaces cultivées et perturbateur pour les sols et leur biodiversité est le
labour. En effet les sols labourés, mis a nus, sont en contact direct du vent et de 1’eau,
entrainant leur érosion, une diminution de la teneur en matiere organique du sol et du
stockage du carbone (Lal & Kimble, 1997). Ils présentent des organismes en plus faibles

quantités dues a 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 a une diminution de leur biomasse et donc a une
baisse de la productivité agricole a 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 a I’autre (Berner et al., 2008). Une réduction
du travail du sol impacte les propriétés physiques comme la structure du sol et sa stabilité,
Iinfiltration de I’eau, mais également les propriétés biologiques comme la structure et le
fonctionnement des communautés microbiennes (Holland, 2004; Tebriigge et al., 1999). De
nombreuses études ont également été menées sur I’importance de la gestion des résidus de
culture sur les microorganismes telluriques. En effet les résidus laissés a la surface du sol
permettent ’apparition d’un habitat favorable aux microorganismes dont le nombre, la
diversité et 1’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 tres nombreux et tres diversifiés
(Curtis & Sloan, 2005). Dans un gramme de sol 1’abondance moyenne des microorganismes
est d’environ 10° individus et leur biodiversité s’éléve entre 10° et 10° especes (Torsvik &
@vreas, 2002). Ces microorganismes rendent de nombreuses fonctions écosystémiques. En
effet, ils décomposent et minéralisent la matiere 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 I’évolution positive ou négative de

nouveaux systemes de culture dans un contexte agroécologique.

Dans ce contexte, les objectifs de cette étude ont été de mesurer I’impact a 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 a Estrées-Mons en Picardie. Les communautés
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microbiennes ont été caractérisées en 2010 sur 1’horizon de sol 0-20 cm avant le
commencement de ’essai et en 2014 apres quatre ans de différenciation de cinq traitements
agricoles sur les horizons de sol 0-5 cm et 5-20 cm afin d’exacerber I’'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 1’état initial, les communautés de bactéries et de champignons du site sont
attendues comme homogenes puisqu’aucun traitement n’a encore impacté les
microorganismes du site. Aprés quatre années de différentiation des traitements, les
communautés bactériennes et de champignons sous culture pérenne de switchgrass (T6)
devraient étre tres différenciées des communautés sous rotation de cultures annuelles avec une
augmentation de 1’abondance des populations liées aux racines de la plante. Les communautés
sous travail réduit (T2 et T3) sont attendues comme discriminées en fonction de 1’horizon de
sol étudié. Elles sont également attendues discriminées des communautés sous labour (T1 et
T4). Le labour étant une pratique délétere 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 a
Estrées-Mons en Picardie (N 49° 52' 32.423", E 3° 1' 53.839"). L’essai a été mis en place en
2009 apres deux ans « d’homogénéisation » des sols. Cette homogénéisation a consisté a
planter du blé d’hiver, de I'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'a 2014). En
2010, cinq traitements ont été agencés faisant varier la rotation culturale (rotation de cultures
annuelles vs culture pérenne a 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.

Traitements
Années Types de culture TH1 T2 T3 T4 T6
Culture Labour / Blé d'hiver
2008/2009 AIE ! i
homoaénéisation Culture intermédiaire X
c?u site Culture Labour / Orge printemps
Culture intermédiaire Moutarde
Culture Pois protéagineux printemps
2010 : e
Culture intermédiaire X
Culture Blé tendre hiver
2011 : T
Culture intermédiaire X .
- Switchgrass
2012 Culture Colza hiver (culture
Culture intermédiaire Moutarde .
- pérenne)
2013 Culture Orge printemps
Culture intermédiaire Avoine diploide
Culture Mais
=L Culture intermédiaire X

Tableau IV.1. Rotations de cultures effectuées sur le dispositif expérimental SOERE ACBB d’Estrées-Mons

T 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

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
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2.2. Stratégies d’échantillonnage

A T’état initial du site en Mars 2010, 5 échantillons de sol ont été prélevés sur chaque
parcelle au niveau de 1’horizon 0-20 cm correspondant a 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 a la fin de D’essai en 2014, un
échantillonnage stratifié a été réalisé, consistant a 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 apres 4 années
d’arrét 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 a 4 mm, lyophilisés (-80°C) et conservés a -40°C au sein du conservatoire de la
plateforme GenoSol (INRA Dijon, http://www?2.dijon.inra.fr/plateforme_genosol/plateforme-

genosol).

105 m ° o ° ° PY ) Bloc 1

85m ° ° ° ° ° e |Bloc2

85m ) e e ° ° e |Bloc3

85m o ° ° L] ° e |Bloc4

48m 42m 42m 42m 42m 48m

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://wwwé 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 fagon globale, la texture et les caractéristiques physico-

chimiques sont tres homogenes sur ce dispositif d’étude.

Argiles Limons Sables C org. N tot.
Traitements g/kg pH g/kg i
T1 20,3+21 727+39 7023 81+01 105+0,7 1,06x0,03 99+05
T2 183+42 745+24 72+24 81+01 102+06 1,03+0,02 99+0,6
T3 174+38 749+13 77+26 8102 10,7+0,8 1,06+0,01 102+0,6
T4 20,1+22 733+12 66+20 81+01 103+0,6 1,03+0,04 99+0,6
T6 189+29 753+18 58+12 81+02 103+0,3 1,03+0,03 10,0+05

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 a 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 électrophorese sur un gel d’agarose calibré a 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 ’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). Apres 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 pyroséquencage 454 de la
région V3-V4 de I’ADNr 16S comme décrit par Terrat et al., (2012). Les fragments de genes
(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 a la position 5’ des amorces pour identifier
spécifiquement chaque échantillon. De facon similaire, la diversité des champignons a été
estimée par pyroséquencgage 454 de I’ADNr 18S. Les fragments de gene 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
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finalement été purifiés et le pyroséquencage a été effectué par la société GenoScreen (systeéme

de séquencage 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 ambiguités, (c) et de la séquence de leur(s) amorce(s). Un programme PERL
a ensuite été appliqué pour une dé-réplication rigoureuse (c’est-a-dire un regroupement des
séquences strictement identiques). Les séquences dé-répliquées ont ensuite €té 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’homopolymeres. Une étape de filtrage a
ensuite été effectuée pour vérifier les single-singletons (séquences rares présentes une seule
fois et non regroupées, qui pourraient étre des artéfacts) sur la base de la qualité de leur
assignation taxonomique. Finalement, afin de comparer 1’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 a 95% de similarité. Le nombre d’OTUs et I’evenness ont été utilis€és 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 dun modele de
variogramme est calculée sur la base des observations qui décrivent la variation spatiale de la
propriété d'intérét. Ce modele est ensuite utilis€ pour prédire la propriété a 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 a I’état initial en 2010 sur I’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) a I’aide du logiciel
XLSTAT (Addinsoft®).

Les structures des communautés bactériennes et de champignons de I’horizon de sol 0-
20 cm avant le commencement de I’essai (2010) ont été caractérisées en utilisant les distances
de Bray-Curtis calculées a 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 1’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, a partir des matrices OTUs, des distances de Bray-Curtis a ’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. Dii a la grande variabilité des
genres bactériens retrouvés, seuls les genres majoritaires retrouvés a plus de 0,3% de la
communauté ont été pris en compte pour I’analyse. Pour les champignons, les genres présents

a 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 indigeénes a été effectué afin de tester I’homogénéité du site d’étude. Pour cela
les communautés de 1’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 1’essai (Figure IV.3). Ces valeurs de
biomasses, comprises entre 14 et 68 ug 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, a

I’intérieur de ce bloc, la biomasse mesurée était similaire dans toutes les parcelles.

e 0 S+ IR ) o ® @ o 9
o = . e Bloc 1
« © o0 © - ® & * 0
Biomasse . .. ©e® @ @0 [ N X
@ moléculaire e o ® e @ ® Bloc?2

microbienne O .. o o @ ¢ 2 0

Gamme de variation

e 14,5ug ADN/g sol

® o » @ Bloc3
.67,7ugADN/g sol ® o0& e ® . =

® £l ¢ o y ® | Bloc4

Figure IV.3. Cartographie de la biomasse moléculaire microbienne a 1’état initial de ’essai (Mars 2010) avant

I’application des cing 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
ug d’ADN par gramme de sol). Le site peut donc globalement étre considéré comme

homogene en ce qui concerne 1’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 a partir des
données de séquencage sont présentées dans le Tableau IV.4. Les valeurs observées sont en
adéquation avec les valeurs fréquemment rapportées dans des systemes agricoles dans

d’autres études (Bourgeois et al., 2015; Bourgeois et al., 2015; Constancias et al., 2014,
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2015). Comme pour la biomasse moléculaire microbienne, quel que soit I'indice étudié,
aucune différence significative n’est apparue entre les communautés des futurs traitements ce

qui montre que le site d’étude est homogene.

T T2 T3 T4 T6
Biomasse moléculaire microbienne 332+11,029,7+11,4 { 328+16,3 | 30,4+83 | 32275
Richesse (nombre dOTUs) | 895 + 91 909 + 152 | 974 + 154 961 + 66 805 + 32
Bactéries 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
Champignons 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 40+04 4,1+0,1

Tableau IV.4. Valeurs de biomasse moléculaire microbienne et des indices de diversité obtenues en 2010 a
I’état initial de 1’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
I’application des différents traitements agricoles, ont été représentées sous forme de plans
NMDS réalisés a partir des données de séquengage (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 1’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 homogene avant le commencement de 1’essai (i.e. les traitements ne sont pas
significativement différents pour 1’ensemble des indicateurs mesurés) ce qui suggere que
I’essai est bien construit pour mettre en évidence des différenciations des communautés
microbiennes pouvant intervenir en réponse aux cinqg traitements agricoles testés dans ce

travail.
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Figure IV.4. Analyses multidimensionnelles non-métriques (NMDS) des communautés bactériennes (A) et de
champignons (B) en 2010 a I’état initial de 1’essai avant I’application des cinq traitements. Les valeurs de stress
sont inférieures a 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

Apres avoir effectué un contréle des communautés microbiennes a 1’état initial de
I’essai en Mars 2010, les objectifs de cette étude ont été de caractériser les communautés
bactériennes et de champignons en mars 2014, apres 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’arrét ou la réduction du travail du sol étant reconnus pour aboutir a 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), I’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 a capter
I’'importance de ce gradient vertical pouvant contribuer a expliquer la différenciation entre les
traitements apres 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 ug d’ADN/g
sol. Quel que soit le traitement ou I’horizon de sol étudié, aucune différence de biomasse
microbienne n’est apparue significative, ce qui indique qu’apres 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 a étre supérieures aux valeurs des traitements T1
et T4 présentant un travail du sol important (labour). Pour les traitements T2 et T3, cette
tendance a I’augmentation est plus marqué dans 1’horizon le plus superficiel (0-5 cm). Ceci
est en accord avec les données de la littérature qui rapportent de telles augmentations liées
principalement a une accumulation de matiere 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 étre expliquée par 1’arrét total du travail du sol et par la présence de
Switchgrass, plante pérenne qui contribue a la croissance microbienne via 1’exsudation
racinaire et I’apport de litiere (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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Traitements | Horizons Biomasse moléculaire microbienne| Richesse des bactéries Richesse des champignons
(ug ADN/g sol) (nombre d'OTUs) (nombre d'OTUs)
1 0-5cm 35,3+4,6 1094 + 33 494 + 35
5-20 cm 36,7+4,5 963 + 183 491+ 67
™ 0-5cm 45,6 £ 8,6 1086 + 63 454 + 92
5-20 cm 37,8+2,7 1129+ 53 487+ 19
T3 0-5cm 45,9 £9,6 1127 + 103 493 + 32
5-20 cm 40,7 £5,8 1079 + 87 468 + 27
T4 0-5cm 33,7£4,0 989 + 26 550 + 26
5-20 cm 33,8+1,4 882 + 150 534 + 62
6 0-5cm 39,4 +£3,5 1063 + 15 480 + 16
5-20 cm 40,9 +£ 10,2 978 + 158 472 + 67

Tableau IV.S. Valeurs de biomasse moléculaire microbienne et de I’indice de richesse obtenues en 2014 apres
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, apreés 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 I’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 a des modifications des pratiques dans des
agro-écosysteémes tropicaux (travail du sol notamment). L’ensemble de ces résultats suggere
donc que le temps nécessaire pour la différenciation de systemes agricoles sur la base de ces
indicateurs est plus long sous des climats tempérés comme celui caractérisant notre site, que
dans des systemes tropicaux. Il est intéressant de mentionner ici que les autres indicateurs
mobilisés sur ce site dans le cadre du projet SOFIA, basés sur 1’étude de la macrofaune, de la
mésofaune et de la nématofaune montrent également une tres faible différenciation des

traitements (résultats non montrés), ce qui renforce cette hypothese.
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
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communautés bactériennes sont différenciées sur 1’axe 2. Plus précisément, les traitements

incluant un labour (T1 et T4) sont tres 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 extrémes. Ces résultats montrent donc qu’apres 4 années, 1’arrét

(T6) ou la réduction (T2 et T3) du travail du sol entrainent une modification de la structure

des communautés bactériennes du sol. Au-dela du travail du sol, la plus forte différenciation

observée pour le traitement T6 peut également €tre attribuée a 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 I’apport de litiere (Hallmann et al., 1997; Mao

et al., 2013; Técher et al., 2011).
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Figure IV.S. Analyses multidimensionnelles non-métriques (NMDS) des communautés bactériennes en 2014

apres quatre ans de différentiation des cinq traitements pour les horizons de sol 0-5 et 5-20 cm. Tl1

(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 I’analyse de la

composition taxonomique des communautés bactériennes qui montre que la discrimination du

traitement T6 est due a 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 rhizosphere et pour inclure notamment des populations

PGPR (Plant Growth Promoting Rhizobacteria) (Kaymak, 2011; Mehnaz & Lazarovits, 2006;

Rodriguez & 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 suggere que 1’arrét 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 rhizosphere tels que Mesorhizobium,
Flavobacterium, Devosia et Enterobacter (Lodewyckx et al., 2002; Rodriguez & Fraga,
1999). Plus que la réduction du travail du sol, la stimulation de ces bactéries dans ces
traitements pourrait étre due a la présence de la culture intermédiaire d’avoine sur les sols au
moment de 1’échantillonnage. Les communautés des traitements T1 et T4 (labour et restitution
des résidus) sont regroupées entre elles et sont donc trés similaires. En comparaison de I’effet
du labour, la fertilisation azotée, diminuée de moiti€ dans le traitement T4, ne semble donc

pas impacter les communautés bactériennes.

Au-dela de la différenciation des traitements discutée dans le paragraphe précédent,
I’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 ’arrét 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-Garcia 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 trés 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 1’horizon 0-5 cm, et par les genres Nitrosococcus et Nitrospira dans
I’horizon 5-20 cm. Le genre Lysobacter est connu pour posséder des capacités lythiques
poussées permettant a ses représentants de dégrader différentes macromolécules (Postma et
al., 2011). La stimulation de ce groupe dans 1’horizon superficiel pourrait donc s’expliquer
par une augmentation de la teneur en carbone en surface généralement observée suite a la
reduction du travail du sol. Les genres Rhizobium, Flavobacterium et Devosia sont quant a

eux connu pour se développer en interaction étroite avec les racines des plantes (Lodewyckx
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et al., 2002). Leur stimulation pourrait étre due a I’inter-culture d’avoine présente sur la
parcelle au moment du prélevement. Par comparaison avec I’horizon 0-5 cm, la stimulation
des genres Nitrosococcus et Nitrospira dans 1’horizon 5-20 cm est cohérente avec les attributs
oligotrophiques de ces populations qui sont caractérisées par des taux de croissance tres
faibles (Koops & Pommerening-Roser, 2001; Tardy et al., 2015). Elle suggere 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 a la formation de nitrate au

cours de la nitrification (Jones et al., 2011; Juretschko et al., 1998).

Comme observé suite a la réduction du travail du sol, 1’arrét du travail du sol dans le
traitement T6 a également induit une différenciation des communautés avec la profondeur.
Cette différenciation pourrait étre 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 litiere 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 a éricoides (Allen et al., 2003), Endogone des champignons ectomycorhiziens
(Ohtaka & Narisawa, 2008) et Diversispora des champignons mycorhiziens a 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 foréts 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).
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Figure IV.6. Analyses multidimensionnelles non-métriques (NMDS) des communautés de champignons en

2014 apres quatre ans de différentiation des cinq traitements pour les horizons de sol 0-5 et 5-20 cm. TlI

(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 suggere donc que la différenciation du traitement T6 est

probablement due a la sélection par la plante pérenne de groupes d’organismes symbiotiques,

mais aussi a I’arrét du travail du sol qui évite la rupture physique des hyphes mycéliens et qui

préserve 1’habitat microbien (Bourgeois et al., 2015; Lienhard et al., 2014; Verbruggen et al.,

2010). La présence de Switchgrass permet donc 1’établissement d’un environnement plus

stable alimenté avec de la matiere organique fraiche en surface (couche de litiere 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 Tlet T4 sont

différenciés des traitements T2 et T3. Ces résultats montrent qu’apres 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 1’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 €tre modulée

par la gestion des intrants organiques puisque les traitements T2 et T3 ne sont pas discriminés.
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De méme, la réduction de la fertilisation azotée ne semble pas moduler I’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 I’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 tres
structurant sur les microorganismes du sol, qui se matérialise par une homogénéisation de la
structure des communautés sur I’ensemble de 1’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’apres 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 1’horizon
superficiel que dans 1I’horizon profond. Ceci suggere 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 systemes sous travail réduit (Sun et al., 2011; van Groenigen et al., 2010;
Vian et al., 2009). Cette hypothese 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-dela de
I’arrét 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 I’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’apres 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
I’amélioration de I’absorption d’azote et de phosphore (Abbott & Robson, 1984; George et
al.,1992), et la protection contre des microorganismes pathogenes (Linderman & Hendrix,

1982). Cette différenciation pourrait étre 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 liticre organique), et dans le sol
au niveau des racines par la production d’exsudats racinaires ou encore par les racines en
décomposition. Dans I’horizon superficiel 0-5 cm, la stimulation des genres Dictyosporium et
Hyaloscypha suggere en revanche que la différenciation des communautés pourrait étre
expliquée par I’accumulation de la litere 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, a court terme, I’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
agrosystemes pour la production alimentaire et énergétique tout en préservant et utilisant
durablement la biodiversité des sols. Apres 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 maticre organique facilement dégradable et utilisable

(Fontaine et al., 2004; Fontaine et al., 2003; Schimel, 2003).

Dans un contexte de mise en place de nouveaux agrosystemes 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 a 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 a la croissance des plantes et a la production
végétale. La plantation de Switchgrass, quant a elle, semble €tre 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 these

Les communautés microbiennes jouent un role majeur dans le fonctionnement
biologique du sol et sont sensibles a leurs changements de mode d’usage. De nombreux outils
moléculaires ont été développés afin d’étudier les communautés via la caractérisation de leur
ADN. IIs 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 étre éprouvées
dans un cadre standardisé, et qui doivent étre appliqués dans des situations expérimentales

aussi bien au laboratoire qu’au terrain.

Dans ce contexte, les objectifs principaux de cette these 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 controlées,

- de tester au terrain la capacité de ces deux indicateurs a rendre compte de modifications des
communautés de bactéries et de champignons en réponse a (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 variabilit¢ méthodologique de deux bioindicateurs microbiens: la biomasse
moléculaire et la diversité taxonomique microbiennes, a été de tester au laboratoire en
conditions controlées. 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 a chaque
sol, permettant de discriminer les sols de forét, 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 I’importance de 1’utilisation d'une seule procédure d'extraction d'ADN du
sol standardisée dans un contexte d’écologie microbienne moderne ou des études de
métagénomique sont effectuées a grande échelle. En effet, nos résultats ont montré que
I’image de la diversité microbienne obtenue par séquengage 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 méme sol. Malgré toutes les étapes techniques pouvant mener a des biais, de
I’extraction de I’ADN du sol a I’analyse bioinformatique des données de séquengage 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 variabilit¢é de ces deux bioindicateurs
microbiens dans d’autres laboratoires a partir des mémes échantillons de sol afin de mettre en
évidence leur reproductibilité a 1’échelle aussi bien nationale qu’internationale. Cela
permettrait d’envisager leur normalisation et de faciliter I’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, I’amélioration perpétuelles des procédures d’extraction
de I’ADN microbien du sol et de caractérisation des communautés aussi bien en termes
d’abondance que de diversité (i.e. passage des techniques de séquencage massif telles que le
pyroséquencgage 454 a I’Illumina...) rend difficile la normalisation d’un bioindicateur afin de
I’utiliser a grande échelle. Une procédure standardisée de caractérisation de la diversité des
communautés devra donc étre évolutive pour suivre les développements méthodologiques qui

sont tres 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 a vocation énergétique
(Miscanthus x giganteus) en termes de réhabilitation de 1’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 déja 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 a 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 apres implantation de cette culture pérenne peut €tre 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 €tre 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 particulieres connues pour
vivre en étroite relation avec la plante (formation de symbioses) et pour étre impliquées dans
le recyclage des nutriments du sol et notamment 1’azote ce qui est d’'une grande importance
pour ces sols présentant un fort ratio C/N. La culture pérenne de Miscanthus x giganteus, déja
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), apparait donc également comme une pratique favorable a la réhabilitation des

propriétés microbiologiques de ces sols a court terme.
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Au-dela 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 a court terme
I’'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 1’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, 1’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
I’intensification de 1’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 systemes agricoles est long sous des climats tempérés, sur la
base de ces indicateurs.

La composition taxonomique des bactéries et des champignons s’est révélée étre un
bioindicateur sensible, avec une réactivité précoce des communautés en fonction de I’intensité
du travail du sol (labour vs. travail réduit vs. non travail), marquée par la stimulation de
populations particulieres. Les attributs écologiques connus de ces populations suggerent 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 systeme 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 étre 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 a la biomasse
moléculaire microbienne. A court terme, la diversité taxonomique est apparue plus sensible
que la biomasse microbienne a la mise au point de pratiques innovantes pour réutiliser des
sols pollués et en réponse a des modifications du travail du sol et de la gestion des résidus de
culture. Ces résultats ont montré la nécessité de baser nos conclusions a 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 systemes 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 fagons 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 agrosystemes.
3. Perspectives

Les résultats de ce travail de these 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 I’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 1’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 reproductibilit¢ 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 sensibilit¢ des deux bioindicateurs a été mesurée dans deux contextes
agronomiques particuliers, a 1’échelle de la parcelle agricole, sur des sols présentant des
caractéristiques physico-chimiques homogenes et non représentatives de 1’hétérogénéité des
sols retrouvés a 1’échelle nationale. Leur sensibilité aux modifications de pratiques agricoles
ou leur réponse en environnements pollués devraient étre mesurée dans d’autres essais
présentant des types de sol différents pour conforter la généricité des résultats. Pour cela, il
pourrait étre intéressant de mettre en place d’autres sites expérimentaux présentant les mémes
traitements agricoles, les mémes cultures, les mémes itinéraires techniques, pour pouvoir
suivre I'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 a 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 ’'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 I’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 complete), la fertilisation
(normale/réduite de 50%/absente), et la gestion des cultures intermédiaires (culture
intermédiaire picge a nitrates/absence de culture intermédiaire) ; permettant d’établir une
hiérarchie des pratiques selon leurs impacts positifs ou négatifs sur les communautés

microbiennes des sols a court, moyen mais aussi a long terme.
3.3. Effectuer des essais a long terme

Nos résultats et conclusions correspondent a des évaluations de la sensibilité des
bioindicateurs menées a court/moyen terme. De fait, des interrogations subsistent quant a la
réactivité des bioindicateurs a plus long terme. En effet, a partir de combien de temps est-il
possible d’observer la résilience de D'effet de pratiques agricoles négatives sur les
communautés microbiennes des sols ? Quelle est la durée nécessaire a la réhabilitation de sols
pollués ? De plus, il est reconnu qu’a long terme les cultures pérennes tendent a diminuer la
biodiversité de la faune du sol mais aussi des oiseaux et d’autres especes végétales (Dauber et
al., 2010). Plusieurs questions se posent donc : qu’advient-il de la diversité microbienne sous
culture pérenne a long terme ? Est-il vraiment intéressant de relancer 1’économie de sols
pollués si en retour la pratique effectuée pour y parvenir tend a impacter négativement la
biodiversité de ces sols ? Afin de répondre a 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’étre utilisé en routine, un bioindicateur nécessite d’€tre robuste techniquement
et sensible aux variations de gestion des sols. Pour une utilisation en tant qu’outils d’aide a la
décision des modes de gestion des sols, un bioindicateur doit également &tre associé a un
référentiel d’interprétation. Un référentiel permet de définir une gamme de « valeurs
normales » de 1’indicateur pour un environnement pédoclimatique donné. Le positionnement
des valeurs mesurées dans un référentiel permet donc d’évaluer I’impact de 1’utilisation du sol
sur le bioindicateur et ainsi d’établir un diagnostic de 1’état microbiologique du sol. Tres peu
de ces référentiels existent actuellement mais leur mise en place commence a se développer a
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 Sadne-et-
Loire (communication personnelle). Des modeles 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 a 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
Iactivité des communautés de bactéries et de champignons impliquées dans les
transformations de la matiere organique du sol, une fonction déterminante pour la fertilité des
sols (Tardy et al., 2014). Dans la continuité des travaux de cette these, il apparait nécessaire
de déterminer la signification fonctionnelle réelle des bioindicateurs que 1’on a pris en compte
pour différentes fonctions d’intérét comme la décomposition de la matiere 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 étre
effectuées consistant a coupler des outils d’écologie fonctionnelle (mesure d’émissions de
CO; suite a un apport de résidus végétal marqué au BC ou des émissions de N,O) 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.

Keywords
Trophic groups; invertebrates; microorganisms; tillage; residues; fertilization
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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 (Systemes d'Observation et d'Expérimentation pour la
Recherche en Environnement Agrosysteémes 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 TO) 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™ yr”' 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™ yr' except for treatment RN which received 43 kg N ha™ yr''. 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 fixingin a formaldehyde-glycerol mixture and transferring to mass slides. On
average, 185 nematodes per mass slide were identified to the family or genus level at400 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: 7H = (1 -y, p? ) /(q — 1),(Equation 1)

p represents the relative abundance of taxa and ¢ 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 g values. Most commonly measured diversity indices are special cases of Hill numbers,
with Hill numbers of order g = 0 corresponding to species richness, ¢ = 1 to Shannon entropy and g = 2 to

Simpson diversity. Thus, various orders of ¢ emphasize different aspects of diversity, from describing the
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diversity of essentially rare taxa at low values of ¢ to describing the diversity of most abundant taxa at
large values of g.

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 TO represents initial conditions with undifferentiated treatments, any textual or graphical
reference to treatments at TO 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 TO (+ 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 TO 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 g, 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 TO 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 TO 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 (Sdnchez-
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 Setild, 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.

Crop residue

Code Treatment Soil tillage N fertilization rate
management
CONV Conventional Annual ploughing Returned Reference*
RT Reduced tillage Shallow tillage Returned Reference
RT-RR Reduced tillage and residue Shallow tillage Exported Reference
removal
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).

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
CaCo; g kg-1 2.00 1.00
CEC* cmol kg-1 12.00 1.00
Bulk density gcm-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 498  0.011" 16.45 <0.001" 2.72  0.056' 6.57  0.003
Treatment
Date TO 3.37 0.068 0.46 0.717 0.06 0.979 141 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 0.434 481  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 TO 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

fSignificant differences between dates (post-hoc Tukey tests) : Surface predators: TO<T4 ; mesopredators: TO<T4<T2; micropredators: TO>T2;

geosaprophages : TO=T4<T2 ; microbi-detritivores : T0<T2=T4 ; microphytophages : T0>T2>T4 ; microbial decomposers: TO<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 g (Equation 1) on the x-axis, with weight given to common taxa increasing with
increasing value of g. The different agricultural treatments were not implemented at date TO and the distinction
between curves serves as an indication of initial variability.
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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.
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