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PROBLEMATIQUE ET OBJECTIFS 
 

Pour gérer, protéger, voire réhabiliter un écosystème, il est indispensable de le comprendre. 

Cette compréhension repose sur la connaissance des composants et du fonctionnement de 

l’écosystème (Guinberteau & Courtecuisse, 1997).  

Les microeucaryotes forestiers, tels que les champignons et oomycètes, sont des acteurs 

majeurs de l’écosystème de par leur abondance et de par les fonctions qu’ils assurent.  

L’étude de la biodiversité, des effets directs ou i ndirects des pressions du m ilieu sur les 

écosystèmes, et la conception de méthodes et outils pour le suivi de ces écosystèmes font 

partie des domaines de recherches du département INRA Ecologie des forêts, prairies et 

milieux aquatiques (EFPA). Les travaux de recherche de l’UMR Interactions Arbres-

Microorganismes s’inscrivent dans ces domaines et portent notamment l’accent sur les 

champignons symbiotiques.  

Le projet européen BACCARA (Biodiversity And Climate Change : A Risk Analysis) 

s’inscrit quant à lui dans le contexte des changements globaux et s’est notamment donné pour 

objectif scientifique d’évaluer l’impact du changement climatique sur les communautés 

végétales et les communautés d’organismes associées telles que celles des herbivores, des 

champignons et oomycètes pathogènes. Plus largement, le projet BACCARA est guidé par 

trois axes : le changement climatique, le fonctionnement forestier et la biodiversité. Plusieurs 

groupes de travail ont tenté de comprendre les liens entre ces trois axes (Figure 1). 

Particulièrement, cette thèse s’inscrit dans le groupe concernant la réponse de la diversité au 

changement climatique. Un deuxième groupe de travail s’est focalisé sur l’effet de la 

biodiversité forestière sur le fonctionnement de l’écosystème et un t roisième groupe s’est 

donc intéressé à l a problématique de l’impact du changement climatique sur le 

fonctionnement forestier via la modification de la biodiversité.  

 

Pour les communautés microbiennes, comme celles des champignons et des oomycètes, le 

pré-requis majeur à l’évaluation de l’impact du changement climatique est une meilleure 

connaissance de la réponse de ces organismes aux variables climatiques, et en particulier à la 

température. 
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Dans le but de mieux évaluer l’influence des paramètres environnementaux sur la structure de 

ces communautés des organismes eucaryotes filamenteux, il est légitime de I) développer les 

outils permettant d’étudier ces espèces microbiennes et II) d’acquérir et diffuser des 

connaissances fondamentales sur l’écologie de ces communautés.  

 

Concrètement, les objectifs ont été de : 

i) décrire, en terme de diversité et de structure, les communautés fongiques et d’oomycètes à 

différentes échelles spatiales (locale, régionale et continentale),  

ii) caractériser les variables abiotiques, notamment climatiques et édaphiques, structurant ces 

communautés,  

iii) évaluer l’importance relative de ces différents facteurs pédoclimatiques le long de 

gradients géographiques. 
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Figure 1. Les axes et les groupes de travail (WP) du projet Européen BACCARA (2009-
2012). 
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INTRODUCTION 
 

Le sol forestier est un habitat réservoir de microorganismes. En effet, les bactéries, les 

champignons et les oomycètes sont des composants de l’écosystème forestier, et participent 

activement à son fonctionnement, en particulier par leur implication dans la dynamique des 

cycles biogéochimiques. A ce j our, les connaissances sur la diversité et les facteurs de 

structuration de ces communautés microbiennes sont encore incertaines et constituent un front 

de science activement étudié (Buée et al., 2009 ; Fierer et al., 2009 ; Peay et al., 2010 ; 

Tedersoo & Nara, 2010).  

En tant que microorganismes, les avancées obtenues à propos des bactéries, profitent aux 

études sur les champignons. Généralement, les connaissances en écologie des communautés 

bactériennes précédent celles sur les champignons. Les communautés bactériennes 

(procaryotes) sont dominantes dans les sols forestiers et sont plus extensivement étudiées que 

les communautés fongiques (eucaryotes). En effet, les bactéries sont extrêmement 

nombreuses et diverses. Les estimations par gramme de sol sont de l’ordre de 4.2 × 1010 

cellules bactériennes (comptage par microscopie) à 4.2 × 106 unités formant colonies 

(comptage sur boîtes de Petri) pour plusieurs milliers d’espèces différentes (Torsvik & 

Øvreås, 2002 ; Schloss & Handelsman, 2006 ; Uroz et al., 2011a). Dans une étude 

métagénomique, Uroz et al., 2013 montrent que les bactéries seraient ainsi 100 à  1000 fois 

plus abondantes que les champignons sur la base de la séquence de l’ARN ribosomal, et 

représenteraient jusqu’à 94% des séquences ADN connues dans le sol. Les bactéries sont 

impliquées dans les cycles biogéochimiques, par exemple dans l’altération des minéraux et 

des composés organiques (Uroz et al., 2011b ; Lepleux, 2012 ; Uroz et al., 2013).  

Les travaux présentés dans ce manuscrit s’intéressent principalement aux champignons et aux 

oomycètes mais feront quelques références aux bactéries dans la partie discussion. 

 

1. Les communautés microbiennes eucaryotes telluriques forestières  

 

1.1. Définitions et concepts 

 

Une communauté est l’ensemble des espèces, formant chacune une population, coexistant 

dans un e space géographique donné. Un assemblage correspond à un groupe d’organismes 

taxonomiquement proches. Le terme ‘assemblage’ est donc plus restrictif. Communauté et 

http://www.ncbi.nlm.nih.gov/pubmed?term=%C3%98vre%C3%A5s%20L%5BAuthor%5D&cauthor=true&cauthor_uid=12057676
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assemblages peuvent se décrire selon leur structure et leur fonctionnement. La notion de 

structure regroupe plusieurs caractéristiques de la communauté (Ricklefs & Miller, 2000 ; 

Koide et al., 2011) :  

- la richesse (le nombre d’espèces) 

- l’abondance (le nombre d’individus de chaque population) 

- la composition (l’identité des espèces) 

- la nature de la répartition des espèces dans l’espace (par exemple uniforme ou non) 

- la nature des interactions entre les taxons (par exemple, compétition ou mutualisme). 

Le fonctionnement concerne les flux d’énergie et de matière, la productivité et la résilience 

aux perturbations (Ricklefs & Miller, 2000).  

Cette thèse s’intéresse à la richesse, la composition et la répartition dans l’espace des 

communautés microbiennes. 

 

1.2. Fonctions écosystémiques et rôle structurant  

  

Les microorganismes du sol assurent des fonctions essentielles à la pérennité de l’écosystème 

forestier. Notamment les champignons interviennent de façon déterminante dans les cycles 

biogéochimiques par leur capacité de dégradation de la matière organique et influencent 

fortement les communautés végétales, de par des effets mutualistes et/ou parasitaires sur ces 

dernières.  

 

1.2.1. Participation aux cycles biogéochimiques 

 

Les microorganismes participent aux cycles biogéochimiques du c arbone, de l’azote et du 

phosphore notamment (Robinson et al., 2005 ; Smith & Read, 2008 ; Singh et al., 2010). Par 

exemple, les microorganismes contribuent au cycle du carbone par le stockage de carbone 

(forte biomasse d’organismes fongiques dans les sols), les processus de respiration 

hétérotrophe et la décomposition de la matière organique, comme la litière ou le bois mort 

(Lindahl et al., 2007 ; Rajala et al., 2010 ; Clemmensen et al., 2013). De cette manière, les 

champignons saprophytes et symbiotiques, grâce à la sécrétion d’enzymes qui dégradent la 

matière organique, participent au recyclage des éléments nutritifs et donc au maintien de la 

fertilité du sol (Buée et al., 2005 ; Courty et al., 2010). De plus, en transférant des nutriments 

à l’hôte végétal, les champignons symbiotiques agissent comme des fournisseurs de 
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ressources en échange du carbone issu de la photosynthèse (Wolters et al., 2000 ; Smith & 

Read, 2008).  

 

1.2.2. Structuration des communautés végétales 

 

Les communautés fongiques du s ol affectent très fortement la structure des communautés 

végétales et en particulier leur diversité. Les champignons symbiotiques peuvent en effet 

modifier  la diversité en végétaux de manière positive ou négative selon le contexte (van der 

Heijden et al., 2008). Toutefois, ces conclusions concernent principalement les champignons 

mycorhiziens à arbuscules car ces phénomènes sont plus difficiles à mettre en évidence pour 

les champignons ectomycorhiziens (EcM) qui sont en association avec des plantes pérennes 

(Klironomos et al., 2011). Le rôle de ces microorganismes serait pourtant crucial pour la 

colonisation des milieux par les plantes, en augmentant notablement leur croissance et en 

contribuant également à les protéger contre les agents pathogènes du s ol. Par exemple, 

Hendrix et al. (1973) mentionnent le cas de la ‘Little leaf disease’ des pins engendrée par 

Phytophthora cinnamomi Rands qui infecte et détruit seulement les racines non mycorhizées 

et les apex racinaires. Quatre phénomènes ont été proposés pour expliquer cette protection des 

hôtes par les symbiontes : 

- en établissant une barrière physique, le champignon symbiotique limite le contact 

entre l’agent pathogène et l’hôte végétal. 

 - le champignon établi une ‘barrière biochimique’ (communication/compétition 

moléculaire entre les microorganismes) 

- le champignon entre en compétition avec l’agent pathogène pour la ressource 

carbonée (Stenstrom et al., 1997)  

- le champignon augmente la vigueur et la robustesse de l’hôte, ce qui améliore 

indirectement sa capacité de résistance aux agents pathogènes (Wehner et al., 2010).  

Parallèlement, les agents pathogènes agissent sur la structuration et la diversité des végétaux 

(Gilbert, 2002 ; Burdon et al., 2006). Les oomycètes du genre Phytophthora sont par exemple 

connus pour provoquer des maladies sévères sur de nombreuses espèces de plantes, que ce 

soit en milieu agricole ou forestier (Erwin & Ribeiro, 1996). Par exemple, Phytophthora 

ramorum est impliqué dans la forte mortalité des chênes et des mélèzes ainsi que dans la 

maladie d’arbres ornementaux (Grünwald et al., 2008) et Phytophthora alni induit des 

dépérissements chez les aulnes (Brasier et al., 1995 ; Thoirain et al., 2007). 
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Figure 2. Illustration des formes vivantes de champignons et oomycètes. 
(A) carpophore de Laccaria bicolor, (B) mycélium de Paxillus involutus en culture sur milieu 
gélosé, (C) urédospores de Melampsora larici-populina, agent de la maladie de la rouille 
foliaire du peuplier, (D) mycorhize de Laccaria amethystina et (E) Phytophthora cambivora 
(cyste et microsporangium) (Vannini et al., 2013 ; ©  2013 Federation of European Microbiological Societies 

Published by John Wiley & Sons Ltd. All rights reserved)  
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Plusieurs espèces du genre Phytophthora tels que Phytophthora citricola et Phytophthora 

cambivora sont pathogènes sur les hêtres et peuvent occasionnellement être impliquées dans 

des dépérissements (Jung et al., 2005 ; Orlikowski et al., 2006). Packer & Clay (2000) ont 

montré que la présence d’un autre genre oomycète, Pythium, dans le sol autour d’un cerisier 

noir (Prunus serotina) inhibe l’établissement de ses descendants mais pas ceux des autres 

espèces. Ainsi, cet agent pathogène influence la distribution spatiale de l’hôte car il force 

l’établissement des nouveaux individus à distance de l’arbre mère infecté ; par cette effet, il 

favorise la richesse locale en permettant l’établissement d’une autre essence à proximité de 

l’arbre mère (Packer & Clay, 2000 ; van der Putten et al., 2000). En créant des perturbations 

locales, les organismes pathogènes influencent donc fortement la structure et la diversité des 

communautés végétales (Gilbert, 2002). En résumé, les champignons et oomycètes jouent un 

rôle écologique essentiel étant donné les multiples interactions et fonctions qui les lient entre 

eux et aux autres organismes forestiers.  

 

1.3. Caractéristiques générales  

 

Les communautés de microorganismes du s ol comprennent des organismes d’une grande 

diversité morphologique, phylogénétique et fonctionnelle. En effet, ces organismes peuvent 

prendre plusieurs formes, appartiennent à des groupes taxonomiques variés et présentent des 

modes de vie très diversifiés.  

 

1.3.1. Les différentes formes morphologiques et mode de vie 

 

Les champignons seraient les plus abondants en terme de biomasse dans le sol (Baldrian et 

al., 2013 ; ) et peuvent produire jusqu’à 200 mètres d’hyphes fongiques par gramme de sol 

(Leake et al., 2004). Les oomycètes sont présents dans le sol mais certainement en moindre 

proportion. L’estimation est délicate car les études quantitatives sont généralement faites sur 

des tissus infectés (racines, feuilles) (Tomlinson et al., 2005 ; Chandelier et al., 2006). Les 

formes vivantes de ces organismes dans le sol sont le mycélium, la mycorhize et les 

propagules telles que les spores ou les sclérotes (Figure 2).  
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Figure 3. Répartition de 216 e spèces fongiques inventoriées sur un s ite forestier selon 
leur statut trophique.  
La moitié des espèces sont des champignons ectomycorhiziens (ECM) et l’autre moitié 
comprend des champignons saprophytes vivant sur branches et tronc morts (SBM), ou s ur 
arbre vivant (SBV) ou sur brindilles (SB), des saprophytes décomposeurs de litière (SDL) et 
d’autres saprophytes (AS). D’après Buée et al. (2006). 
 

 

 
Figure 4. Classification actuelle des Fungi et des Oomycètes. 
(A) Arbre phylogénétique représentant le lien entre les oomycètes et les champignons. 
Reprinted by permission from Macmillan Publishers Ltd: [Nature Reviews Microbiology] 
(Raffaele & Kamoun, 2012), copyright (2012). (B) Détail de quelques phyla et genres des 
Fungi et Oomycota. Noter que les Zygomycota sont reclassées dans plusieurs divisions dont 
celle des Mycoromycotina. www.ncbi.nlm.nih.gov/Taxonomy/CommonTree 
 
 

A BA B

http://www.ncbi.nlm.nih.gov/Taxonomy/CommonTree
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Le mycélium est la forme végétative d’un champignon et correspond à un réseau de filaments. 

Certaines espèces, telle l’armillaire, sont sous forme d’un cordon mycélien,  nom mé 

rhizomorphe. La mycorhize est l’organe de la symbiose entre un apex racinaire d’un hôte 

végétal et une espèce de champignon. Plusieurs espèces de champignons peuvent coloniser les 

multiples apex racinaires d’un même hôte et même coexister au sein d’un même apex 

(Rosling et al., 2003 ; Tedersoo et al., 2009). Les propagules sont des formes de survie dont la 

viabilité peut être conservée plusieurs années (Nguyen et al., 2012). Il existe le sclérote et la 

spore, qui sont des structures de survie ou d e conservation, même si cette dernière forme 

inclue la notion de dispersion et de reproduction. 

Les organismes peuvent être classés selon leur mode de vie, défini par le mécanisme 

d’acquisition des ressources. Les saprophytes (décomposeurs) utilisent le carbone de la 

nécromasse et les parasites détournent à leur profit le carbone d’un végétal autotrophe vivant. 

Selon la nature de l’interaction avec l’hôte, les microorganismes sont dits ‘commensaux’ 

lorsqu’ils n’ont aucun effet sur l’état de l’hôte, ‘pathogènes’ lorsqu’ils occasionnent des 

dommages à l’hôte et ‘symbiotiques’ lorsqu’ils établissent avec l’hôte une relation à bénéfices 

réciproques. 

Deux types de symbiose impliquant les champignons sont principalement décrites : la 

symbiose endomycorhizienne, qui concerne les herbacées et quelques arbres tels que l’érable 

et le frêne, et la symbiose ectomycorhizienne qui implique la plupart des espèces ligneuses 

(Smith & Read, 2008). Ainsi, les champignons ectomycorhiziens représentent une part très 

importante de la diversité fongique forestière. Par exemple, sur le site expérimental de Breuil-

Chenue, Buée et al. (2011) ont montré que 50% des espèces fongiques telluriques identifiées 

sont ectomycorhiziennes (Figure 3). Cette proportion est toutefois très variable car elle peut 

s’élever à 70% selon les études (Richard et al., 2004). Les autres champignons sont 

majoritairement des saprophytes et la part des agents pathogènes est mal connue. 

 

1.3.2. Les différents groupes taxonomiques 

 

Les champignons et les oomycètes sont classés taxonomiquement dans des règnes différents 

(Figure 4 A et B). Le règne des champignons (Fonge ou flore fongique) se subdivise en sept 

phyla (Ascomycota, Basidiomycota, Chytridiomycota, Glomeromycota, Blastocladiomycota, 

Neocallimastigomycota, Microsporidia), 35 classes et 129 or dres sur la base d’une 

classification phylogénétique (Hibbett et al., 2007 ; Figure 4B).  
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Le sous-règne des Dikarya (ensemble des Ascomycota et Basidiomycota), le plus étudié, est 

aussi le plus diversifié et le plus représenté dans le sol. Toutefois, d’autres groupes, 

notamment le genre des Mortierella, seraient encore incomplètement décrits (Nagy et al., 

2011). Les oomycètes, autrefois parmi les champignons, sont actuellement classés dans le 

règne des Straménopiles (Figure 4B ; Blair et al., 2008). Ils comprennent des agents 

pathogènes forestiers, notamment dans les genres Phytophthora et Pythium. Le genre 

Phytophthora compte dix clades définis sur la base de la phylogénie de sept gènes nucléaires 

(Blair et al., 2008). Toutefois, les estimations de diversité suggèrent fortement que les 

champignons et les oomycètes sont des groupes incomplètement décrits (Hibbett et al., 2011 ; 

Kroon et al., 2012). 

 

1.4. Diversité  

 

1.4.1. Concepts 

 

La diversité est une propriété centrale en écologie et elle se décompose en deux informations 

complémentaires : la richesse taxonomique (le nombre de taxa) et l’abondance relative de 

chaque taxon au sein de la communauté (Konopka, 2009). La richesse spécifique correspond 

plus précisément au nombre d’espèces. Les mesures de richesse et diversité sont donc 

intimement liés à la définition d’une espèce. Or, le concept d’espèce est particulièrement 

complexe en écologie microbienne du fait de la nature microscopique et de la biologie même 

des organismes considérés. On distingue trois concepts d’espèce : phénotypique, biologique et 

phylogénétique selon les critères choisis pour regrouper des individus (Taylor et al., 2000). Le 

concept dominant est celui de l’espèce phénotypique définie principalement sur des critères 

morphologiques. Face au manque de caractères morphologiques adéquats pour différencier 

certaines espèces, les taxonomistes se sont tournés vers d’autres critères. Le concept d’espèce 

biologique repose sur la notion d’interfécondité des individus, la viabilité et la fertilité de la 

progéniture et ne s’applique donc que pour les organismes à reproduction sexuée. Ce concept 

a permis de séparer des espèces difficiles à distinguer morphologiquement, par exemple chez 

les armillaires (Baumgartner et al., 2011). Enfin, une espèce phylogénétique regroupe des 

individus ayant une généalogie concordante pour un ensemble de gènes, c’est-à-dire ayant un 

ancêtre commun. Cette concordance se base sur l’homologie de séquences nucléotidiques: 

plus l’homologie est grande, plus les individus sont phylogénétiquement proches. Ce 

troisième concept est utilisé pour montrer que Cenococcum geophilum serait un complexe de 
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plusieurs espèces (Douhan et al., 2007). Le seuil d’homologie à partir duquel deux individus 

sont considérés être de la même espèce peut être variable (discuté plus bas).  

 

1.4.2. La diversité en chiffres 

 

La diversité des champignons sur Terre est estimée entre 500 000 et 5,1 millions d’espèces 

(Bass & Richards, 2011). La question est toujours en débat et il est probable que ce qui est 

déjà décrit est encore peu représentatif de ce qui existe réellement (Bass & Richards, 2011 ; 

Hibbett et al., 2011). La diversité des champignons EcM est quant à elle estimée entre 20 000 

et 25 000 (Rinaldi et al., 2008). La description très récente de la classe des 

Archaeorhizomyces (Rosling et al., 2011) illustre bien le potentiel de diversité du règne 

fongique. Concernant les oomycètes, plus d’une centaine d’espèces appartenant au genre 

Phytophthora a été identifiée à ce j our dont la moitié durant la dernière décennie (Figure 5 ; 

Kroon et al., 2012) et Brasier (2009) estime que 200 à 600 espèces pourraient exister. Pour le 

genre Pythium, environ 250 e spèces ont été recensées mais la description de nouvelles 

espèces s’est également accélérée durant la dernière décennie (Figure 5 ; Levesque, 2011). 

Ceci révèle que les oomycètes pathogènes, tout comme les champignons, sont encore mal 

connus, d’autant plus que pour les oomycètes, les récentes descriptions concernent des 

espèces détectées dans des forêts tempérées et non pas des habitats extrêmes beaucoup moins 

explorés. 

 

1.4.3. Maintien de la diversité 

 

Le maintien de la diversité résulte de plusieurs processus gouvernés chacun par de multiples 

facteurs permettant la coexistence de nombreuses espèces. La grande diversité observée pour 

les microorganismes du sol peut par exemple s’expliquer par la nature très hétérogène de cet 

habitat : diversité de micro-habitats, hétérogénéité des ressources, isolation spatiale liée à la 

faible dispersion dans le sol (Bruns, 1995). D’autre part, le haut degré de spécialisation dans 

l’utilisation des ressources octroie une forte compétitivité aux espèces et permet l’occupation 

de niches différentes. Dans le cas des espèces fortement associées aux plantes, la diversité des 

hôtes peut aussi expliquer en partie la forte diversité des microorganismes du fait de la 

spécificité d’hôte (Selosse, 2001 ;  Bever et al., 2001 ; Zhou et al., 2002 ; Bardgett et al., 

2005 ; Kernaghan, 2005). Le maintien de la diversité microbienne est un phé nomène 

extrêmement complexe qui ne sera pas développé plus avant ici (voir Fierer, 2008).
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Figure 5. Description de nouvelles espèces d’oomycètes au cours du temps. 
Noter la courbe D traduisant l’augmentation rapide du nombre d’espèces décrites pour le 
genre Phytophthora durant la dernière décennie. D’après Lévesque (2011). With kind 
permission from Springer Science and Business Media. 
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2. Méthodes et outils de description des communautés microbiennes 

 

L’étude des communautés en milieu naturel requiert une méthodologie d’échantillonnage et 

des outils de détection et de description. La méthodologie d’échantillonnage se rapporte à la 

nature et à la répartition des échantillons qui constituent l’unité de base de l’étude et les outils 

sont destinés à l a caractérisation de la communauté présente dans ces échantillons. 

Méthodologie et outils doivent naturellement être adaptés aux objectifs de l’étude et à la 

nature des communautés étudiées. La conception d’une méthodologie expérimentale nécessite 

donc des connaissances préliminaires sur les communautés à étudier et requiert une évaluation 

pour apprécier sa pertinence, de même que les outils sont éprouvés pour leur capacité à bien 

décrire les communautés. D’autre part, il existe une interdépendance entre la méthode 

d’échantillonnage et les outils utilisés du fait de la puissance relative des outils mais aussi des 

contraintes environnementales, logistiques, temporelles et financières.  

Toute cette problématique s’applique aux communautés microbiennes en général (bactéries, 

champignons, oomycètes). 

 

2.1. Problématique de l’échantillonnage 

 

La question de l’échantillonnage est cruciale pour décrire les patrons de distribution des 

espèces et déterminer les facteurs  d e structuration sous-jacents. Au moins trois notions 

caractérisent un pl an d’échantillonnage : le grain, c’est-à-dire la taille de l’échantillon, 

l’intervalle (distance moyenne entre les échantillons) et l’étendue (ou échelle) c’est-à-dire la 

dimension de l’espace géographique considéré (Wiens, 1989 ; Borcard et al., 2011). 

 

2.1.1. Le grain 

 

Le grain est une caractéristique très importante pour les études de communautés de 

microorganismes du sol. En effet, la structure de la communauté fongique est sensible à la 

taille de l’échantillon, c’est-à-dire la quantité de sol à partir duquel l’ADN est extrait dans le 

cas d’une approche moléculaire (Ranjard et al., 2003). Ranjard et al., 2003 montre que cette 

quantité de sol devrait être supérieure ou égale à 1g pour obtenir des résultats reproductibles. 

Toutefois, la dominance de certaines espèces dans des échantillons de grande taille peuvent 

limiter la détection des espèces rares. Cette évaluation pour l’étude des communautés 
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fongiques n’a pas été suffisamment approfondie, notamment pour l’aspect de la diversité, et 

n’a pas été réalisée pour les différents outils de détection. 

Peay et al. (2008) argumentent qu’une description insuffisante de la communauté limite la 

capacité à d iscerner sa réponse à un facteur, en particulier à cause des nombreuses espèces 

cryptiques. Toutefois, Shaw et al. (2008) répliquent que pour étudier les patrons de 

distribution, l’exhaustivité n’est pas forcément nécessaire. Ils développent l’idée que ce qui 

est important n’est pas tant d’accéder à l a diversité réelle mais plutôt de réussir à classer 

correctement les échantillons les uns par rapport aux autres sur la base de leur diversité. Ces 

auteurs montrent notamment, à partir de communautés bactériennes aquatiques, que les 

estimateurs de richesse généralement utilisés concordent et que le seuil de similarité 

définissant les espèces peut être fixé entre 95 et 99% sans grande perturbation du classement 

des échantillons.  

 

2.1.2. L’intervalle et l’étendue 

 

Ces caractéristiques de l’échantillonnage dépendent surtout de la question posée et seront 

donc traitées de façon assez succincte. L’intervalle conditionne la taille minimale du patron 

spatial que l’on peut mettre en évidence (Borcard et al, 2011). Le choix de l’intervalle et de 

l’étendue a des répercussions sur les patrons de distribution observés car les facteurs 

structurants les communautés microbiennes ne sont pas les mêmes selon l’échelle spatiale 

considérée (Wiens, 1989). Dans le cas des communautés EcM, l’étendue est rarement 

mentionnée dans les publications mais dépasse rarement 0,5 hectare pour un s ite (Taylor, 

2002). Récemment, des études régionales et continentales ont été mises en œuvre afin 

d’étudier la biogéographie des microorganismes du sol (Cox et al., 2010 ; ).  

Les probabilités de détection des organismes sont clairement liées à la distribution spatiale et 

temporelle des espèces, qui est elle-même déterminée par le cycle biologique des organismes 

et les conditions environnementales (Taylor, 2002 ; Peay et al., 2008). L’effort 

d’échantillonnage, c’est-à-dire le nombre d’échantillons à prélever pour décrire au mieux la 

communauté fongique ou oomycète d’une parcelle, doit également tenir compte de la 

variabilité des communautés fongiques en lien avec l’hétérogénéité du milieu mais il n’est pas 

clairement établi (Taylor, 2002). Ces informations doivent donc être également intégrées dans 

l’élaboration de la méthodologie. Aussi, il n’y a pas de directives standardisées pour 

échantillonner les communautés fongiques en milieu forestier (Taylor, 2002). Il existe encore 

moins d’informations pour les communautés oomycètes telluriques. 
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2.2. Méthodes de détection et de caractérisation 

 

Concernant les champignons, trois types de méthodes permettent d’inventorier les espèces 

d’une communauté : (i) la caractérisation morphologique in situ, quand elle est possible, (ii) 

l’approche cultivable des taxa (isolement en conditions contrôlées) et (iii) les méthodes non 

cultivables, principalement représentées par les approches moléculaires à partir des acides 

nucléiques. 

 

2.2.1. Les méthodes non-moléculaires 

 

La plus ancienne méthode est l’inventaire des fructifications en milieu naturel. Cette méthode 

se base sur de l’observation sur le terrain et sur une grande expertise de détermination de la 

part de l’observateur. De plus, la formation des fructifications nécessite des conditions 

environnementales particulières qui ne sont généralement pas les mêmes d’une espèce à 

l’autre et qui ne sont pas réunies tous les ans. De ce fait, la diversité des carpophores à un 

moment donné ne reflète pas la diversité de la population fongique du sol mais plutôt la 

‘partie émergée de l’iceberg’ (Dahlberg, 2001 ; Horton & Bruns, 2001 ; Taylor, 2002). 

L’utilisation de cette méthode d’observation implique un s uivi répété sur de nombreuses 

années (ordre de grandeur de la décennie) pour estimer la richesse à un endroit donné 

(Straatsma et al., 2001 ; Buée et al., 2011) et ce suivi pourrait de ce fait être biaisé par le 

phénomène de succession (Blaalid et al., 2012 ; Guinberteau & Courtecuisse, 1997 ; 

Frankland, 1998 ) ou des perturbations dans la gestion de l’écosystème, comme l’ouverture du 

peuplement en forêt (Egli et al., 2010). L’observation et la caractérisation par identification 

anatomo-morphologique des apex mycorhiziens permettent de remédier en partie à c es 

limitations, mais essentiellement pour les espèces ectomycorhiziennes (Agerer, 2001 ; 

Selosse, 2001 ; Taylor, 2002).  

Une autre possibilité est de caractériser une partie de la communauté, après isolement par 

cultures en milieu contrôlé ou par piégeage dans le cas des agents pathogènes (Arcate et al., 

2006 ; Cooke et al., 2007 ;  Fichtner et al., 2007 ; O’Brien et al., 2009). Cette possibilité 

implique une sélection des espèces cultivables dans les conditions de culture en laboratoire ou 

des espèces capables d’infecter un piège, et doit être couplée avec une étape d’identification.  

En conclusion, ces méthodes, qui ont historiquement fait leurs preuves, restent cependant 

lourdes à mettre en œuvre et sont par nature de faible débit. 
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Figure 6. Démarche expérimentale d’étude des communautés à p artir d’une approche 
moléculaire. D’après Lindahl et al. (2013). ©  2013 The Authors. New Phytologist  ©  2013 New 

Phytologist  Trust  
 
 
 

 
 
Figure 7. Methodologie de traitement bioinformatique des données issues du séquençage. 
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Ces difficultés expliquent en partie un relatif retard dans l’avancée des connaissances sur les 

microorganismes par rapport à d’autres organismes plus faciles à appréhender tels que les 

plantes ou les animaux. 

 

2.2.2. Les bases des méthodes moléculaires 

 

Depuis une vingtaine d’année, les techniques moléculaires ont progressivement pris le pas sur 

l’identification anatomo-morphologique pour plusieurs raisons. D’une part, les méthodes 

précédentes présentent des limites de détection, avec notamment l’impasse sur ce qui reste 

invisible, ce qui est éphémère ou ce qui est difficile à isoler, et des difficultés pour l’étape 

d’identification (plasticité phénotypique du vivant, grande expertise requise). D’autre part, les 

avancées technologiques ont permis le développement d’outils moléculaires pour l’examen du 

polymorphisme génétique (Drenth et al., 2006 ; Nocker et al., 2007). Notamment, la 

technique d’amplification par réaction de polymérisation en chaîne (PCR) a révolutionné la 

manière de décrire le vivant à partir des années 1990. Il s’agit non pl us de se baser sur 

l’organisme lui-même ou ses propriétés pour le définir, mais de se contenter de son ADN. Les 

étapes principales des méthodes moléculaires sont le prélèvement d’échantillons, le sous-

échantillonnage d’une petite quantité, l’extraction d’ADN à partir de ces sous-échantillons, 

l’amplification PCR, le séquençage et l’analyse bioinformatique des données (Figure 6 et 

Figure 7). 

Ces approches moléculaires nécessitent l’usage d’un marqueur génétique (‘barcoding’). Ce 

marqueur désigné ‘code barre’ est un fragment du génome. Le code barre idéal est une région 

qui doit être :  

- variable, c’est-à-dire que le niveau de variabilité interspécifique minimal doit être 

supérieur au niveau maximal de variabilité intraspécifique 

- standard, c’est-à-dire utilisable pour différents groupes taxonomiques 

- suffisamment informative phylogénétiquement pour permettre l’assignation des 

espèces inconnues à un groupe taxonomique 

- robuste, c’est-à-dire facilement amplifiable par PCR 

- courte (en général moins de 1000 paires de base) (Valentini et al., 2009).  

La région ciblée pour l’étude des champignons et oomycète est l’unité de l’ADN ribosomal 

nucléaire. Cette unité est répétée, c’est-à-dire qu’il y a plusieurs copies dans l’ensemble du 

génome et cette propriété facilite donc l’amplification PCR.  
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Figure 8. Région ITS de l’ADN ribosomal et sites d’hybridation des amorces. 
Les amorces pour l’amplification des champignons sont situées au dessus et celles pour les 
oomycètes au dessous. Le sens de la flèche indique de sens de polymérisation du br in 
complémentaire lors de la réaction d’amplification. Les rectangles bleus indiquent les régions 
hyperconservées encadrant les régions ITS1 et ITS2 plus polymorphes. Remarque : les 
amorces fongiques portent le même nom que ces deux régions. 
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Cette région comprend des zones très conservées (18S, 5.8S, 28S), dont les transcrits serviront 

d’ARN ribosomaux, séparées par des espacements soit transcrits (internal transcribed spacer : 

ITS) qui sont des régions moins conservées, soit non transcrits (intergenic spacer : IGS) qui 

sont des régions très peu conservées (Figure 8) (Selosse, 2001). Les régions hyperconservées 

flanquant les ITS permettent l’utilisation d’amorces universelles pour l’amplification PCR. 

Aussi, l’ensemble englobant les zones ITS1, 5.8S et ITS2, nommé ‘région ITS’, a été proposé 

par la communauté scientifique comme code barre consensuel pour les champignons et les 

oomycètes (Gardes & Bruns, 1993 ; Cooke et al., 2000 ; Lévesque & de Cock 2004 ; Nilsson 

et al., 2009 ; Seifert, 2009 ; Begerow et al., 2010 ; Robideau et al., 2011 ; Schoch et al., 

2012). La région codant la sous-unité I de la cytochrome c oxydase (COI, COX1) est 

également validée pour l’étude des oomycètes (Robideau et al., 2011). L’utilisation d’autres 

séquences cibles, telle que celle du gène codant la protéine YPT1, est également possible pour 

la description d’agents pathogènes forestiers connus (Schena et al., 2008). Mais, la 

caractérisation des communautés se base aussi sur la comparaison de ces séquences avec ce 

qui est déjà décrit et répertorié. Le choix d’un marqueur repose donc sur la disponibilité, la 

taille et la qualité des bases de données associant l’information taxonomique avec 

l’information sur le code barre. En l’occurrence, la région ITS est très bien représentée dans 

les bases de données par rapport aux autres marqueurs. 

 

2.2.3. Les méthodes d’analyse moléculaire 

 

Plusieurs techniques consistent en une comparaison de profils (empreintes) avec ou s ans 

caractérisation des espèces constituant la communauté (Anderson & Cairney, 2004). C’est le 

cas de l’analyse automatique de l’espace intergénique ribosomal (ARISA) (Ranjard et al., 

2003 ; Gorzelak et al., 2012), de l’analyse du polymorphisme de longueur des fragments de 

restriction (RFLP) (Zinger et al., 2008), de l’analyse du polymorphisme de conformation de 

l’ADN monocaténaire (SSCP) (Zinger et al., 2008), de l’analyse du polymorphisme 

nucléotidique par électrophorèse de l’ADN en gradient de gel dénaturant ou de température 

(DGGE ou TGGE). Les principes de ces techniques sont notamment décrits en français par 

Tagu et al. (2003) et les apports et limites de ces techniques sont synthétisés par Anderson & 

Cairney (2004).  

D’autres techniques s’appuient sur la connaissance de la composition et de l’enchaînement 

des nucléotides. C’est le cas des techniques utilisant des sondes oligonucléotidiques, comme 

les puces à ADN (Bruns & Gardes, 1993 ; Reich et al., 2009) ou du séquençage.  



 26 

Ces dernières années, le séquençage a connu un développement spectaculaire et se réalise à 

présent en haut-débit, c’est le cas du pyroséquençage et des techniques de type Illumina. 

L’ensemble des techniques haut-débit est d’ailleurs toujours en cours d’optimisation et elles 

sont regroupées sous le terme générique de ‘nouvelle génération de séquençage’ (NGS).  

Les outils informatiques se développent également en parallèle pour les étapes d’analyse des 

données. Ces principales étapes sont le nettoyage du j eu de données (‘filtering’ et 

‘denoising’), le regroupement des séquences (‘clustering’) et l’assignation taxonomique 

(Figure 7).  

Ainsi, les séquences obtenues par séquençage sont regroupées sur la base de leur similarité 

nucléotidique, tout comme des individus échantillonnés sont regroupés en espèces sur la base 

de leurs caractéristiques. Ces groupes de séquences correspondent dans l’idéal aux espèces et 

sont désignés unités taxonomiques opérationnelles moléculaires (MOTU ou simplement 

OTU, Blaxter et al., 2005). Le critère clef est le seuil de similarité entre les séquences ; il est 

le plus souvent établi à 97% (O’Brien et al., 2005 ; Buée et al., 2009 ; Amend et al., 2010 ; 

Tedersoo et al., 2010a ; Bahram et al., 2012) bien que non adéquat pour l’ensemble du règne 

fongique (Nilsson et al., 2008 ; Blaalid et al., 2013). En effet, Nilsson et al. (2008) ont estimé 

la variabilité de la région ITS entre 1,96 e t 7,46% selon le phylum fongique et ces valeurs 

extrêmes correspondent respectivement aux Ascomycota et aux Glomeromycota. Toutefois, 

ce seuil de 97% semble, pour les champignons, être un consensus pertinent (Tedersoo et al., 

2010a). Dans le cas des Phytophthora, le seuil le plus approprié serait plutôt de 98% 

(Vettraino, communication personnelle). Il s’agit ensuite d’assigner taxonomiquement les 

MOTU en comparant les séquences environnementales à celles disponibles dans les bases de 

données publiques [par exemple, European Molecular Biology Laboratory (EMBL), National 

Center for Biotechnology Information (NCBI), DNA Data Bank of Japan (DDBJ) ou User-

friendly Nordic ITS Ectomycorrhizal database (UNITE) (Kõljalg et al., 2005), Phytophthora-

ID (Grünwald et al., 2011)]. Ainsi, les résultats taxonomiques sont à considérer comme étant 

des similarités entre séquences et non pas comme des assignations définitives (Nilsson et al., 

2012). En effet, l’utilisation d’un seuil de similarité unique (97 %) n’est pas adapté pour tous 

les groupes (voir ci-dessus) et l’interprétation du résultat de recherche par homologie de 

séquence (Basic Local Alignment Search Tool, BLAST) est parfois délicate (Begerow et al., 

2010 ; Nilsson et al., 2008 ; Kang et al., 2010). Nilsson et al. (2012) propose de vérifier 

plusieurs éléments pour limiter les erreurs d’interprétation : chaque séquence doit 

correspondre au marqueur ciblé, l’orientation des séquences doit être de 5’ en 3’, les 

séquences ne doivent pas être des chimères et les multiples résultats de BLAST doivent être 
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concordants pour une assignation taxonomique. Enfin, si leur existence est une condition sine 

qua non pour l’étude moléculaire des communautés microbiennes, les bases de données ne 

sont pourtant pas exhaustives, ni entièrement fiables (Vilgalys 2003 ;  Bridge et al., 2004 ; 

Nilsson et al., 2006 ; Bidartondo et al., 2008 ; Kang et al., 2010). Par exemple, de nombreuses 

erreurs d’identification et d’annotation ont été relevées du f ait d’erreur taxonomique, de 

séquençage non-intentionnel (contaminations ou symbiose par exemple) ou d’erreur humaine 

(mélange de tubes ou fichiers, mauvaise saisie) (Nilsson et al., 2006 ; Nilsson et al., 2012). 

Les bases de données doivent donc s’enrichir continuellement en parallèle des nouvelles 

découvertes et descriptions de champignons et bénéficier du d éveloppement de nouveaux 

outils de correction et curation (Nilsson et al., 2006 ; Nilsson et al., 2012). 

 

2.3. Atouts et défis de l’analyse haut-débit d’amplicons 

 

Le séquençage haut-débit améliore considérablement notre capacité à d écrire les 

communautés de microorganismes, en particulier le caractère massif et la possibilité de 

multiplier les échantillons ont été des apports déterminants. Il reste toutefois un certain 

nombre de limitations liées à l’étape de PCR, à la longueur limitée des séquences obtenues et 

au fort taux d’erreur. Cependant, les progrès de la technique de séquençage et du traitement 

bioinformatique sont rapides et constants.  

 

2.3.1. Les atouts 

 

Le caractère haut-débit s’explique par un gain d’efficacité dans la lecture des brins d’ADN et 

par la miniaturisation des systèmes de séquençage (Margulies et al., 2005). La méthode de 

pyroséquençage est basée sur la détection du pyrophosphate libéré lors de l’incorporation du 

nucléotide (Ronaghi et al., 1996 ; Shendure & Ji, 2008) et des milliers de réactions ont lieu en 

même temps. La quantité de séquences obtenues est ainsi multipliée, ce qui permet d’étudier 

la communauté au sein d’un échantillon avec une profondeur de séquençage 10 000 fois plus 

grande par rapport aux techniques classiques de séquençage, comme le séquençage Sanger. Il 

y a donc une plus grande sensibilité à détecter des espèces rares c’est-à-dire des espèces peu 

abondantes et peu fréquentes. L’ensemble de ces taxa parfois inconnus et très divers est 

qualifié de « biosphère rare » (Reeder & Knight, 2009). La détection de ces taxa est crucial 

pour identifier les facteurs structurants des communautés (Peay et al., 2008). Par exemple, 

Arcate et al. (2006) ont obtenu une plus grande diversité de Péronosporales (oomycètes) en 



 28 

utilisant l’ADN extrait directement à partir du sol rhizosphérique par rapport à la technique de 

piégeage sur feuille. De même, Williams et al. (2009) ont pu détecter P. cinnamomi avec une 

méthode moléculaire alors que le piégeage ne l’avait pas permis. Ainsi, le séquençage haut-

débit a révélé que la diversité fongique était largement sous-estimée par les méthodes bas-

débit (Buée et al., 2009 ; Jumpponen et al., 2009 ; Jumpponen et al., 2010). 

La multiplication des échantillons est permise par le multiplexage qui permet de séquencer en 

parallèle des amplicons provenant d’échantillons différents et donc de faciliter les répétitions 

biologiques en intégrant un g rand nombre d’échantillons pour une même étude. Cette 

technique consiste à étiqueter les fragments d’ADN à séquencer par un identifiant moléculaire 

de quelques bases (Multiplex Identifier, MID) qui est spécifique pour chaque échantillon 

(Binladen et al., 2007 ; Parameswaran et al., 2007). Cette possibilité de multiplier les 

échantillons permet l’étude des facteurs qui structurent les communautés de microorganismes 

sur de grandes échelles spatiales. Le pyroséquençage est ainsi recommandé pour les études de 

diversité microbienne (Roh et al., 2010).  

 

2.3.2. Les limitations 

 

L’utilisation du séquençage haut-débit présente toutefois des défis qui restent à r elever. 

Notamment, le barcoding accumule les défauts du code barre proprement dit et les biais liés 

aux techniques moléculaires (extraction de l’ADN génomique environnemental, amplification 

PCR et séquençage).  

Concernant le code barre, le nombre de copies de la région ITS et le pourcentage de variation 

nucléotidique n’est pas constant entre phylum (Nilsson et al., 2008 ; Hughes et al., 2009 ; 

Baldrian et al., 2013). De plus, il existe de l’hétérogénéité entre les copies ITS au sein d’un 

même individu (Belbahri et al., 2008). L’ITS ne permet pas toujours l’assignation à un groupe 

taxonomique répertorié et les séquences de groupes taxonomiques peu connus restent 

relativement peu informatives  (Peay et al., 2008 ; Nilsson et al., 2009 ; Nilsson et al., 2012). 

En réponse, quelques études récentes invitent à considérer une approche phylogénétique à 

plusieurs loci (Aguileta et al., 2008 ; Gazis et al., 2011 ; Powell et al., 2011 ; Vrålstad, 2011). 

Concernant les limites techniques, chaque étape introduit un bi ais plus ou moins maîtrisé. 

Ainsi l’isolement des molécules d’ADN des échantillons n’offre pas un rendement de 100%, 

les différents protocoles utilisés n’aboutissent pas à la même image de la communauté pour 

un même échantillon et un même protocole n’a pas la même efficacité pour des échantillons 

de nature physico-chimique différents (Martin-Laurent et al., 2001 ;  Lakay et al., 2007 ; 
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Tedersoo et al., 2010a ; Terrat et al., 2012). Ensuite, la PCR est incontournable et très efficace 

pour l’étude des champignons du sol car le séquençage direct de l’ADN génomique 

environnemental produit beaucoup plus de données sur les bactéries dont la quantité d’ADN 

dans un é chantillon surpasse celle des champignons après extraction. Toutefois, la réaction 

PCR peut être limitante et exerce une sélection a priori via l’utilisation d’amorces. En effet, la 

réaction peut ne pas produire les amplicons attendus en quantité suffisante à cause de 

concentrations trop faibles en ADN matrice et/ou de concentrations trop fortes en molécules 

inhibitrices telles que les acides humiques (Schneegurt et al., 2003). Des étapes de 

purifications sont proposées dans la littérature pour améliorer la pureté des extraits 

(Schneegurt et al., 2003 ; Luis et al., 2004 ; Arbeli & Fuentes, 2007). La réaction PCR est 

également compétitive (au sens négatif du terme) car les espèces peu abondantes en quantité 

d’ADN deviennent sous-représentées en « population d’amplicons » après PCR, ce qui exclut 

une part de la biosphère rare (Gonzalez et al., 2012). Manter et al. (2010) ont par ailleurs 

élégamment montré qu’un mélange précoce d’échantillons (avant extraction ou avant PCR) 

affecte négativement la richesse fongique et bactérienne suggérant que le regroupement 

d’échantillons doit préférentiellement avoir lieu après amplification PCR.  

Les amorces nucléotidiques exercent également un filtre en restreignant le champ 

d’investigation de certains clades (Polz & Cavanaugh, 1998 ; Anderson et al., 2003 ; Hong et 

al., 2009). Par exemple, les amorces sens couramment utilisées telles que ITS1-F, ITS1 et 

ITS5 sont plus spécifiques des basidiomycètes, alors que les amorces anti-sens telles que 

ITS2, ITS3 et ITS4 sont plus spécifiques des ascomycètes (Bellemain et al., 2010). De 

nouvelles amorces, ciblant la région ITS2, ont été décrites pour éviter ces écueils (Ihrmark et 

al., 2012). Il n’y a pas d’amorces efficaces connues pour cibler l’ITS de l’ensemble des 

Phytophthora et Pythium. Historiquement, les méthodes et amorces développées visent la 

détection des espèces pathogènes en particulier et ne visaient pas à obtenir un inventaire large 

des Phytophthora présents (Cooke et al., 2007 ; Schena et al., 2008). En effet, en 

phytopathologie, très peu d’études se placent à l’échelle de la communauté. Des travaux 

proposent par ailleurs des amorces dédiées aux champignons ou a ux oomycètes (Martin & 

Rygiewicz, 2005 ; Scibetta et al., 2012).  

Pour réduire les biais lors de la PCR, des études suggèrent d’avoir une forte concentration 

d’ADN matrice, de limiter le nombre de cycles et de faire des répétitions techniques qui 

seront mélangées (Polz & Cavanaugh, 1998 ; Kanagawa, 2003). De plus, Berry et al. (2011) 

propose une optimisation simple pour augmenter la reproductibilité des librairies d’amplicons. 

Il s’agit d’une amplification PCR en deux étapes dont les premiers cycles sont réalisés avec 
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des amorces non-étiquetées (sans MID, ni adaptateur) et les derniers cycles avec les amorces 

étiquetées. Cette optimisation évite la ligation de la séquence MID-adaptateur sur des 

amplicons non-étiquetés après la PCR classique (Berry et al., 2011). Carlsen et al. (2012) met 

également en garde contre le risque d’inversion des MID lors de la préparation de la libraire 

d’amplicons et préconise l’étiquetage dans les deux sens pour prévenir les erreurs. La 

préparation de la librairie pour le pyroséquençage est particulièrement délicate car elle repose 

sur une répartition équimolaire des échantillons. Elle nécessite donc un dosage précis afin 

d’obtenir une profondeur de séquençage équivalente pour tous les échantillons qui sont à 

comparer.  

Le pyroséquençage 454 en lui-même présente des limites dont les principales sont un taux 

d’erreur assez élevé de 10-4-10-3, ce qui est plus fort que la méthode traditionnelle (méthode 

de Sanger) et une longueur limitée des séquences (environ 500pb en 2012). Les erreurs sont 

en particulier au niveau des régions riches en homopolymères (Huse et al., 2007 ; Kircher & 

Kelso, 2010 ; Gilles et al., 2011 ; Bik et al., 2012). Les erreurs de pyroséquençage ont pour 

conséquence une augmentation artificielle de la diversité observée (Kunin et al., 2009 ; 

Dickie, 2010). Il est cependant difficile de faire la différence entre les erreurs de séquençage 

et la ‘biosphère rare’ (Bik et al., 2012). L’élimination des séquences singletons du jeu de 

données, dont la pratique se généralise, augmente la ressemblance entre répétition technique 

ce qui suggère que c’est une bonne pratique (Zhou et al., 2011). Ce problème devrait 

également être minimisé dans le futur puisque les plateformes de séquençage tentent 

continuellement d’améliorer le taux d’erreur du pyroséquençage et de la technique en général 

(Shendure & Ji, 2008 ; Kircher & Kelso, 2010 ; Bik et al., 2012 ; Loman et al., 2012). La 

longueur limitée des séquences ne permet pour l’instant pas d’obtenir des séquences de la 

longueur de l’ITS complet. Aussi, plusieurs études récentes ont comparé les deux 

espacements ITS1 et ITS2. Il apparaît que les deux loci mènent à des résultats similaires en 

termes de communauté, c’est-à-dire que la diversité et la structure de la communauté sont 

concordantes (Arfi et al., 2012 ; Bazzicalupo et al., 2013 ; Blaalid et al., 2013 ; Monard et al., 

2013). Par contre, les espèces les plus abondantes, la composition taxonomique et la richesse 

estimée (nombre de MOTU) sont différentes entre les deux loci (Bazzicalupo et al., 2013 ; 

Monard et al., 2013). 

De façon spectaculaire, il existe un développement très rapide des outils bioinformatiques et 

des pratiques qui permettent des correctifs lors du traitement des données (Huse et al., 2010 ; 

Bik et al., 2012). Il s’agit à l a fois d’améliorer la façon de créer les MOTU mais aussi 

d’améliorer le jeu de séquences de départ. Ainsi, plusieurs algorithmes, dont l’évaluation est 
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en cours, permettent la création des MOTU (Schloss & Westcott, 2011 ; Bik et al., 2012). De 

plus, Monard et al. (2013) ont par exemple observé de la redondance dans les MOTU pour 

une longueur minimale de 100 bases par séquence alors qu’ils ne l’ont pas observée pour un 

seuil de 250 bases. Ce seuil plus contraignant implique toutefois une réduction drastique du 

nombre de séquences dans le jeu de données et également dans le nombre total de MOTU 

obtenus. Dans l’étude de Monard et al. (2013), la réduction du nombre de séquences est d’un 

facteur 2,8 pour  la région ITS1 et la réduction du nom bre de MOTU est d’un facteur 3. Il 

serait donc possible d’obtenir des regroupements en MOTU plus proches de la notion 

d’espèces en ne retenant que des séquences de longueur plus élevée. 

Par ailleurs, le nombre de séquences obtenues par MOTU ne reflète pas l’abondance naturelle 

des espèces (Amend et al., 2010 ; Niu et al., 2010). Cela peut s’expliquer, entre autres raisons, 

par les défauts du code barre (nombre de copies par espèce et par individu non constant) ou 

par l’amplification préférentielle de certains fragments lors de la PCR par rapport à d’autres 

(affinité différentielle pour les amorces, forte concentration de certains fragments) (Amend et 

al., 2010). Amend et al. (2010) expriment clairement que l’abondance finale d’une espèce au 

sein d’un échantillon dépend de la composition globale de l’échantillon, ce qui remet en cause 

la comparaison des abondances relatives entre différents échantillons. Toutefois, même s’il est 

reconnu que les approches basées sur le séquençage d’amplicons n’offrent qu’une très faible 

reproductibilité et ne sont pas adaptées pour une analyse quantitative, celles-ci permettent de 

discriminer des communautés microbiennes soumises à des traitements différents (Zhou et al., 

2011). Afin de mettre en évidence l’effet du facteur, l’augmentation du nombre de répétitions 

techniques et biologiques ainsi que le séquençage du gène cible dans les deux sens sont de 

plus en plus préconisés (Zhou et al., 2011 ; Carlsen et al., 2012 ; Knight et al., 2012).  

 

3. Distribution et facteurs de structuration des communautés eucaryotes telluriques 

forestières 

 

Des centaines d’espèces fongiques sont présentes dans le sol à l’échelle de la parcelle 

forestière (O’Brien et al., 2005 ; Buée et al., 2009) alors que le nombre d’espèces de 

Phytophthora détectées par parcelle varie généralement entre 3 et 10 (Jung, 2009, Gómez-

Aparicio et al., 2012). De ce fait et aussi parce que les oomycètes sont difficiles à détecter, la 

distribution spatiale, les facteurs de structuration, et plus généralement l’écologie des 

communautés, sont beaucoup plus documentés pour les champignons que pour les oomycètes 

(Dahlberg, 2001).  
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Les communautés microbiennes sont dites structurées car leur distribution spatiale n’est pas 

homogène (Martiny et al., 2006 ; Peay et al., 2010). Cette structuration spatiale peut refléter 

un forçage par les contraintes environnementales comme les caractéristiques du sol, mais 

aussi celles liées à la distribution des espèces de plantes hôtes ou aux activités humaines 

passées. Elle peut aussi provenir de la dynamique interne de la communauté fongique et 

refléter les capacités de dispersion des espèces ou bien les relations de 

compétition/parasitisme entre microorganismes. La compréhension de la structuration des 

communautés microbiennes nécessite de mettre en évidence les facteurs impliqués qu’ils 

soient biotiques (principalement liés à la végétation) ou abiotiques (sol ou climat). 

 

3.1. Hétérogénéité spatiale et temporelle 

 

3.1.1. Structure verticale 

 

Les communautés fongiques sont structurées verticalement dans le profil de sol, c’est-à-dire 

que tous les champignons ne sont pas présents et uniformément répartis dans les différentes 

couches pédologiques (Dickie et al., 2002 ;  Lindahl et al., 2007 ; Courty et al., 2008 ; 

Scattolin et al., 2008). Par exemple, les apex mycorhizés par Piceirhiza stagonopleres, 

Pisolithus tinctorius et Hydnum rufescens ne sont détectés respectivement que dans les 

horizons OF, A et B (Scattolin et al., 2008). Autre exemple, l’abondance des apex mycorhizés 

par Cenococcum geophilum ou Amanita muscaria diminue progressivement avec la 

profondeur alors qu’elle augmente dans le cas de Boletus edulis ou Cortinarius obtusus 

(Scattolin et al., 2008). De plus, les différentes formes du c hampignon (mycélium, 

ectomycorhize) ne se situent pas forcément dans le même horizon (Genney et al., 2006). Cette 

structuration peut s’expliquer par la combinaison d’éléments comme la structure même du sol 

dont la nature du substrat varie avec la profondeur, et l’utilisation différentielle des ressources 

par les champignons (Dickie et al., 2002 ;  Tedersoo et al., 2003 ; Toljander et al., 2006 ; 

Lindahl et al., 2007 ; Courty et al., 2008). En effet, Lindahl et al. (2007) ont montré que les 

champignons saprophytes occuperaient préférentiellement la litière la plus récente au niveau 

de l’horizon de surface alors que les champignons mycorhiziens seraient le groupe écologique 

dominant les couches sous-jacentes constituées de litière décomposée et d’humus. Sur la base 

de leurs observations, Dickie et al. (2002) suggèrent des espèces spécialistes de la litière 

(Tylopilus felleus, Ramaria concolor) ou généralistes (C. geophilum, Clavulina cristata).  
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Dans le cas des oomycètes, les éléments d’information sur la distribution verticale 

proviennent d’études sur la survie dans les différentes couches du sol. Par exemple, Fichtner 

et al. (2007) ont montré une meilleure survie estivale de P. ramorum, agent pathogène du 

chêne, sur des disques infectés et placés à environ 6 cm de profondeur que lorsque les disques 

sont disposés à l’interface sol/litière ou la surface de la litière. Egalement, les espèces de 

Phytophthora sensibles au gel, comme P. cinnamomi, sont inactivées des horizons de surface 

pendant l’hiver lors des gelées (Benson, 1982). Pour être représentatif, l’échantillonnage doit 

donc tenir compte de cette structure horizontale et verticale pour dimensionner la taille d’un 

échantillon et le nombre d’échantillons à prélever sur une parcelle forestière. 

 

3.1.2. Structure horizontale 

 

Les champignons peuvent aussi être structurés spatialement à l’échelle de la parcelle (Pickles 

et al., 2010). La distance minimale au-delà de laquelle deux communautés de champignons du 

sol ne sont plus corrélées peut ainsi varier selon les sites de 2,5 à 25m (Lilleskov et al., 2004 ; 

Izzo et al., 2005). Il a été montré que les espèces mycorhiziennes ont souvent une distribution 

agrégée avec une taille des agrégats qui peut varier d’une espèce à l’autre (Horton & Bruns, 

2001 ; Lilleskov et al., 2004 ; Pickles et al., 2010). Toutefois, les espèces sont 

majoritairement rares et il est par conséquent difficile de caractériser leur type de répartition 

(Dahlberg, 2001 ; Izzo et al., 2005). Une structuration spatiale de la distribution des 

oomycètes à l’échelle de la parcelle a au ssi été démontrée (Gómez-Aparicio et al., 2012 ; 

Hansen & Delatour, 1999).  

 

3.1.3. Structure le long de gradients environnementaux 

 

Les communautés peuvent également être structurées à des échelles spatiales plus importantes 

comme la région ou le continent. Certains gradients environnementaux sont connus pour 

structurer fortement les communautés de nombreux organismes tels que les plantes et les 

animaux. Ainsi, il a été bien montré que la richesse des communautés végétales et animales 

diminue avec l’augmentation de l’altitude (Rahbek, 1995 ; Gaston, 2000) et dépend de la 

latitude (Gaston, 2000 ; Hillebrand, 2004) (Figure 9). Plus précisément, la diversité présente 

une distribution unimodale avec un maximum situé à faible altitude et à l’équateur (Rahbek, 

1995 ; Gaston, 2000 ; Rahbek, 2005 ; Nogués-Bravo et al., 2008).  
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Figure 9. Gradients de diversité généralement observés chez les plantes et les animaux le 
long de gradients géographiques.  
(A) Richesse en espèces de chauves-souris au Pérou en fonction de l’altitude et (B) richesse 
en espèces d’oiseaux. Adapted by permission from Macmillan Publishers Ltd: [NATURE] 
(Gaston, 2000), copyright (2000). 
 

A B 
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Les données disponibles à ce jour ne permettent pas de déterminer si ce patron général de 

distribution des communautés s’applique aux communautés fongiques. En effet, les quelques 

études portant sur les champignons ne présentent pas des conclusions convergentes. Par 

exemple, Meier et al. (2010) et Meng et al. (2013) n’ont pas observé de variation de richesse 

en champignons avec l’altitude. Pour les champignons mycorhiziens, la plupart des études 

réalisées montrent que le gradient de diversité observé serait cohérent avec celui observé pour 

les plantes et animaux, c’est-à-dire une diminution de la diversité avec l’altitude (Kernaghan 

& Harper, 2001 ; Wu et al., 2007 ; Lugo et al., 2008 ; Bahram et al., 2012). Toutefois, 

Gómez-Hernández et al. (2012) ont décrit une distribution unimodale avec un pic de diversité 

en champignons ectomycorhiziens à 1500m d’altitude. Cette différence entre la communauté 

fongique globale et le groupe plus restreint des champignons mycorhiziens pourrait 

s’expliquer par le lien plus étroit que ces espèces symbiotiques entretiennent avec leur hôte.  

L’existence d’un gradient latitudinal de diversité chez les microorganismes n’est pas non plus 

clairement établie. Il a notamment été suggéré que le gradient latitudinal de diversité pour les 

champignons serait inversé par rapport au gradient généralement observé, c’est-à-dire que la 

richesse serait plus importante en milieu tempéré qu’en milieu tropical (Amend et al., 2010 ; 

Tedersoo & Nara, 2010 ; Tedersoo et al., 2012). Toutefois, certaines études n’ont pas observé 

de diminution significative de diversité en champignons ectomycorhiziens avec la latitude 

(Bjorbaekmo et al., 2010 ; Timling et al., 2012).  

Par ailleurs, la composition des communautés change avec l’altitude et la latitude. Cela a été 

démontré sur des gradients altitudinaux pour les champignons de la phyllosphère (Cordier et 

al., 2012a), les champignons mycorhiziens (Kernaghan & Harper, 2001 ; Bahram et al., 2012 

; Gorzelak et al., 2012 ; Jarvis et al., 2013) et les champignons décomposeurs du bois (Meier 

et al., 2010). Timling et al. (2012) ont rapporté un changement des champignons EcM le long 

d’un gradient latitudinal couvrant plusieurs zones bioclimatiques dans l’Arctique nord 

américain et Amend et al., (2010) ont montré que les communautés de champignons présents 

dans les bâtiments se différencient selon leur origine géographique (milieu tempéré de 

l’hémisphère nord, milieu tempéré de l’hémisphère sud et région tropicale). A l’inverse, 

Dennis et al., (2012) n’ont pas observé de modification de composition en champignon du sol 

le long d’un gradient latitudinal en Antarctique.  

Altitude et latitude ne sont toutefois pas en elles-mêmes les variables explicatives intervenant 

dans les mécanismes responsables de la structure des communautés, ce qui peut expliquer des 

observations a priori contradictoires. Par contre, ces deux types de gradient reflètent des 

gradients de conditions environnementales, notamment des gradients climatiques.  
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Les champignons et oomycètes présentent également une dynamique temporelle à court et 

long terme. D’une saison à l ’autre et d’une année sur l’autre, la présence et l’abondance 

relative des champignons associés aux racines ne sont pas forcément conservées (Buée et al., 

2005 ; Izzo et al., 2005 ;  Burke et al., 2009 ; Pickles et al., 2010). La détection des 

Phytophthora est également liée au moment de l’année. Fichtner et al. (2007) ont détecté avec 

succès P. ramorum dans le sol lors de la saison hivernale et montré sa persistance jusqu’en 

juillet voire septembre selon le calendrier des précipitations. Toutefois, tous les Phytophthora 

n’ont pas le même optimum et plusieurs espèces peuvent se succéder au fil des saisons. Camy 

et al. (2003) ont montré une plus forte abondance de Phytophthora europae en hiver tandis 

que Phytophthora quercina était plus abondant en été. Sur le plus long terme (plusieurs 

dizaines d’années), la diversité fongique est affectée par les successions végétales. Elle 

augmente durant les stades précoces de la succession du f ait du r ecrutement de nouvelles 

espèces puis diminue avec le vieillissement du peuplement (Last et al., 1987 ; Selosse, 2001). 

Il se produit ainsi une succession dans les communautés fongiques d’abord dominées par des 

champignons dits de stade précoce (Laccaria, Hebeloma, Inocybe) puis relayés par des 

champignons de stade intermédiaire, et enfin tardif (Amanita, Boletus, Cortinarius, Leccinum, 

Lactarius, Russula) (Guinberteau & Courtecuisse, 1997 ; Selosse, 2001 ; Buée et al., 2011).  

 

3.2. Structuration par les facteurs biotiques 

 

Les communautés fongiques et d’oomycètes présentent des liens très forts et de nature 

différente avec la végétation. Le type d’essence (conifère ou feuillu), la famille de plante et 

l’identité des espèces végétales conditionnent en effet la composition de la communauté de 

champignons. Les communautés fongiques associées à des espèces de plantes 

phylogénétiquement proches sont plus semblables que celles associées à d es plantes 

phylogénétiquement éloignées (Ferris et al., 2000 ;  Ishida et al., 2007 ;  Buée et al., 2011 ; 

Tedersoo et al., 2013). Cela s’explique par la spécificité d’hôte plus ou moins marquée que 

l’on observe pour de nombreuses espèces de champignon c’est-à-dire que l’association hôte-

champignon est observée plus souvent que si elle était due au hasard (Ishida et al., 2007 ; 

Tedersoo et al., 2008 ; Aponte et al., 2010 ; Tedersoo et al., 2010b ; Buée et al., 2011 ; 

Rochet et al., 2011). Par exemple, Lactarius quietus est un c hampignon connu pour être à 

proximité des chênes (Buée et al., 2011). Plus extrême que la simple préférence, la 

spécialisation d’hôte avec coévolution stricte est possible, comme c’est le cas de l’aulne et des 

champignons mycorhiziens qui lui sont associés (Bruns et al., 2002 ; Rochet et al., 2011). 
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Toutefois, l’hôte ne semble pas aussi prépondérant pour la structuration des communautés 

ectomycorhizienne en milieu tropical par rapport au milieu tempéré (Tedersoo et al., 2011). 

Cet effet de l’hôte végétal se retrouve pour d’autres communautés de microorganismes. Ainsi, 

la répartition des hôtes explique la distribution des champignons à arbuscules à différentes 

échelles spatiales (Yang et al., 2012). L’hypothèse de la structuration des communautés 

d’oomycètes par l’hôte végétal est avancée par Arcate et al. (2006) sans pouvoir être 

démontrée du fait d’un facteur confondant.  

La diversité végétale spécifique ou génétique influence également la diversité microbienne. 

Par exemple, Ferris et al. (2000) observent une relation significativement positive entre la 

richesse en essences forestières et la richesse en champignons ectomycorhiziens. Il semble 

que la diversité spécifique végétale conditionne la communauté microbienne par des effets 

directs via la composition de la litière ou indirects via la qualité chimique du sol (Aponte et 

al., 2010 ; Thoms et al., 2010). Par contre, Johnson et al. (2010) montrent dans des 

expériences en mésocosmes qu’une plus grande diversité génétique par espèce végétale 

s’accompagne d’une plus faible diversité de champignons associés aux racines.  

D’autres caractéristiques du peuplement telles que sa densité, la fermeture du couvert végétal 

et la productivité, influencent également les communautés mycorhiziennes (voir la revue de 

Johnson et al., 2005 ; Twieg et al., 2007 ; Druebert et al., 2009 ; Wallander et al., 2010) et les 

communautés de champignons parasites (Vacher et al., 2008). Gómez-Aparicio et al. (2012) 

suggèrent que l’abondance de Pythium et Phytophthora cinnamomi serait liée au voisinage 

végétal, notamment l’identité, la densité et la hauteur des espèces d’arbres présentes. 

Malheureusement, l’état sanitaire du feuillage, facile à observer, ne serait pas un bon 

indicateur de présence de Phytophthora (Camy et al., 2003 ; Balci et al., 2007).  

Les interactions, positives ou négatives, entre les différentes espèces et les besoins 

convergents ou divergents en ressources sont aussi des processus qui peuvent participer à la 

structuration des communautés à l’échelle locale (Lilleskov et al., 2004) ou régionale 

(Defossez et al., 2011). Par exemple, la distribution spatiale et temporelle du système 

racinaire (via le renouvellement du système) participent également à l a structure des 

communautés fongiques, tout particulièrement dans le cas des communautés mycorhiziennes 

qui sont dans une relation symbiotique (Izzo et al., 2005 ; Pickles et al., 2010).  

De manière générale, les pratiques sylvicoles ou culturales et les perturbations de manière 

générale qui forment l’historique d’une parcelle déterminent la composition des communautés 

de microorganismes (Buée et al., 2005). Ainsi, les activités humaines influencent de manière 

indirecte la structuration des communautés microbiennes via la détermination de la végétation 
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(choix des essences) et l’altération des facteurs précités liés à l a végétation (éclaircies, 

coupes). 

 

3.3. Structuration par les facteurs édaphiques  

 

Par ailleurs, les communautés microbiennes sont aussi sous l’influence du milieu dans lequel 

elles évoluent. C’est la raison pour laquelle les facteurs édaphiques jouent sur la diversité et la 

structure des communautés microbiennes.  

Le pH est une caractéristique principale du sol qui peut affecter les communautés de 

microorganismes. Ainsi, Bååth & Anderson (2003) montrent que l’abondance fongique par 

rapport aux bactéries diminue quand le pH augmente. L’impact du pH du s ol sur les 

communautés de champignons diffère toutefois assez fortement selon les études. Thoms et al. 

(2010) n’ont pas trouvé de corrélation entre le pH et l’abondance des champignons, que l’on 

prenne en compte tous les taxons ou seulement les champignons mycorhiziens à arbuscules. 

Par contre, Rousk et al. (2010) mettent en évidence une relation significative entre pH et 

abondance relative de certains groupes d’ascomycètes : cette relation est positive dans le cas 

des Hypocréales alors qu’elle est négative dans le cas des Hélotiales. Ferris et al. (2000) ont 

montré que la relation entre richesse des communautés de champignons et pH du s ol 

dépendait du g roupe considéré, avec une corrélation négative dans le cas des saprophytes, 

positive pour les espèces parasites et une absence de corrélation pour les espèces 

mycorhiziennes. Cette absence de relation significative entre pH du sol et richesse 

mycorhizienne est confirmée par Rousk et al. (2010). De plus, Wubet et al. (2012) montrent 

que le pH est un des facteurs les plus importants contrôlant la composition des communautés 

fongiques et celles des champignons ectomycorhiziens en hêtraie. Concernant les oomycètes, 

Phytophthora a été détecté dans une large gamme de pH (entre 3 et 7) (Jung et al., 2000 ; 

Jung, 2009). Toutefois, les sols acides seraient peu favorables aux Phytophthora car ils sont 

détectés à faible fréquence lorsque le pH est inférieur à 4 (Delatour, 2001). Vettraino et al. 

(2002) ont confirmé que la fréquence d’isolement des Phytophthora et le pH du sol étaient 

corrélés positivement. Ainsi, il semblerait que l’effet du pH  du s ol sur l’abondance et la 

diversité des champignons soit dépendant du groupe fonctionnel et de la famille. 

Fortement lié au pH du sol, la qualité de la litière peut également affecter les communautés 

microbiennes. La diversité fongique augmente avec la vitesse de décomposition de la litière 

(Rajala et al., 2012). 
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De nombreuses études concluent à une relation entre teneur en azote du sol et communautés 

de champignons (voir la récente revue de Lilleskov et al., 2011 ; Jarvis et al., 2013). Une 

méta-analyse montre ainsi que l’abondance des mycorhizes diminue lors de traitement 

fertilisant azoté (Treseder, 2004). De plus, la richesse taxonomique fongique diminue avec 

l’augmentation des dépôts atmosphériques d’azote et avec la disponibilité en azote ce qui 

induit sur le long terme un c hangement de la composition des communautés fongiques 

(Lilleskov et al., 2002 ; Buée et al., 2011 ; Lilleskov et al., 2011). D’autre part, la distribution 

verticale de la communauté fongique dans le profil de sol serait liée aux activités de 

mobilisation de l’azote par les champignons mycorhiziens (Lindahl et al., 2007). 

De même que pour l’azote, Treseder (2004) montre que la teneur en phosphore du sol réduit 

l’abondance des champignons mycorhiziens en cas de fertilisation phosphorée. Twieg et al. 

(2009) montrent un e ffet négatif du phos phore disponible sur la richesse en champignons 

ectomycorhiziens en forêt de douglas mais cet effet n’est pas observé en forêt de bouleaux. 

Egalement, Burke et al. (2009) rapportent un e ffet négatif du phosphore inorganique sur la 

richesse des communautés de champignons en forêt mixte hêtraie-érablaie. Ils rapportent 

également un effet du phosphore organique sur la structure de la communauté qui dépend de 

la saison, étant observable en septembre mais pas en juin. 

La texture du sol peut influencer les communautés microbiennes. Cette caractéristique du sol 

reflète la proportion des particules de différente taille (argile, limon, sable). La quantité de 

sable est un f acteur expliquant une grande partie de la variation liée à la composition des 

communautés fongiques et ectomycorhizienne (Wubet et al., 2012). Ceci est aussi observé 

pour les oomycètes du genre Phytophthora qui ne semblent pas dépendre du s ubstrat 

géologique ou du type de sol mais de la texture de sol. En effet, Phytophthora est détecté dans 

une large gamme de conditions en chênaie ou en hêtraie (Jung et al., 2000 ; Vettraino et al., 

2002 ; Jung, 2009). Toutefois, Jung et al. (2000) n’ont pas détecté d’espèces du genre dans les 

sols à forte teneur en sable et Gómez-Aparicio et al. (2012) ont modélisé un effet négatif de la 

quantité de sable sur l’abondance de P. cinnamomi et de deux espèces de Pythium. 

Le mode d’utilisation, passé et présent, des sols sont des facteurs importants de structuration 

des communautés microbiennes qui est souvent négligé (Green et al., 2004 ; Van der Gast et 

al., 2012). En effet, des pratiques agricoles ancestrales peuvent modifier la structure des 

communautés fongiques (Diedhiou et al., 2009). Egalement, le chaulage, qui est une pratique 

consistant à ajouter du calcium et du magnésium au sol afin de restaurer les forêts 

dépérissantes, peut modifier la répartition verticale de la communauté ectomycorhizienne 

dans le profil de sol (Rineau & Garbaye, 2009). 
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3.4. Structuration par les facteurs climatiques 

 

Comme cela a déjà été évoqué en référence aux gradient géographiques ou aux alternances 

saisonnières, les variables environnementales liées à l ’énergie (température et potentiel 

d’évapotranspiration annuel) et les variables liées à la ressource en eau (précipitations) ont été 

identifiées comme les principales variables explicatives régissant la richesse en espèces de 

nombreux organismes des milieux terrestres tels que les plantes et les animaux (Hawkins et 

al., 2003). Ces facteurs expliquent généralement la relation entre latitude ou altitude et 

richesse en espèces. Quelques travaux montrent que les variables climatiques jouent un rôle 

dans la diversité et la distribution des microorganismes fongiques. 

La température est un f acteur important pour expliquer les patrons de distribution de 

nombreux groupes de champignons tels que les champignons parasites des végétaux (Vacher 

et al., 2008), les champignons macroscopiques (Wollan et al., 2008) ou l es champignons 

mycorhiziens (Tedersoo & Nara, 2010 ; Bahram et al., 2012 ; Tedersoo et al., 2012 ; Timling 

et al., 2012). Plusieurs études montrent une augmentation de l’abondance des champignons 

sous l’effet d’un réchauffement artificiel (Rygiewicz et al., 2000 ; Zhang et al., 2005 ; 

Clemmensen et al., 2006 ; Meier et al., 2010 ; Castro et al., 2010 ; Deslippe et al., 2011) mais 

ces effets s’expliqueraient plutôt par les effets indirects du réchauffement via les plantes et les 

conditions du sol (Staddon et al., 2002 ; Deslippe et al., 2011 ; Schindlbacher et al., 2011). 

Toutefois, l’effet sur l’abondance n’est pas homogène pour toutes les espèces et un 

réchauffement pourrait favoriser l’augmentation en biomasse des champignons à forte 

capacité protéolytique (Deslippe et al., 2011). Ceci pourrait expliquer les résultats concernant 

la richesse fongique qui diffèrent selon les études : Talley et al. (2002) trouvent une relation 

négative entre richesse fongique et température alors que Deslippe et al. (2011) montrent une 

relation positive. En effet, ces deux études ne s’intéressent ni aux mêmes habitats, ni aux 

mêmes communautés ;  Talley et al. (2002) étudient les champignons de l’air et du phylloplan 

tandis que Deslippe et al. (2011) ciblent les champignons ectomycorhiziens. L’effet de la 

température sur la diversité n’a pas encore été étudié assez extensivement pour être bien 

connu et pour dégager une tendance générale et comprendre quelles peuvent être les 

particularités des différents groupes. 

Les variables liées à la disponibilité en eau sont également prépondérantes pour expliquer la 

répartition des espèces. La biomasse fongique semble liée positivement au volume des 

précipitations estivales (Hawkes et al., 2011) mais la réponse varie selon les espèces. Par 
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exemple, en condition de sécheresse, l’abondance de Lactarius subdulcis et Byssocorticium 

atrovirens ne varie pas alors que celle de Xerocomus chrysenteron peut augmenter (Shi et al., 

2002). Le champignon ubiquiste C. geophilum est quant à lui très résistant au manque d’eau 

(Pigott, 1982). Une étude très récente montre une corrélation positive entre la diversité 

fongique et les précipitations (McGuire et al., 2012). Néanmoins, cette conclusion s’applique 

aux champignons du sol mais pas aux champignons de la litière (McGuire et al., 2012). A 

l’inverse, Põlme et al., (2013) ont montré une corrélation négative entre la richesse 

ectomycorhizienne et les précipitations. Ces résultats suggèrent de nouveau que l’effet de la 

quantité de précipitations dépend des communautés fongiques et que le groupe particulier des 

champignons symbiotiques pourrait répondre différemment aux contraintes. Les précipitations 

et l’humidité du s ol sont des variables fortement liées à la composition de la communauté 

fongique et ectomycorhizienne (Castro et al., 2010 ; Jarvis et al., 2013). En milieu cultivé, les 

actions anthropiques sur les régimes hydriques (irrigation, drainage) seraient plus importantes 

que l’effet des précipitations sur les communautés fongiques (Drenovsky et al., 2010). 

L’effet des variables climatiques telles que la température et les précipitations sur les 

communautés microbiennes est encore insuffisamment connu, en grande partie parce que les 

études à l arge échelle spatiale permettant d’explorer ces questions étaient difficilement 

réalisables avec les techniques disponibles il y a quelques années. 
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DEMARCHE EXPERIMENTALE 
 

Pour l’aspect méthodologique, il s’agissait de définir l’échelle spatiale et le plan 

d’échantillonnage les plus appropriés mais également d’éprouver l’application des nouvelles 

technologies de séquençage sur de larges échantillonnages. 

Les aspects d’écologie impliquent dans un pr emier temps une entreprise d’inventaire des 

espèces, c’est à d ire une évaluation de la richesse à d ifférentes échelles spatiales (de la 

parcelle au continent). Cet inventaire est tout à fait novateur dans le cas des oomycètes et 

pourrait servir de base à l’estimation du r éservoir d’agents pathogènes dans les sols qui 

seraient susceptibles d’occasionner des dégâts si les conditions environnementales deviennent 

favorables. Il s’agit, dans un de uxième temps, d’explorer i) la distribution spatiale des 

communautés microbiennes telluriques et ii) les facteurs liés à l a structure de ces 

communautés.  

Ces informations sont nécessaires pour décrire les mécanismes déterminants la structure des 

communautés et peuvent fournir des éléments d’information sur la réponse des 

microorganismes aux changements environnementaux, en particulier les facteurs climatiques 

tels que les changements de température. De telles connaissances peuvent ainsi alimenter 

d’autres recherches fondamentales, par exemple sur les processus de maintien de la diversité, 

mais soutiennent aussi des approches plus appliquées telles que la conservation des ressources 

biologiques et la gestion durable des écosystèmes forestiers, qui sont notamment des objectifs 

du département EFPA.  

 

Les facteurs testés pour leur relation avec la diversité et la structure de ces communautés 

sont : les facteurs climatiques (température et précipitations) et édaphiques (pH, teneurs en 

carbone, azote et phosphore). Pour étudier l’effet des facteurs climatiques, l’échelle 

continentale est appropriée (Wiens, 1989) et les gradients géographiques naturels européens 

sont utilisés comme analogues spatiaux des changements climatiques et édaphiques (Körner, 

2007). 
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Ces gradients pédoclimatiques intégrés dans le temps permettent d’étudier la réponse sur le 

long terme des communautés aux variables environnementales. Plusieurs gradients d’altitude 

ont donc été sélectionnés, ainsi qu’un gradient latitudinal. 

Une attention particulière a ét é accordée aux communautés ectomycorhiziennes. Aussi, afin 

de s’affranchir de l’effet de l’hôte, une seule essence forestière a été sélectionnée. Comme la 

majorité des essences forestières tempérées, le hêtre (Fagus sylvatica L.) est en interaction 

avec des champignons ectomycorhiziens et est sensible à certains microorganismes 

pathogènes, dont les Phytophthora, qui peuvent engendrer des dégâts phytosanitaires 

importants (chancre, fonte des semis) (Jung et al., 2009). Le hêtre est une espèce 

subocéanique dont l’aire de répartition s’étend entre Madrid et Stockholm (Bolte et al., 2007 ; 

Figure 10) et il se localise en basse et haute altitude. A l’échelle nationale, c’est la quatrième 

essence pour ce qui est de la superficie (1 395.103 ha, derrière les chênes), et la troisième 

pour ce qui est du volume (10,6 %) dans les forêts de production française (source IFN pour 

la France métropolitaine, résultats produits à partir des données cumulées des campagnes 

d’inventaire de 2007 à  2011). Même si le hêtre est sensible aux déficits hydriques de la 

période estivale (Badeau et al., 2007), c’est une espèce tolérant une grande gamme de 

conditions, ce qui lui confère une compétitivité par rapport à d ’autres essences dans le 

scénario du c hangement climatique. Toutefois, selon un s cénario moyen de changement 

climatique, l’aire climatique potentielle du hêtre en France se restreindrait au quart Nord-Est 

et aux régions montagnardes à l’horizon 2100 (Figure 11; Badeau et al., 2004). En 

conclusion, le hêtre présente des intérêts écologiques et économiques considérables et se prête 

bien aux études envisagées le long de gradients géographiques et pédoclimatiques. 

Le chêne (Quercus sp.) ou le pin (Pinus sp.) sont également de bons candidats. Notamment, 

les communautés ectomycorhiziennes associées au pin sylvestre ont par ailleurs été étudiées 

par Ana María Rincón Herranz dans le cadre du projet BACCARA. 
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Figure 10. Aire de répartition du hêtre. Source : EUFORGEN, 2009, www.euforgen.fr 

 
Figure 11. Modélisation de l’aire climatique de répartition du hêtre en France. 
Aire climatique actuelle (A) et aire climatique potentielle à l’horizon 2100 (B) selon les 
prévisions météorologiques du s cénario ARPEGE. Le gradient de couleur représente la 
probabilité de présence. D’après Badeau et al. (2004).  

BA BA
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Les trois chapitres du manuscrit relatent les principaux résultats de trois études 

d’écologie microbienne. Une première étude pilote à l ’échelle de la parcelle a ét é suivi de 

deux études à g rande échelle spatiale le long de gradients environnementaux, l’une suivant 

trois gradients d’altitude et la dernière le long d’un gradient latitudinal en Europe (Tableau 1).  

L’étude régionale le long de gradients d’altitude a ét é permise grâce à T ristan Cordier, 

Corinne Vacher, Cécile Robin et Marie-Laure Desprez-Loustau de l’UMR Biodiversité, 

Gènes et Communautés, INRA Bordeaux ; Emmanuel Defossez et Georges Kunstler de l’UR 

Ecosystèmes Montagnards, IRSTEA, Grenoble ; ainsi que Marianna Stradaioli et Ana-Maria 

Vettraino du Department of Plant Protection, University of Tuscia, Viterbo, Italie. 

Pour l’étude continentale sur gradient latitudinal, des collaborations ont été réalisées avec 

l’UMR BioGeCo précitée; Ana María Rincón Herranz du Department of Plant Physiology 

and Ecology, Instituto de Recursos Naturales, Centro de Ciencias Medioambientales, CSIC, 

Madrid, Espagne ; Marianna Stradaioli et Ana-Maria Vettraino, précitées ; Anna Zolciak du 

Forest Research Institute, Raszyn, Pologne ; Johanna Boberg, Jan Stenlid, Juan Carlos Santos-

Gonzalez et Roger Finlay du Department of Forest Mycology and Pathology, Uppsala. 

Le pyroséquençage et la soumission des séquences en ligne a été pris en charge par le 

Génoscope, dans le cadre du pr ojet AP09/10 - #42 "Forest microorganism diversity on 

climatic gradient". 
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Tableau 1. Comparaison des caractéristiques générales des trois études.  
 

Pilote Altitude Latitude
Echelle parcelle régionale continentale

Nombre de sites 1 11 (+ 4 italiens) 31

Latitude 48°07' 42°53' - 48°07' 42°52' - 59°35

Température moyenne annuelle (°C) 9.1 7.3-13.1 6.3-13.8

Précipitations annuelles (mm) 980 920-1700 453-629

pH 4.0-4.3 4.0-6.4 3.9-7.1

Carbone (g.kg-1) 26.4 - 59.8 20.6-117 15.8 - 208.0

Azote (g.kg-1) 1.3 - 2.6 1.2 - 7.8 0.6 - 10.1

Phosphore (g.kg-1) 0.08 - 0.10 0.05-0.34 0.04- 0.58

Nombre d'arbres/site 20 15 15

Nature des échantillons pour Fonges racines racines sol

Profondeur des carottes pour Fonges (cm) 0-10 + 10-20 0-10 0-20

Nature des échantillons pour Pythiacées sol sol sol

Profondeur des carottes pour Pythiacées (cm) 0-10 + 10-20 20-10 0-20  
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CHAPITRE I. ETUDE PILOTE A L’ECHELLE LOCALE D’UNE 
PARCELLE 
 

1. Problématique 

 

En milieu forestier, la complexité physique, chimique et biologique des sols élèvent au rang 

de défi l’étude de la diversité des champignons et oomycètes du sol. Cependant, le 

développement des technologies moléculaires à haut débit, et plus particulièrement du 

séquençage haut débit, offre un nouvel éclairage sur les possibilités de cataloguer ces 

microeucaryotes. C’est aussi la possibilité d’envisager un changement d’échelle (multi-sites) 

et une gestion plus massive des échantillons environnementaux, imposée par l’hétérogénéité 

souterraine des milieux étudiés.  

 

Pour préparer ces études multi-sites, une expérience préliminaire a été réalisée avec plusieurs 

objectifs. Il s’agissait de i) évaluer la pertinence d’une stratégie d’échantillonnage, en terme 

de richesse spécifique obtenue au sein d’une parcelle donnée, ii) étudier la distribution 

spatiale (diversité verticale dans le profil de sol et hétérogénéité au sein du site) des 

organismes fongiques et oomycètes, iii) apprécier la compartimentation des espèces 

fongiques, en particulier des EcM selon les matrices étudiées (racines vs sol), iv) appliquer les 

techniques de biologie moléculaire et le séquençage haut-débit sur les communautés 

d’oomycètes du s ol forestier et v) éprouver les outils bioinformatiques et statistiques pour 

l’analyse de données. 

 

2. Méthodologie 

 

Vingt hêtres contigus (25 m de distance environ) et répartis de façon homogène sur la parcelle 

ont été choisis en forêt de Lignéville (Vosges) (Figure 12). Quatre prélèvements (carottes de 

sol) par arbre ont été échantillonnés mi-décembre 2009 et des couples d’amorces différents 

ont été utilisés pour cibler les champignons et les oomycètes (Figure 13 ; Tableau 1). 
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Figure 12. Plan du site de Lignéville (Vosges). 
Localisation des vingt hêtres autour desquels quatre carottes de sol ont été échantillonnées en 
Décembre 2009. 
 
 
 
 
 

 
 

 
Figure 13. Etude des communautés fongiques et oomycètes dans quatre compartiments 
distincts. 
SS : sol supérieur, RS: racines supérieur, SI : sol inférieur, RI: racines inférieur. 
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3. Résultats 

 

Les résultats de ces expériences ont tout d’abord confirmé la grande diversité fongique des 

sols forestiers observée par Buée et al. (2009), mais aussi révélé les difficultés de détection 

des oomycètes pathogènes. Quelques Phytophthora et Pythium ont été identifiés à une faible 

fréquence alors que plus de 2000 MOTU fongiques ont été comptabilisées dans un mélange 

total de 2 g  de racines séchées et 20 g  de sol humide. Une certaine redondance dans les 

communautés associées à chaque arbre suggère qu’il n’est pas nécessaire d’échantillonner 

auprès de tous les arbres présents pour estimer la richesse à l’échelle de la parcelle. Toutefois, 

cela implique de décrire chaque échantillon avec une profondeur de séquençage conséquente. 

Dans cette étude, un compromis entre une quinzaine d’arbres et 10 500 séquences par arbre 

permet d’accéder à 9 0% de la richesse totale estimée. De manière intéressante, les 

communautés fongiques décrites dans l’habitat ‘sol’ correspondent fortement aux 

communautés fongiques décrites dans l’habitat ‘racines’. Ainsi, cela suggère que le sol, plus 

facilement exploitable que le système racinaire en écologie moléculaire, pourrait être 

directement utilisé pour étudier la composition des communautés fongiques racinaires. 

La communauté fongique sur la parcelle était structurée verticalement dans le profil de sol et 

horizontalement. De multiples variables confondantes (masse racinaire, pH, C, N) 

différencient les deux horizons verticaux étudiés et il n’a donc pas été possible d’imputer la 

structure verticale de la communauté à une ou plusieurs variables en particulier. Par contre, le 

ratio C:N et le phosphore participent à la structure horizontale de la communauté fongique.  

 

Cette structuration en deux dimensions suggère deux éléments pour décrire la communauté 

fongique d’une parcelle. D’une part, les arbres sélectionnés devraient être répartis sur la 

parcelle afin de tenir compte de son hétérogénéité et d’autre part, les différents horizons 

pédologiques devraient être idéalement considérés. Les résultats de l’étude sont publiés sous 

la forme d’un article scientifique. 
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a b s t r a c t

The use of next-generation DNA sequencing methods, which produce massive volumes of

data, has transformed fungal molecular ecology. These technologies offer the opportunity

to describe microbial communities in depth and to investigate fungal diversity at a large

geographical scale. In particular, due to the emergence of studies conducted at a large scale

(countries, continents), the definition of a compromise between the optimal and repre-

sentative description of local diversity (plot scale) and the management of a greater

number of sites for these studies is required. This work was performed to explore the local

richness and the structure of the ectomycorrhizal (EcM) fungal and oomycete communities

in a temperate beech plot using 454 pyrosequencing technology. The internal transcribed

spacer 1 (ITS1) region was amplified and sequenced from fine roots and soil sampled from

the two upper horizons. Our analyses suggest that soil could be a good substitute for fine

roots in studying EcM fungi. The fungal assemblage exhibited a vertical distribution in the

soil profile. Only four Pythiaceae were identified, which was insufficient to study the spatial

distribution of this group. The fungal and particularly the ectomycorrhizal (EcM) richness

was not correlated with any soil variable (pH, C, N or P), but the spatial structure was

explained by the C:N ratio and phosphorus content. Our data reveal the importance of

maintaining a minimal representative sampling at the plot scale for comparative geo-

graphical studies.

ª 2013 Elsevier Ltd and The British Mycological Society. All rights reserved.

Introduction

Soil microorganisms are important components of forest

ecosystems and can be intimately linked with forest trees

through symbiotic, mutualistic or pathogenic interactions.

Fungal microorganisms such as saprotrophic or mycorrhizal

fungi are involved in important functions within the soil in

relation to nutrient cycling (Smith & Read 2008; Courty et al.

2010), water dynamics and disease control that are essential

for the health and growth of forest trees. In contrast, some soil
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microorganisms are pathogens, such as Phytophthora species

belonging to the Pythiaceae (Stramenopiles kingdom). These

species are involved in forest declines and dieback (Erwin &

Ribeiro 1996), participating in tree selection and causing

important economic losses. In general, soil microorganisms

are highly diverse and are not randomly distributed at broad

or local scales (Green et al. 2004). However, compared to plants

and animals, little is known about the community structure

and spatial distribution of microorganisms, mainly due to

technological limitations. Indeed, morphological-based

methods, such as fungal sporocarp monitoring (Bu�ee et al.

2011), root-tip morphotype inventories (Tedersoo et al. 2003)

and oomycete spore baiting (Hansen&Delatour 1999; Fichtner

et al. 2007), require considerable expertise and time. Addi-

tionally, these methods may not be exhaustive, which could

explain the relative underestimation of some microbial com-

munities (Hibbett et al. 2011). This is particularly the case for

Pythiaceae, which are important soil pathogens (Erwin &

Ribeiro 1996; Hansen & Delatour 1999; Brasier 2009).

New sequencing techniques, such as high-throughput

pyrosequencing (Margulies et al. 2005), provide a great

opportunity to further investigate microbial communities at

different scales. Recently, numerous studies have employed

454 sequencing to highlight the extraordinary fungal diversity

in soil or on plant roots, including that of ectomycorrhizal

(EcM) fungi, which are found in the vicinity of tree roots (€Opik

et al. 2009; Bu�ee et al. 2009; Tedersoo et al. 2011; Jumpponen

et al. 2010; Wallander et al. 2010; Kauserud et al. 2012). High-

throughput sequencing represents an excellent tool for

describing soil fungal communities and characterising their

structure on a larger scale because it provides the opportunity

to increase the number of samples and to deepen inves-

tigation within samples (O’Brien et al. 2005; Uroz et al. 2010).

However, pathogenic species belonging to the Pythium or

Phytophthora genera are widespread and play important roles

in natural ecosystems, but the available molecular methods

for characterising their communities from environmental

samples have been poorly assessed (Arcate et al. 2006; Cooke

et al. 2007). A recent study reported the development of a

molecular approach to detect Phytophthora species from soil

samples using novel sets of genus-specific primers designed

against internal transcribed spacer (ITS) regions. However,

attempts to detect Phytophthora species in numerous envi-

ronmental samples remain unsuccessful (Scibetta et al. 2012).

Moreover, oomycetes have not been well studied at the com-

munity level compared with fungi or bacteria (Rousk et al.

2010). Although baiting methods have provided some insight

into the diversity of the Phytophthora communities in natural

ecosystems, these techniques require a long time to imple-

ment, which strongly limits the ability to describe these

communities (Hansen & Delatour 1999; Jung et al. 2000; Cooke

et al. 2007; Balci et al. 2007). As a consequence, few studies have

explored the distribution of the oomycete community in for-

est soils at the stand scale (Hansen & Delatour 1999; G�omez-

Aparicio et al. 2012), and none of these investigations has

used next-generation sequencing.

At a local scale, EcM fungi may exhibit a discrete or

extended patch distribution (Pickles et al. 2010). The relative

spatial distributions of sporocarps and fungal mycelia are

known to differ significantly, and has been particularly well

studied among EcM fungi (Jansen & de Nie 1988; Peter et al.

2001). It is also reported that locally, the spatial distribution

of EcM hyphae does not follow that of their mycorrhizas (Van

Der Linde et al. 2009) and that the relative abundance of

mycorrhizas and mycelia differs between fungal species

(Kjøller 2006). There is also evidence that the mycelium and

mycorrhiza of the same species are segregated vertically

throughout the soil layers (Genney et al. 2006). In boreal for-

ests, fungi are distributed in the vertical soil profile, with

saprobes dominating in the litter, and mycorrhizal fungi

showing abundance in the humus layer (Lindahl et al. 2007).

Several factors may explain this heterogeneous spatial

distribution of microorganisms, but such environmental fac-

tors are still poorly understood (Rousk et al. 2010). Ascomy-

cetes have been suggested to respond to soil chemistry, water

and resource concentrations at small scales, rather than to the

type of land (Green& Bohannan 2006). Soil pathogens exhibit a

spatial pattern that depends on the vegetation present and

soil characteristics. For example, the soil water regime and

soil texture, i.e., the proportion of sand, are major factors

impacting the distributions of Phytophthora and Pythium spe-

cies (Hansen & Delatour 1999; Jung et al. 2000; G�omez-Aparicio

et al. 2012). However, the perception of the fungal community

structure is largely dependent on the sampling effort and

strategy applied, and characterisation of spatial patterns has

proved to be difficult with small size samples (Whitcomb &

Stutz 2007). Indeed, undersampling has been stressed as

biasing conclusions about the spatial scaling of microbial

diversity (Green & Bohannan 2006).

A better understanding of the spatial distribution of fila-

mentous soil microorganisms is essential both to gain

knowledge about the ecology of these communities and to

plan sampling for future studies (Taylor 2002). This point is

particularly crucial for EcM fungi because their extramatrical

structures are highly variable between different species

(Agerer 2001). Moreover, while emergent large-scale studies

require a multiple-stand approach, it is necessary to maintain

a representative description of microbial diversity at the plot

scale. However, the sampling strategies applied at local scales

differ greatly between studies comparing plots (Lilleskov et al.

2004; Bu�ee et al. 2009), and the development of a standardised

sampling method is, therefore, of great interest (Cox et al.

2010). Furthermore, for EcM communities, the handling of

root tips (including washing and fastidious selection of living

vs. dead or mycorrhizal vs. non-mycorrhizal specimens)

remains a laborious component of studies that undermines

the potential of high-throughput approaches. Examining soil

could potentially be an alternative method for investigating

the EcM community in particular. For oomycetes, baiting is

classically performed directly in soil samples (Davison & Tay

2005).

The main aim of this study was to thoroughly explore the

fungal (EcM) and oomycete community associated with beech

trees in a relatively homogeneous plot to propose a com-

promise between sampling and sequencing efforts for high-

throughput studies. For this purpose, we investigated the

spatial (horizontal and vertical) distribution of these micro-

organisms in relation to a number of edaphic parameters and

compared the fine root system against bulk soil as microbial

reservoirs. We tested the following hypotheses: (1) the fungal
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and oomycete communities are not evenly distributed within

the plot but instead show a spatial structure, possibly related

to environmental factors; (2) sampling a limited set of trees

enables the microbial community of a relatively homoge-

neous plot to be described; and (3) the soil fungal community

is as effective as the fine root fungal community for describing

ectomycorrhizal diversity using next-generation sequencing.

Materials and methods

Site description and sampling

The Lign�eville (Vosges, France) forest is a temperate forest

(48�0703200N, 5�5905100E) situated at 380 m elevation. The

experimental plot was established in a 3 500 m2 area domi-

nated by 90 % beech (Fagus sylvatica), along with a few oak and

spruce trees. All of the contiguous beech trees in this area

were selected for the study (n ¼ 20 trees). The diameter of the

trees at a 1.30m height ranged from 30 to 80 cm. The litter was

removed, and four soil cores (8 cm diameter) were collected at

1 m from the trunk base of each tree. The four cores were

combined, with the upper (0e10 cm deep) and lower

(10e20 cm deep, sandy loam) horizons kept separate. The

samples were collected on 11 Dec 2009 and were kept frozen

until processing. Soil analyses of sub-samples were carried

out by the Laboratoire d’Analyse des Sols d’Arras (http://

www5.lille.inra.fr/las) to determine the pH (water method),

total carbon (C) and total nitrogen (N) contents (NF ISO 10694

and NF ISO 13878) and phosphorus (P) content (Duchaufour &

Bonneau 1959).

The root system present in each sample was separated

from the soil using a 5 mm sieve. The remaining soil was

gently cleaned from the roots in tap water, and the coarse

roots were discarded (diameter > 2 mm). The fine roots

(including root tips and residual adhering soil) were then

lyophilised and ground with a mortar and pestle. Total

genomic DNA extraction was carried out using the DNeasy

Plant Mini Kit (Qiagen) for fine root samples (50 mg of the

homogeneous powder) and the Fast DNA Spin Kit for Soil

(MPBio) for soil samples (500 mg of homogeneous wet soil).

Approximately 15 mg of polyvinylpolypyrrolidone (PVPP) was

first added to each sample, and the manufacturers’ instruc-

tions for the kits were then followed. The genomic DNA was

then purified twice in PVPP columns.

PCR amplification, amplicon purification and library

preparation

Upper and lower horizon samples were processed independ-

ently. The fungal ITS1 region (Schoch et al. 2012) was amplified

from both the fine root and soil DNA with the ITS1F

(CTTGGTCATTTAGAGGAAGTAA) and ITS2 (GCTGCGTTCTTCA

TCGATGC) primers (Gardes & Bruns 1993). ITS1F was chosen

over ITS1 because the latter primer binds to plant DNA more

easily (Gardes & Bruns 1993 and personal unpublished

results), which could decrease the fraction of fungal reads.

The oomycete ITS1 region was amplified only from the soil

samples using nested PCR: the first roundwas performedwith

the ITS6 (GAAGGTGAAGTCGTAACAAGG) and ITS4 (TCCT

CCGCTTATTGATATGC) primers (White et al. 1990), and the

second round with the primer pair ITS6 and ITS7

(AGCGTTCTTCATCGATGTGC) (Cooke et al. 2000). For 454

Titanium pyrosequencing of multiplexed samples, the for-

ward primer (ITS1F or ITS6) was linked to a 4-basemultiplexed

identifier (MID) and adaptor A (CGTATCGCCTCCCTCGCGCC

ATCAG), whereas the reverse primer (ITS2 or ITS7) was

adjoinedwith adaptor B (CTATGCGCCTTGCCAGCCCGCTCAG).

The amplification mixture was prepared in a 20 ml volume,

obtaining final concentrations of 0.4 X enzyme buffer, 1.5 mM

MgCl2, 1.12mgml�1 BSA, 0.2 mM each dNTP, 0.2 mM each non-

tagged primer (ITS6 and ITS4) or 0.8 mM each tagged primer

(ITS1F and ITS2 or ITS6 and ITS7) and 0.05 U ml�1 Sigma Taq

polymerase. The GeneAmp 9700 system was used with the

following program for fungi: 5 min at 95 �C, followed by 35

cycles of 30 s at 95 �C, 40 s at 53 �C and 45 s at 72 �C, with a final

step of 7min at 72 �C. For nested PCR, the first round consisted

of 5 min at 95 �C, followed by 20 cycles of 30 s at 95 �C, 40 s at

53 �C and 1.5 min at 72 �C, with a final step of 7 min at 72 �C.

The first-round amplicons were diluted 10 times, and the

second-round program was as follows: 5 min at 95 �C, fol-

lowed by 30 cycles of 30 s at 95 �C, 40 s at 53 �C and 10 s at 72 �C,

with a final step of 7 min at 72 �C.

Four 20 ml reactions were run in parallel for each sample,

which were then pooled and purified on an MSNU030 Multi-

ScreenHTS PCR Plate (Millipore Corporation), with two washes

using 100 ml of H2O and solubilisation of the amplicons in 40 ml

of H2O. The concentration of the purified tagged amplicons

was measured three times with a NanoDrop� ND-1000 spec-

trophotometer, and equimolar pooling was carried out. In

total, we obtained three independent libraries of 40 samples,

corresponding to fine root-associated fungi, soil fungi and

oomycetes from soil. Thus, three independent runs were

conducted with 40 MIDs each, in equal proportions. The 454

pyrosequencing was performed by G�enoscope (Evry, France).

The raw data were deposited on the Sequence Read Archive

website (http://www.ncbi.nlm.nih.gov/sra) under the project

identifier PRJEB583 and the study accession ERP001914. The

three libraries are under the following run accessions:

ERR185063 (alias run_1.TCA.AQN_AOTS_GK5X8RX01 for soil

microbes amplified with ITS1F-ITS2), ERR185064 (alias

run_2.TCA.AQN_DOTS_GRD572402 for soil microbes amplified

with ITS6-ITS7) and ERR185065 (alias run_5.TCA.AQN_

BOTS_GJVVFSH05 for fine root-associated fungi amplifiedwith

ITS1F-ITS2).

Bioinformatics analysis

The sequences were sorted into different files according to

their multiplex identifier (MID) using sfffile software, with no

mismatches allowed for the MIDs, which were then removed.

The sequences were cleaned (trimming and denoising) with

trim.flows in Mothur version 1.20.1 with the default parame-

ters (Schloss et al. 2009). The internal transcribed spacer 1 (ITS1)

was extracted using Fungal ITS extractor, version 2 (Nilsson

et al. 2010). After extraction of the ITS1 region, the sequences

were filtered based on aminimal length of 100 bp. Out of a total

of 362 660 sequences, 212 285 (58.5 %) corresponding to the

three libraries, were retained for downstream analyses.

Molecular operational taxonomic units (MOTUs) were
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generated after six successive clusterings using Uclust version

3.0 (Usearch version 5.2.32) with the parameter iddef¼ 2 (Edgar

2010) at a 97 % similarity. The first clustering included all of the

sequences, and subsequent clusterings were conducted with

the batch of consensus sequences from the previous cluster-

ing. This allowed the redundancy of the MOTUs to be

decreased (data not shown). Taxonomic assignation of a con-

sensus sequence (available upon request) generated by Uclust

was performed against a curated GenBank database (Feb 2012),

excluding environmental sequences, using the Basic Local

Alignment Search Tool algorithm Blastn version 2.2.23

(Altschul et al. 1990) with the filter turned off (i.e., segments of

the query sequence with a low compositional complexity were

not masked off). In addition, an R house script was used to

assign MOTUs with the following selected criteria: e-

value � e�50, identity >90 % for the genus and �97 % for the

species level. Some synonyms were corrected using the online

Species Fungorum database (http://www.speciesfungorum.

org). The MOTUs assigned to the same species were sub-

sequently grouped together, further reducing the total number

of MOTUs. Unassigned MOTUs were considered to correspond

to fungi because the applied ITS1F-ITS2 primer pair shows

good specificity for the detection of Dikarya.

Statistical analyses

The two horizons were compared regarding their edaphic

parameters with Student’s t-test, using the t.test function in R.

To assess the suitability of the sequencing depth and sam-

pling effort required to estimate microbial diversity, species

accumulation curves were computed using the specaccum

function of the vegan R package (R Development Core Team

2011; Oksanen et al. 2011). The rarefaction method was

applied. Prior to rarefaction, one randomly chosen sequence

per MOTU was discarded to eliminate singletons (MOTUs

supported by only one sequence), as suggested by Unterseher

et al. (2011). Four sequencing efforts were tested with respect

to rarefaction accumulation trees, corresponding to 100 %,

75 %, 50 % and 25 % of the 210 134 retained sequences. Addi-

tional rarefactions were performed for each habitat inde-

pendently (SS, soil from the superior horizon; SI, soil from the

inferior horizon; RS, fine roots from the superior horizon; and

RI, fine roots from the inferior horizon) considering the ITS1F-

ITS2 dataset, because only this primer pair was used in all four

habitats.

The term fungal community will be used to refer to the

entire set of MOTUs. The MOTUs were categorised as EcM

fungi if theywere assigned to a genus or a species described as

such or suggested to be a putative EcM fungus in the literature

(Rinaldi et al. 2008; Smith & Read 2008; Tedersoo et al. 2010).

The rarefied fungal richness was estimated with rarefaction

curves (rarefy function from the vegan R package, singletons

removed) including 7 600 fungal sequences per tree, which

was the minimum sequencing depth available. Then, the

rarefied EcM richness was determined by multiplying the

rarefied fungal richness by the proportion of EcM sequences

per sample. In addition, to compare the four habitats (SS, SI,

RS, RI), the rarefied fungal and EcM richnesses per sample

were estimated when applicable at a depth of 1 100 sequences

(ITS1F-ITS2 dataset only, >15 samples per habitat).

The community structure was analysed at two levels: (i)

the plot level, consisting of the samples obtained by merging

the samples from each tree (n ¼ 20); and (ii) the tree level,

considering only the sequences from the ITS1F-ITS2 dataset,

with samples from the four different habitats kept separate

(n ¼ 80). As one sequence does not necessarily represent one

individual and because abundance is biased in other respects

(Amend et al. 2010), the binary matrices of the presence of

non-singleton MOTUs were computed from the abundance

matrices. The binary matrices were used to perform corre-

spondence analysis (CoA) at the plot and tree levels with the

dudi.coa function of the ade4 package (Dray & Dufour 2007).

TheMOTUs present in less than three unit samples, according

to the level studied, were discarded to prevent distortion of

the CoA analysis by rare MOTUs. The position of a tree or

sample on a CoA axis will hereafter be used as a measure of

the community composition.

From the binary matrix of MOTU presence at the plot level,

a similarity matrix was computed using the Sørensen index,

i.e., 2*J/(A þ B), with J representing the shared number of

species between two trees, and A and B representing the total

number of species of each of the compared trees. For this

calculation, the designdist function of the vegan R package was

used. The matrix of Euclidean distance was computed from

the coordinates with the dist function of the stats R package.

Mantel’s tests and correlograms were performed using the

vegan mantel and mantel.correlog functions, respectively, with

the Spearman method. The distance classes were calculated

following the Sturge equation, as stated by default in the

mantel.correlog function. The bioenv function (vegan R pack-

age), with a Spearmanmodel and Bray dissimilarity distances,

was employed to determine the subset of environmental

variables showing the best correlation with the fungal com-

munity dissimilarity at the plot level.

A variance analysis using the lm function of R was

conducted to test for the effects of the horizon, (superior or

inferior), the sample material, (soil or fine roots) and their

interaction on the richness and community composition at

the tree level. The correlations at the plot level between

the estimated richness or the community composition and

the edaphic parameters (mean values of the two horizons)

were tested with a regression analysis, using the lm func-

tion in R.

Results

Microbial diversity

The mean number of sequences per sample after the cleaning

steps was 1 768 (min: 226, max: 4 416, Table 1). Approximately

57 % of the MOTUs were non-singletons. Only 36.9 % of the

non-singleton MOTUs could be assigned to a genus or a spe-

cies. Among these MOTUs, 89 % belonged to the Dikarya, and

41 % were classified as EcM (Table 1). A total of 630 and 111

non-singleton MOTUs were found exclusively from the soil

substratum using the ITS1F-ITS2 and ITS6-ITS7 primer pairs,

respectively, while 263 MOTUs were detected by both pairs.

Oomycetes were only detected with the ITS6-ITS7 primer pair

and only in the soil samples. This primer pair was not as
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specific as suggested, as it amplified many basidiomycetes in

particular (representing 129 of the 187 assigned MOTUs

amplified with this primer pair) and even four plant taxa,

which were removed from the dataset prior to conducing any

analysis. The ITS6-ITS7 primer pair allowed the detection of

three EcM MOTUs (Russula rubra, Russula sp18 and Cortinarius

armillatus) that were not detected in the soil with ITS1F-ITS2,

but these three MOTUs were detected in the fine root habitat

with ITS1F-ITS2. Themost abundantMOTU (14 321 sequences,

abundancewill hereafter refer to the number of sequences per

MOTU) corresponded to a Saprolegniale (Oomycota, Sapro-

legniaceae). Only 463 sequences from Pythiaceae (i.e., 0.8 % of

the sequences from the ITS6-ITS7 dataset) were detected in

the plot, representing only a few species: Phytophthora pluri-

vora, an unidentified Phytophthora species from clade 7a (cf

Blair et al. 2008), Pythium sylvaticum and an unidentified spe-

cies of Pythium.

Analysis of the sequences obtained with ITS1F-ITS2 and

ITS6-ITS7 primer pairs from the soil and fine root samples

together revealed that the 20 most abundant MOTUs (overall

number of sequences) were EcM fungi, including seven Rus-

sula species (Russula brunneoviolacea, Russula cyanoxantha,

Russula ochroleuca, Russula vesca, Russula nigricans, R. sp1 and

Russula ionochlora), two Boletus species (Boletus pruinatus and

Boletus erythropus), Cenococcum geophilum, Cortinarius sp1 and

Elaphomyces sp1 (Table 2). Other abundantMOTUs included six

non-assigned MOTUs that were amplified only with ITS6-ITS7

and two Mortierella species (M. sp1 and Mortierella humilis).

There was a significant positive correlation between the log of

abundance and the frequency (Fisher’s F ¼ 2 149.5, p < 0.001;

the frequency refers to the number of trees or samples in

which the MOTU was present). Among the MOTUs supported

by more than 1 000 sequences, 74.4 % were present on more

than 15 trees, while only 14 % where present on fewer than 10

trees. The abundant MOTUs present on less than 10 trees

included Cortinarius sp1, Russula sp1 and MOTU6. The com-

munity matrix, including the ecological mode for the identi-

fied MOTUs, is available as a Supplementary Table.

The rarefaction curves tended towards saturation (Fig 1A

and B). A total of 90 % of the estimated plot richness was

retrievedwhen only 15 out of the 20 trees were sampledwith a

sequencing effort of 10 500 sequences per sampled tree

(Fig 1B). However, it was necessary to sample all 20 trees to

achieve such a result if a sequencing effort of 7 880 sequences

per sampled tree was employed (Fig 1B). An estimated rich-

ness of 1 020 MOTUs was similarly obtained when either 11

trees with 100 % of the sequences or 20 trees with half of the

sequences per tree were considered. When computed indi-

vidually for each of the four habitats (fine roots or soil from the

upper horizon and fine roots or soil from the lower horizon),

the rarefaction curves also tended towards saturation (Fig 2A

and B).

The fungal and EcM richness estimated from the rar-

efaction curves ranged from 196 to 308 non-singleton fungal

MOTUs per tree (including unassignedMOTUs) and from 71 to

187 EcMMOTUs per tree. The rarefied fungal and EcM richness

Table 1eNumber of sequences and number of MOTUs in the datasets. The number of MOTUs in the combined dataset was
not the sum of the two datasets as they were redundant

ITS1F-ITS2 dataset
(two libraries ¼ 80

samples)

ITS6-ITS7 dataset
(one library ¼ 40
soil samples)

Combined dataset
(three libraries ¼ 120

samples)

Total number of 454 reads 261 771 100 889 362 660
Number of retained quality sequences 156 242 (59.7 %) 55 936 (55.4 %) 212 178 (58.5 %)
Range of sequences per samplea 414e3 742 226e4 416 226e4 416
Range of sequences per sampled treeb 4 315e11 570 1 435e5 340 7 713e13 860
Number of MOTUs 1 840 490 2 044
Number of nonsingletonsc 1 085 (59.0 %) 374 (76.3 %) 1 173 (57.4 %)
Assigned nonsingletons 413 187 433
Taxonomic-level assignation of nonsingletons

Not assigned 672 187 740

Genus 226 81 236

Species 187 106 197

Phylum-level repartition of the assigned nonsingletons

Basidiomycota 209 129 216

Ascomycota 169 20 169

Zygomycota 6 6 6

Other or incertain fungal lineages 29 22 32

Oomycota 0 10 10

Ecological mode repartition of the assigned nonsingletons d

ECMe 177 103 177

Saprobee 143 59 151

Plant pathogene 15 6 18

Other or unknown mode 83 20 92

a An homogeneous sample of soil or fine roots originating from four mixed cores, taken around a beech tree at 0e10 cm or 10e20 cm depth.

b Sum of the four samples from the four different habitats (seea) per tree.

c MOTUs supported by two sequences at least.

d Some species are classified as both saprobe and tree pathogen, thus counted twice.

e True and putative are summed.
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per tree were positively correlated (F ¼ 4.44, p < 0.0494). The

fungal richness was neither spatially structured (Mantel

r ¼ 0.0448, p ¼ 0.34) across the plot nor linked to any edaphic

parameter, nor to the dry fine root biomass (Table 3). This was

also true for the EcM richness (Table 3) (Mantel r ¼ 0.0841,

p ¼ 0.192).

The rarefied fungal richness was significantly lower within

the inferior horizon (F ¼ 54.468, p < 0.001) and in the fine root

samples (F ¼ 12.299, p < 0.001). There was also a significant

interaction between the two factors (horizon * material)

(F ¼ 20.815, p < 0.001). However, the rarefied EcM richness was

different between the two horizons (F ¼ 15.9351, p< 0.001) but

not between the two types of material (F ¼ 0.4939, p ¼ 0.4846).

A weak interaction between the two factors was observed

(F ¼ 4.4014, p ¼ 0.0398).

Notably, the edaphic parameters (pH, C:N ratio and phos-

phorus) were significantly different between the two horizons

(data not shown), and the fine root system was more

Table 2 e The 20 most abundant MOTUs in the plot. The abundance was the number of sequences and the frequency was
the number of trees (max[ 20) around which the MOTU was found

MOTU Abundance Frequency GI number Best BLAST hit Identity E-value

MOTU1 14 321 19 323302256 Saprolegnia megasperma 90.3 1,00E-45

Russula brunneoviolacea 12 069 17 91199853 Russula brunneoviolacea 98.4 2,00E-90

Russula cyanoxantha 11 088 19 22024448 Russula cyanoxantha 99.3 2,00E-66

MOTU2 9 257 16 No hit found

Boletus pruinatus 7 833 20 61657552 Boletus pruinatus 98.9 3,00E-92

MOTU3 6 964 19 323302256 Saprolegnia megasperma 87.8 4,00E-36

Cenococcum geophilum 6 917 20 55832969 Cenococcum geophilum 97.8 3,00E-64

MOTU4 5 220 20 150439140 Homobasidiomycete sp 90.5 3,00E-27

Mortierella sp1 5 213 20 183013810 Zygomycete sp 93.3 6,00E-53

Russula ochroleuca 5 193 19 308055381 Russula ochroleuca 100 2,00E-75

MOTU5 4 761 18 323302256 Saprolegnia megasperma 89.2 3,00E-36

Mortierella humilis 4 512 20 119444359 Mortierellales sp 98.1 3,00E-70

Russula vesca 3 868 13 308055461 Russula vesca 100 9,00E-90

Cortinarius sp1 3 733 7 57869258 Cortinarius cagei 99.4 6,00E-84

Russula nigricans 3 541 15 91199858 Russula nigricans 99.2 8,00E-59

Boletus erythropus 3 409 19 300387792 Boletus erythropus 97.9 7,00E-91

Elaphomyces sp1 3 396 18 189306999 Elaphomyces cf. granulatus 91.8 2,00E-53

Russula sp1 3 137 8 23393838 Russula rosea 96.9 1,00E-82

MOTU6 3 013 9 48766839 Saprolegnia semihypogyna 88.5 6,00E-38

Russula ionochlora 2 871 12 307159052 Russula ionochlora 97.5 2,00E-72

Fig 1 e Rarefaction curves accumulating sequences (A) or trees (B) obtained with the function ‘specaccum’ of the vegan R

package. Sequences, obtained with ITS1F-ITS2 and ITS6-ITS7 primer sets, were clustered at 97 % and one sequence per

MOTU was removed, eliminating de facto the singletons. Four sequencing efforts are presented: 100 %, 75 % (circle), 50 %

(triangle) and 25 % (inverted triangle) of the 210 134 retained sequences.
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abundant in the upper horizon than in the lower horizon,

which presented mean dry fine root masses of 5.8 g/tree and

1.7 g/tree, respectively (t ¼ 9.2675, p < 0.001).

Microbial structure at the plot level

The soil characteristics showed variability within the plot: the

soil carbon content ranged from 26.4 to 59.8 g kg�1, nitrogen

ranged from 1.3 to 2.6 g kg�1, the C:N ratio ranged from 19.9 to

24.5, phosphorus ranged from 0.08 to 0.10 g kg�1, and the soil

pH ranged from 4.0 to 4.3. The clay:sand ratio measured in the

lower horizon was 0.24 � 0.03.

The 681 MOTUs associated with at least three trees were

retained for the CoA computed at the plot level (n ¼ 20 trees)

(Fig 3A). The trees in the studied plotwere clearly separated on

the first axis of the CoA (Fig 3A). The distribution of the trees in

Fig 2 e Saturation curves for four distinct habitats: soil (closed symbols), root (open symbols), organo-mineral horizon

(circles), and mineral horizon (triangles) accumulating sequences (‘accumresult’ function of the BiodiversityR R package)

(A) or trees (‘specaccum’ function of the vegan R package) (B). Sequences, obtained with ITS1F-ITS2 primer set only, were

clustered at 97 %. One sequence was discarded per MOTU, eliminating de facto the singletons.

Table 3 e Relationships between richness or community composition of MOTUs or of EcM species and environmental
variables at the plot level (n [ 20)

Spatial variables Edaphic variables Biotic variable

X Y Soil pH Carbon:nitrogen
ratio

Phosphorus
content

Dry root
mass

Fungal richnessa 0.0487 (0.83) 0.2848 (0.60) 0.1553 (0.70) 2.4047 (0.14) 2.1968 (0.16) 1e-04 (0.99)

EcM richnessa 0.2304 (0.64) 0.3443 (0.56) 0.0245 (0.88) 0.701 (0.41) 0.5146 (0.48) 1.828 (0.19)

MOTUs community

composition:CoA Axis1b
0.2385 (0.63) 57.208 (<0.001) 2.9838 (0.10) 7.7554 (<0.05) 5.834 (<0.05) 0.0357 (0.85)

MOTUs community

composition:CoA Axis2b
3.2323 (0.09) 1.1868 (0.29) 1.7193 (0.20) 4e-04 (0.98) 9.538 (<0.01) 0.4049 (0.53)

EcM community

composition:CoA Axis1c
0.1029 (0.75) 17.026 (<0.001) 2.1135 (0.16) 8.9674 (<0.01) 1.3713 (0.26) 0.01 (0.92)

EcM community

composition:CoA Axis2c
0.0985 (0.76) 0.003 (0.96) 0.3806 (0.55) 0.2979 (0.59) 0.0128 (0.91) 0.0368 (0.85)

Community composition was defined as the position of the tree on the CoA axis at the plot level (see Fig 3A for CoA with the MOTUs, CoA with

EcM species not shown). Fisher’s F statistics with the probability value into brackets. Significant values (p < 0.05) in bold. Each variable was

tested independently.

a Rarefied richness estimated for 7 200 sequences per sampled tree.

b Axis values of the CoA based on 681 MOTUs.

c Axis values of the CoA based on 107 EcM species.
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the CoA was not linked to the fungal lifestyle (EcM, pathogen

or saprobe), as the MOTUs from these three groups were

evenly dispersed in the CoA (data not shown). The first axis

was positively correlated with one of the geographical coor-

dinates of the trees, with the trees showing a high value on

this axis being mainly distributed in the northern part of the

plot (Table 3, Fig 3B). The second axis of the CoAwas, however,

not related to any geographical parameter (Table 3). The

Mantel test also clearly indicated that the fungal community

showed a spatial structure, with a significant autocorrelation

being detected for samples within the 0e15 m distance class

(Mantel statistic r ¼ �0.4972, p < 0.05) (Fig 4). The same result

was obtained when considering the EcM community alone

(r ¼ 0.3, p < 0.05).

The first axis of the CoA was linearly related with the C:N

ratio and P content, while the second axis was only related to

the P content (Table 3). When only the EcM fungi were con-

sidered in the CoA, similar results were observed (indicating a

significant relationship between CoA axis 1 and the C:N ratio),

although there was no significant relationship with the P

content (Table 3). The model showing the best correlation

between the environmental variables and the fungal or EcM

community data combines two parameters: the C:N ratio and

P content. These two variables were positively correlated with

the latitude (F ¼ 6.865, p ¼ 0.0174 and F ¼ 5.782, p ¼ 0.0272 for

C:N ratio and P soil content respectively).

The EcM fungi that presented a high value on the first axis

of the CoA (over 1) were Amanita fulva, A. porphyria, Cortinarius

angelesianus, two unidentified Cortinarius species and Russula

mairei. These fungi were almost exclusively found associated

with trees located in the northern part of the plot, where the

soil exhibited both a higher phosphorus content and higher

C:N ratio. Previously mentioned abundant EcM species, such

as R. brunneoviolacea, R. cyanoxantha and B. pruinatus, were not

discriminated in the CoA, which was also the case for MOTU1.

No clear pattern was seen for the few observed Pythiaceae.

Phytophthora plurivora, Phytophthora clade 7a, P. sylvaticum and

Pythium sp1 were associated with 4, 3, 1 and 2 non-adjacent

trees out of the 20, respectively.

Fig 3 e Distribution of the 20 beech trees according to their associated fungal and oomycete community on a

correspondence analysis (CoA). The CoA was done on presence/absence of 681 MOTUs obtained with ITS1F-ITS2 and ITS6-

ITS7 primers (A). The percentages of variation explained by the first and second axis are 13.2 and 9.9 % respectively; the

numbers are the tree numbers. Note that trees numbered 4, 11 and 12 are superimposed. Spatial distribution of the 20 beech

trees on the experimental plot (B). Dot size was related to the first axis value on the CoA beside, i.e. small dots for negative

values and large ones for positive values. The axis values on the CoA were used for statistical tests presented in Table 3.

Fig 4 e Mantel correlogram for the MOTUs community at

the plot level, based on the binary Sørensen similarity

coefficient. Distance class index were the values delimiting

distance classes. Negative Mantel statistics correspond to

positive autocorrelation. Dark symbols indicate significant

Mantel statistics (a [ 0.05).
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Structure of the fungal assemblage at the tree level

Among the 1 085 non-singleton MOTUs obtained, 681 (58.0 %)

were shared by the two horizons, whereas 340 (29.0 %) were

exclusively found in the upper layer, and 152 (13.0 %) were

exclusive to the lower layer (based only on data obtained with

ITS1F-ITS2, as this was the only primer pair used for fine root

samples). More than 66 % (118/177) of the EcM MOTUs were

found in both horizons.

A total of 700 non-singletonMOTUs (64.5 %) were shared by

the fine root and soil samples, while 193 (17.8 %) were exclu-

sively found in the soil samples and 192 (17.7 %) in the fine root

samples. Among the MOTUs exclusively found in the fine root

samples, only 28 (14.6 %) were supported by at least ten

sequences, and themost abundant corresponded to an ericoid

mycorrhizal fungus,Oidiodendron sp3 (116 sequences). Notably,

86%of theEcMMOTUs found in thefine root sampleswerealso

retrieved in the soil samples (134/155). The EcM MOTUs that

were not detected in the soil samples corresponded to six

Cortinarius species including C. delibutus, C. sp18, three Boletus

(B. sp2, B. sp3), three Russula, two Cladophialophora, Cenococcum

sp3, Exophiala sp2, Tuber puberulum,Hebeloma sp1,Hydnum sp1,

Meliniomyces sp2 and Tomentella sp8. In contrast, some EcM

MOTUs were detected in the soil samples, but not in the fine

root samples (22/156, or 14%, corresponding tonineCortinarius,

four Russula, four Lactarius, Amanita sp5, Hebeloma radicosum,

Hydnum ellipsosporum, Inocybe lacera and Tomentella sp7).

The 690 MOTUs present in at least three samples were

retained for the CoA. The four investigated habitats, i.e., fine

roots or soil from the upper or lower horizon (n ¼ 80), were

distinct regarding the microbial community (Fig 5A). The first

axisof theCoAexplained22.7%of thevariance. It separated the

four habitats, particularly the samples of the upper horizon

(negative values of axis 1), from the samples of the lower

horizon (positive values of axis 1) (F ¼ 242.15, p < 0.001). There

was a significant interaction between the horizon (superior or

inferior) and material (fine roots or soil), with the difference

between the horizons being far less pronounced for the soil

material (F¼ 36.94, p< 0.001). The second axis explained 15.2 %

of the variation and was related to the material (F ¼ 19.65,

p < 0.001), but not to the horizon (F ¼ 2.22, p ¼ 0.14). The CoA

computedonly taking into account the127 EcMfungi present in

at least three samples showed a notably different pattern

(Fig 5B). The distribution of the samples from the four habitats

was different for the EcM MOTUs compared to what was

observed for all of the fungal MOTUs.While the distribution on

axis 1was similar,witha significantlyhigher valueobserved for

the lower horizon, (F ¼ 53.86, p < 0.001) as well as a significant

horizon * material interaction (F ¼ 7.53, p ¼ 0.0075), the dis-

tribution on axis 2 was different. Indeed, the fine roots and soil

samples were not significantly different regarding their posi-

tion on axis 2 (F ¼ 0.78, p ¼ 0.38). Only the horizon factor sig-

nificantly influenced theposition onaxis 2 (F¼ 12.93, p< 0.001).

Discussion

A description of the fungal community at the plot level was

achieved using 454 sequencing, which therefore allowed a

sampling strategy to be outlined, including the corresponding

sequencing effort required for future large-scale community

studies where the plot is the basic unit. Remarkably, our work

suggested that the soil habitat can be a good proxy for

studying mycorrhizal assemblages. Additionally, this study

was among the first to investigate oomycetes in forest soils

using high-throughput sequencing, although these organisms

are relatively difficult to detect compared to fungi. The fungal

community observed in the present study showed spatial

autocorrelation at a distance of <15 m and exhibited a dif-

ferentiated vertical distribution along the soil profile.

Fig 5 e Correspondence analysis for fungal (690 MOTUs) (A) or ectomycorrhizal (127 EcM MOTUs) (B) communities in four

different habitats of a beech plot (n[ 80): soil (closed symbols), root (open symbols), superior horizon (circles), and inferior

horizon (triangles). A presence/absence matrix of the MOTUs present in at least three samples was used for the

correspondence analysis. All the MOTUs considered were obtained with ITS1F-ITS2 primers. The percentages indicate the

variation explained by each axis.

Fungi and oomycetes distribution in soil and roots 231



To study the microbial community at a plot level, a com-

promise was required between the number of samples and

the sequencing depth per sample (Taylor 2002; Cox et al. 2010).

Indeed, as the number of sequences or samples increased, the

number of MOTUs increased, with a similar proportion of

singletons being recorded. In our case, the number of

sequences was sufficient to describe the fungal community at

the plot level and at the tree level, for which the community

was described in the four habitats separately (RS, SS, RI, SI).

Hence, under our experimental conditions, we suggest that

four soil cores (20 cm depth) and approximately 15 treeswith a

sequencing depth of 10 500 sequences per tree unit allowed a

good description of the fungal community within our rela-

tively homogeneous 3 500 m2 plot to be obtained. The large

number of basidiomycetes observed may represent a bias due

to the use of the ITS1F primer (Bellemain et al. 2010).

Our work suggested that the soil habitat was a good proxy

for studying mycorrhizal assemblages. Our description of the

EcM assemblage was based only on the taxonomically

assignedMOTUs and the still incomplete literature addressing

the ecological mode of fungi. Despite this limitation, our

findings are in accordance with previous studies (Rosling et al.

2003; Landeweert et al. 2005). In particular, the EcM richness

was not dependent on the type of material (fine roots or soil),

and the CoA of EcM MOTUs was not able to separate the

samples. Moreover, most of the MOTUs that were absent from

the soil samples were supported by a low number of

sequences (less than 120/MOTU), and only 11 % (21/192) were

EcM MOTUs. Thus, the MOTUs that were not detected in the

soil were not found at a high abundance in the fine roots.

High-throughput sequencing appears to smooth out the niche

differentiation between fine roots and soil, as we could detect

almost all of the MOTUs found in the fine root samples in the

soil samples as well. Nevertheless, this method allowed us to

investigate the fungal community present on the fine roots

more thoroughly and to detect rare MOTUs associated exclu-

sively with fine roots. However, Dickie et al. (2002) thought it

unlikely that the hyphae of a fungal species present on root

tips in a sample could be totally from the surrounding soil.

Additionally, Landeweert et al. (2005) did not detect any fungal

species that were present on root tips but absent from soil.

Some EcM species appear to be more frequent as mycelia in

the soil than asmycorrhizal root tips (Kjøller 2006), which was

the case for many Tomentella species. In the present study, we

indeed found that some EcM MOTUs were detected exclu-

sively in the soil. However, thiswas not the case for Tomentella:

Tomentella sublilacina and Pseudotomentella tristis were more

frequent and more abundant in the fine root samples com-

pared to the soil samples. Other Tomentella MOTUs were

similarly frequent in the fine root and soil samples, with a

higher number of sequences in the fine root samples. Boletus

spp. were also found as frequently in the soil as in the fine root

samples, although this genus has been reported to be more

frequent as mycelia in soil than as mycorrhizas (Kjøller 2006).

The findings reported in the literature are more conflicting for

the Cortinarius. While Kjøller (2006) retrieved some species

from root tips, but not from the soil, Genney et al. (2006)

detected extramatrical mycelia of Cortinarius more fre-

quently compared to their presence at root tips. Our data

confirmed these conflicting reports, as among the 39

Cortinarius MOTUs observed, nine were recorded exclusively

from soil, while six were observed exclusively in the fine root

samples. Cortinarius is probably the largest agaricoid genus

(Smith 1973), and it is therefore not surprising that species

with large differences in ecology can be found in this group.

As is commonly observed, rare MOTUs dominated the

community, apart from a few abundant MOTUs. Among the

most abundant EcM MOTUs, a number are generalists (C. geo-

philum, B. pruinatus), are species associated with acidoclines

(e.g., R. ochroleuca, B. erythropus) or are preferentially present in

deciduous forests (R. ionochlora under Fagus especially, R. nig-

ricans, R. vesca). Other, less abundant, species were also recor-

ded that are preferentially associated with beech trees (e.g.,

Leotia subdulcis, Russula fellea, A. citrina, R. mairei) (Courtecuisse

& Duhem 1994). Additionally, the presence of young individu-

als of several other tree species on the plot could explain the

detection of Leotia quietus, an oak-specific fungus, and Russula

puellaris, which preferentially exists in interactions with con-

iferous species. Additionally, Oidiodendron sp., which was the

most abundant MOTU found only in the fine root samples,

forms ericoidmycorrhizas withVaccinium species (Dalp�e 1986),

which were identified in our forest site.

To our knowledge, this study is the first to investigate

oomycetes in forest soils using high-throughput sequencing.

We detected only a few MOTUs of Pythiaceae species com-

pared to those that are potentially present in beech forests,

which include Phytophthora cactorum, P. cambivora, P. gonapo-

dyides, P. inflata, P. sylvaticum, P. acrogynum, P. inflatum and P.

anandrum (Nechwatal & Oßwald 2001; Jung et al. 2005; Brasier

& Jung 2006; Vettraino et al. 2008; Brasier 2009). However,

Brasier (2009) estimated the number of potential Phytophthora

species to be between 200 and 600, and 301 species of Pythium

have been listed in the Index Fungorum to date. Compared to

the 100 000 fungal species that have been described thus far

(Hibbett et al. 2011), the proportion of four Pythiaceae MOTUs

for 2000 putative fungal MOTUs was therefore somewhat

expected. However, the Pythiaceae community is relatively

difficult to detect (Scibetta et al. 2012) compared to fungi in

general. Technical considerations could explain the small

number of Pythiaceae detected. The specific primer sets used

for nested PCR amplification (Cooke et al. 2000) were not as

appropriate for environmental samples as for pure cultures.

Indeed, a majority of the Dikarya were identified along with

oomycetes within large (Achlya, Phytophthora, Saprolegnia,

Pythium) and other unassigned MOTUs. New primers were

recently reported for the detection of Phytophthora from soil

and water samples that could improve the detection of these

species in environmental samples (Scibetta et al. 2012). Fur-

thermore, as for other fungi, we were not able to assign all of

the MOTUs to the species level. Additionally, the sequences

from Phytophthora clade 7a (approximately 230 bp) corre-

sponded to P. alni subsp. uniformis, P. fragariae or P. cambivora

reference sequences at a �97 % identity and 100 % coverage,

and the sequences from Phytophthora plurivora (approximately

186 bp) also partially matched those of P. inflata. As few

Pythiaceae species have been characterised thus far (Kroon

et al. 2012) compared to EcM fungi, taxonomic affiliation

remains a serious constraint in studying the Pythiaceae

community. Improvements in technical and taxonomic

methods for studying the Pythiaceae community are therefore
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clearly needed. From an ecological point of view, Phytophthora

and Pythium have not been found to be widespread at a stand

scale (Davison & Tay 2005). The trees in our study site were

very healthy, showing no symptoms of decline, such as crown

transparency or small or yellowish foliage, suggesting that

they were not infested by pathogenic Phytophthora species.

The plot conditions were moderately favourable for the

presence of Phytophthora and Pythium. Fine and coarse sand

represented more than 60 % of the soil in the lower layer, and

the soil pH range was between 4.0 and 4.3. Phytophthora have

been found to be less frequent in acidic or sandy soils (Jung

et al. 2000; G�omez-Aparicio et al. 2012). Furthermore, the date

of sampling (beginning of Dec) was probably not the time

when the highest load of Pythiaceae occurs in the soil habitat.

However, the use of molecular techniques might have partly

overcome this problem, as hard life stages and DNA may

persist in the soil after the active season, as for fungi.

This study is among the few investigations to explore the

spatial distributions of EcM species (Courty et al. 2008) and

Pythiaceae species (Davison & Tay 2005; G�omez-Aparicio et al.

2012) in temperate forests. No spatial structure could be found

for Pythiaceae. The fungal community in our study was spa-

tially autocorrelated at a distance of <15 m, and autocorrela-

tion has also been reported elsewhere (Lilleskov et al. 2004;

Toljander et al. 2006). Toljander et al. (2006) found that the EcM

community structure varied along a nutrient gradient char-

acterised based onNH4, base saturation, C:N ratio and pH data,

although they could not identify the relative importance of

these factors. In the present study, the fungal and EcM com-

munities were structured by the C:N ratio and phosphorus, but

not by the pH, which was more homogeneous within the plot.

The vertical distributionofmycorrhizashas been reported in

several studies in podzolic mixed and coniferous boreal forests

(Tedersoo et al. 2003; Rosling et al. 2003; Lindahl et al. 2007), but it

has also been explored rarely in temperate deciduous forests

(Courty et al. 2008). At the plot level, the vertical abundance

distributionwasconserved, regardlessof theexaminedmaterial

(finerootsorsoil). In thepresent study, thedryfinerootbiomass,

pH, C:N ratio and P were found to be confounding factors that

variedwithdepth and that could be linked to the compositionof

the fungal community along the vertical profile. The higher fine

root biomass observed in the upper organic horizon is in

accordancewithpreviousstudies (Rosling et al.2003;Bakker et al.

2008; Courty et al. 2008). These data were in agreement with

those of Taylor (2002), Rosling et al. (2003) and Tedersoo et al.

(2003), who advocated sampling the mineral horizon in addi-

tion to the organic horizon. Similar to most previous reports,

Cenococcum geophilum was abundant and ubiquitous in the two

horizons investigated. Some groups were, however, more

abundant in one of the two layers. Indeed, the Cantharellales,

such as Clavulina cristata, Hydnum rufescens, Craterellus tubae-

formis and Botryobasidium subcoronatum, weremore abundant in

the first 10 cm, where they could play a role in organic matter

processing. Likewise, the Atheliaceae Piloderma fallax, Bysso-

corticium atrovirens, B. sp1 and Tylospora asterophora, whichwere

more abundant in the upper layer, have previously been recor-

ded in an organic substratum (Tedersoo et al. 2003). Tomentella

sublilacina was also mostly found in the organic layer (Courty

et al. 2008), along with the several MOTUs assigned to the Cla-

dophialophora. Two Helotiales, Botrytis sp1 and Cudoniella sp1,

were also recorded in this upper layer, which is not consistent

with the previous observation of the presence of Cudoniella in

deeper soil (Jumpponen et al. 2010), but both fungi have been

reported to show a preference for wet conditions. In contrast to

the above species, Armillaria sp1, Leotia lubrica, Leotia atrovirens

andMicroglossum sp1 were confined to the lower horizon.

Conclusion

Our results showed that in an apparently homogeneous plot

comprising 20 beech trees, the fungal and EcM communities

exhibited a spatial variability linked to the examined edaphic

parameters. Consequently, a sufficient sampling effort at a

local scale should be applied to fully capture the fungal diver-

sity present. In our temperate beech forest plot, we estimated

that approximately 15 trees should be sufficient for this pur-

pose. However, the laboratory work could be facilitated by

employing bulk soil as a good, easy-to-handle substitute for the

fine roots to study EcM assemblages using the pyrosequencing

technique, although the relative abundance was not similar.

The fungal and EcM communities also exhibited a vertical soil

distribution, which could be explained by differences in soil

parameters between the lower and upper horizons. Sampling

several soil horizons is, therefore, encouraged for analyses of

diversity, although it could be difficult for studies conducted at

a large geographical scale, which encompass samples from

several soil types with structurally different profiles. Care

should be taken in extrapolating these findings to other sit-

uations (especially in different forest types or under different

host trees), as only one plot was studied in the present work,

and additional studies are required to confirm our findings.
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CHAPITRE II. DIVERSITE ET STRUCTURE DES 
COMMUNAUTES FONGIQUES LE LONG DE GRADIENTS 
D’ALTITUDE 
 

1. Problématique 

 

Cette étude s’inscrit dans les objectifs du projet BACCARA et vise à  tester l’effet de 

paramètres climatiques (température, précipitations) sur la diversité des communautés 

microbiennes forestières. La collaboration engagée avec l’équipe de l’INRA de Bordeaux a 

permis de coordonner l’étude de trois groupes écologiques distincts : les champignons 

associés aux racines, les champignons de la phyllosphère (habitat de la feuille) et les 

oomycètes du s ol ; et par conséquent de comparer la réponse des communautés fongiques 

issues de deux habitats très distincts. Le travail sur les communautés de la phyllosphère a fait 

l’objet de plusieurs publications dans le cadre de la thèse de Tristan Cordier (Cordier, 2012). 

Dans le cadre de la cette thèse, les objectifs étaient i) de décrire, en terme de diversité et de 

structure, les communautés fongiques, en particulier EcM, et d’oomycètes le long de gradients 

d’altitude géographiquement distincts, ii) d’évaluer les effets relatifs de variables climatiques 

(températures, précipitations) et édaphiques (C, N, P, C/N, pH) sur ces communautés, et iii) 

éprouver la méthodologie sur un plus grand nombre de sites pour les oomycètes pathogènes.  

 

2. Méthodologie 

 

Le gradient naturel d’altitude a été utilisé comme proxy des variations climatiques et quatre 

gradients ont été sélectionnés comme répétition: un gradient pyrénéen échelonné sur 5 s ites 

d’altitude, un gradient alpin de 3 sites, un gradient vosgien de 3 sites, dont celui de Lignéville 

étudié précédemment, et un gradient italien dans les Apennins de 4 sites (Figure 14).  

Le gradient pyrénéen est un site atelier des partenaires de l’UMR BIOGECO (INRA, 

Bordeaux), le gradient alpin faisait aussi l’objet de recherches dans le cadre du projet 

BACCARA par les partenaires de l’IRSTEA (Grenoble) et les 3 sites du gradient vosgien ont 

été sélectionnés en regroupant des informations climatiques (base de données AURHELY) 

avec des informations forestières. 
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Figure 14. Localisation des sites échantillonnés lors des études le long de gradients 
d’altitude (croix bleues) et d’un gradient latitudinal (points rouges). 
Noter que (i) les trois sites du gradient altitudinal alpin sont très proches, (ii) les quatre sites 
du gradient d’altitude italien sont très proches et qu’un des sites a été repris pour l’étude sur le 
gradient latitudinal et (iii) deux sites polonais sont également très proches près de la côte de la 
Mer Baltique. 
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Au total, 15 s ites d’altitude ont été visités à l’été 2010 pour  l’échantillonnage auprès de 15 

arbres (trois grappes de cinq arbres). Chaque grappe a constitué un échantillon. Dans la 

mesure où les conclusions de la première étude n’étaient pas finalisées, les communautés 

fongiques ont été étudiées à partir du système racinaire, afin de cibler les espèces 

ectomycorhiziennes, et les communautés d’oomycètes à partir de l’ADN du sol. 

L’utilisation des données le long du gradient italien a été remise en cause lors de la phase 

d’analyse des données pour plusieurs raisons : la différence de traitement (suite à 

l’échantillonnage) géré par les collègues italiens, le faible gradient thermique, la difficulté 

d’harmoniser l’estimation des températures entre la France et l’Italie (bases de données 

différentes) et des données manquantes pour les variables édaphiques italiennes. La grande 

variabilité de composition entre les communautés fongiques françaises et italiennes observées 

lors d’analyses préliminaires occasionnait un f rein à l’exploration des variables 

environnementales. De plus, l’étude des oomycètes n’était pas possible pour les sites italiens 

car déjà en cours par les collaborateurs italiens. Au vu de tous ces éléments, le gradient italien 

n’a donc pas été inclus dans les analyses finales. 

 

3. Résultats 

 

De manière similaire à la première étude, peu d’oomycètes (54 MOTU) ont été détectés par 

rapport aux champignons. Deux Phytophthora et 14 espèces de Pythium ont été identifiées : 

Phytophthora cactorum and Phytophthora sp1 sont supportés par 32 et 27 s équences 

respectivement. P. cactorum a été détecté sur un site des Alpes et P. sp1 sur un s ite des 

Pyrénées. Cela confirme que l’approche méthodologique pour l’étude des oomycètes des sols 

forestiers doit être améliorée ou que ce type d’approche est moyennement adapté compte tenu 

de la richesse, relative faible, en espèce de Phytophthora.  

Les résultats ont montré que la richesse fongique racinaires et celle plus spécifique des 

espèces ectomycorhiziennes ne sont pas significativement corrélées ni avec l’altitude, ni avec 

les variables environnementales testées. Les mêmes conclusions sont valables pour les 

communautés fongiques de la phyllosphère. De manière remarquable, la richesse du groupe 

taxonomique des ascomycètes est significativement corrélée de manière positive à la 

température moyenne annuelle. La composition de la communauté fongique des racines et de 

la phyllosphère ainsi que la composition de la communauté ectomycorhizienne sont liées au 

pH et à la température moyenne annuelle. La variance sur les axes de l’AFC est expliquée en 

grande partie (74%) par le facteur ‘gradient’. 
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Il faut noter que les deux variables climatiques (température moyenne annuelle et 

précipitations annuelles) étaient corrélées. C’est une des raisons pour laquelle nous avons 

envisagé une troisième étude, qui vise à contrôler la variable des précipitations pour évaluer 

l’effet de la température sur les communautés fongiques. 

 

Les données sur Phytophthora et Pythium étant peu exploitables pour une étude le long de 

gradient d’altitude et du fait des nombreux résultats sur les champignons associés aux racines 

et à l a phyllosphère, seuls les résultats concernant les champignons le long des gradients 

français font partie d’une publication intitulée « Below-ground and above-ground fungal 

assemblages do not follow similar elevation diversity pattern » par Coince A, Cordier T, 

Lengellé J, Defossez E, Vacher C, Robin C, Buée M, Marçais B. L’article a été soumis à 

PLOS One en septembre 2013. 
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ABSTRACT  20 
 21 
Fungal diversity along environmental gradients has little been explored in contrast to the 22 

diversity of plants and animals. Hence, environmental factors influencing the composition of 23 

fungal assemblages are still poorly understood. The aim was to determine whether the 24 

richness of telluric and leaf fungal assemblage decreases with elevation, how the composition 25 

is altered with elevation and to investigate potential explanatory variables. High-throughput 26 

sequencing of the rDNA ITS1 region was used to explore root-associated and phyllosphere 27 

fungal assemblages along three elevation gradients in beech forests. The variation of species 28 

richness and assemblage composition were investigated within these two habitats for Dikarya 29 

assemblages, including ectomycorrhizal fungi. 30 

Below-ground and above-ground fungal assemblages do not follow similar elevational 31 

diversity pattern. Fungal species richness was not significantly related to neither elevation nor 32 

climatic or edaphic variables, for both below-ground and phyllosphere fungi. The 33 

composition of phyllosphere fungal assemblage was correlated with the mean annual 34 

temperature whereas the composition of below-ground fungal assemblage was primarily 35 

correlated with the soil pH. The ascomycetes and basidiomycetes assemblage compositions 36 

differed in their relation to the temperature and the soil pH. Additionally, the ectomycorrhizal 37 

assemblage related to these variables in a different way compared to the whole fungal root-38 

associated assemblage.      39 

Our results therefore suggest that above and below-ground fungal assemblages are not 40 

controlled by the same environmental variables. It is thus encouraged to investigate these 41 

groups globally and separately in ecological studies to decipher their respective constraints.  42 

 43 

Keywords: diversity, ectomycorrhizal fungi, phyllosphere, temperature, soil pH, 454 44 

pyrosequencing 45 

 46 

 47 

INTRODUCTION  48 

 49 

Despite their major roles in ecosystem functioning, the distribution patterns of fungal 50 

assemblages are poorly understood and few studied have been performed at large 51 

geographical scales [1],[2]. In particular, the environmental factors influencing the richness 52 

and the composition of the microbial assemblages are still poorly known compared to macro-53 
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organisms. Climatic factors are usually mentioned to explain macro-organisms distribution 54 

patterns and are important at the global scale. A synthesis of the literature for plants, 55 

vertebrates and invertebrates demonstrated that water variables are usually the best predictors 56 

of species richness below 30°N whereas energy variables (potential evapotranspiration, 57 

temperature) are the best predictors above 30°N [3]. Elevation and latitude gradients are 58 

closely related to several key climatic variables. Thus, these gradients are commonly used 59 

since decades for field experiments because of their great convenience for testing the 60 

correlation between climatic variables and the species distribution [4], [5]. Diversity of 61 

macro-organisms decreases with increasing latitude [6] and depending on the groups, a hump-62 

shaped distribution or a decrease in species richness with elevation is observed for plants, 63 

vertebrates or invertebrates [7], [8]. These large scale distribution patterns are of special 64 

interest in the context of climate change. Indeed, there are accumulating evidence for a 65 

change in plant community under global warming, in particular along elevation gradient with 66 

a shift in the distribution of plants species which is more pronounced at higher elevations [9], 67 

[10]. 68 

Microbial communities have been less studied because of the difficulties to adequately 69 

describe them. However, advances in molecular techniques now allow far easier 70 

characterisation of fungal assemblages and better estimation of the fungi species richness. 71 

Nowadays, high-throughput sequence-based technology is recognized as a powerful method 72 

that improves our perception of microorganisms in a variety of environmental conditions and 73 

of habitats [11], [12], [13] and in particular along environmental gradients [14], [15], [16].  74 

Recent findings suggest that microbes may not follow the elevational diversity patterns 75 

generally observed for macro-organisms [17], [17] and that other factors may drive the 76 

richness of fungi compared to other organisms, in particular for ectomycorrhizal fungi (EcM) 77 

[13], [19], [20]. However, microbial diversity patterns along elevation gradient are not clear. 78 

Fierer et al. (2011) observed no change in bacterial phylotype richness across a gradient 79 

ranging over 3000m [18] while Bryant et al. (2008) reported a monotonic decrease of the 80 

bacterial richness with elevation across a gradient ranging 1000m [17]. Data available for 81 

fungal diversity variation along elevation gradient are scant. A recent study, showed no 82 

change of fungal richness with elevation [21], and another study could not conclude of a trend 83 

for fungi although they observed a higher diversity at mid-elevation (850m) for bacterial 84 

assemblages [22]. For mycorrhizal fungi, a majority of the studies concluded about a decrease 85 

of diversity with elevation [23], [24], [25], [15] although a study detected a unimodal 86 

distribution of ectomycorrhizal fungi with diversity peaking at 1500m [26]. Besides the 87 



 4 

diversity, the composition of fungal assemblages varies with elevation, as has been reported 88 

for fungal assemblages of the beech phyllosphere [14], mycorrhizal fungi [15], [23], [27] and 89 

fungal wood decomposers [21]. Climatic variables may still explain part of these variations in 90 

diversity or composition of the microorganism assemblages. Indeed, the mean annual 91 

temperature and precipitation explained the observed patterns of EcM fungi richness and 92 

assemblage structure along elevation gradients and along the latitudinal gradient [13], [15], 93 

[20]. Finally, the host plant and the soil pH could be the major drivers of microbial 94 

community diversity and composition [15], [17], [20], [23], [28], [29], [30], [31]. 95 

 96 

In this study, we aimed at determining whether the richness of telluric and leaf fungal 97 

assemblage fits to the elevation diversity gradient observed for the majority of organisms i.e. 98 

decreases with elevation. For this purpose, we sampled on elevation gradient in three different 99 

mountainous areas of France focussing on beech forests to alleviate the host effect. We also 100 

studied which environmental variables associated to elevation might influence this richness 101 

and/or the composition of phyllosphere and root-associated fungal assemblages. Climatic 102 

variables (mean annual air temperature and annual precipitation) and edaphic variables (pH, 103 

carbon/nitrogen ratio, carbon (C), nitrogen (N) and phosphorus (P) contents) were selected as 104 

potential explaining variables for the fungal species richness and fungal assemblage 105 

composition along the three elevation gradients. We hypothesized that i) fungal species 106 

richness decreases with increasing elevation and decreasing temperature and ii) fungal 107 

assemblages are more constrained by climatic variables aboveground than belowground. 108 

 109 

MATERIALS AND METHODS 110 

 111 
Site description and sampling design 112 

The three elevation gradients studied were located in the Vosges, the Alps and the Pyrenees 113 

mountains in France. Forest stands were chosen at three different elevations in the Vosges and 114 

the Alps and at five elevations in the Pyrenees. We selected stands with mature and dominant 115 

(> 50% of the basal area) beech trees (Fagus sylvatica). The sampling was permitted by the 116 

Office National des Forêts and the private owner of the St Nicolas stand.  117 

For each elevation, three groups of five beeches were selected. The trees were approximately 118 

5 m apart within a group and the distances between each group were approximately 25 m. 119 

Three leaves per tree, from different branches, were sampled between June and July 2010 as 120 

described in [14]. In the same time, three soil cores per tree (approximately 50 cm3 with 10 121 
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cm depth) at 1 m from the trunk were sampled. 122 

The leaves were placed in individual plastic bags containing 10 ml of silica gel each (Sigma-123 

Aldrich, St. Louis, MO) to ensure that they completely dry within a few hours. The plastic 124 

bags were stored at 16°C until DNA extraction. For a given tree, the three soil cores were 125 

pooled and stored at 4°C until processing. The entire root system was sorted out from the soil 126 

with a 5-mm-mesh sieve and immediately frozen. Then, the root systems were gently washed 127 

with tap water to remove soil particles. The big roots (over 3mm diameter) were discarded 128 

and the fine-roots (including residual rhizospheric soil) were pooled, lyophilized and ground 129 

10 sec in a ball mill. Soil analyses were carried out by the Laboratoire d’Analyse des Sols 130 

d’Arras (http://www5.lille.inra.fr/las) for pH (water method), total C (NF ISO 10694), total N 131 

(NF ISO 13878) and P contents [32]. The mean annual temperature and the annual 132 

precipitation at each elevation site were obtained from the AURHELY database for the 1971-133 

2001 period (Analysis Using the Relief for Hydrometeorology) [33] (Table 1).  134 

 135 

DNA isolation and 454-pyrosequencing 136 

For leaf samples, DNA isolation, PCR amplification, amplicon library preparation and 454-137 

pyrosequencing were executed as described previously [14].  138 

For below-ground samples, the total genomic DNA extraction isolation was carried out using 139 

the DNeasy Plant Mini Kit (Qiagen) for root samples (50 mg of the fine root powder per 140 

sample). For each DNA sample, approximately 15 mg of polyvinylpolypyrrolidone (PVPP) 141 

was added to the samples to neutralize putative PCR-inhibitors. Manufacturers’ instructions 142 

were then followed. The Internal Transcribed Spacer 1 (ITS1) region was targeted as a 143 

recognized DNA barcode for fungal identification [34]. The fungal ITS region was amplified 144 

from root and leaf metagenomic DNA with the forward ITS1F 145 

(CTTGGTCATTTAGAGGAAGTAA) [35] and reverse ITS2 primers 146 

(GCTGCGTTCTTCATCGATGC) [36].  147 

For 454 Titanium pyrosequencing of multiplexed amplicons, the forward primer was adjoined 148 

a 4-bases multiplexed identifier and an adaptor A (CGTATCGCCTCCCTCGCGCCATCAG), 149 

whereas the reverse primer was adjoined the adaptor B 150 

(CTATGCGCCTTGCCAGCCCGCTCAG) before amplification. The amplification of the 151 

rDNA ITS1 for samples from the same plot was done with the same tag-encoded primer set. 152 

PCR mix preparation was done in 20 µL with final concentration of 0.4 X enzyme buffer, 153 

1.5mM MgCl2, 1.12 mg/mL BSA, 0.2 mM dNTP each, 0.2 µM non-tagged primer (ITS6 and 154 

ITS4) or 0.4mM tagged primer (ITS1F and ITS2), 0.05 U/µL Taq polymerase (Sigma). DNA 155 
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extracts from root samples were diluted 100 times. The GeneAmp system 9700 was used with 156 

50% ramp for the production of tagged amplicons. The program was as follow: 5 min at 95°C, 157 

35 cycles of 30 sec at 95°C, 40 sec at 53°C and 45 sec at 72°C, and a final step 7 min at 72°C. 158 

The PCR reactions were done for each sample separately (15 sites x 3 plots x 5 trees) and 159 

amplicons from the same plot were then pooled. Amplicon purifications were done on a 160 

MultiScreenHTS PCR Plate MSNU030 (Millipore Corporation) and consisted of two washings 161 

with 100 µL H2O and final resuspension in 40 µL H2O. The concentration of each sample was 162 

measured three times with the NanoDrop® ND-1000 spectrophotometer and an equimolar 163 

pooling was done. In total, we obtained independent libraries corresponding to 33 foliar, and 164 

33 root tagged samples, sequenced with three independent runs. The 454 pyrosequencing was 165 

done at the Génoscope (Evry, France). The raw data were deposited on the Sequence Read 166 

Archive website (http://www.ncbi.nlm.nih.gov/sra) under the study accession ERP003510. 167 

The three libraries are under the following experiment accessions: ERX280868 (alias 168 

TCA.AQN_GOTS_G0YLLAW02) for the root samples, ERX280870 (alias 169 

TCA.AQN_FOTS_GYUGVSB04) for the phyllosphere samples from the Pyrenees, and 170 

ERX280871 (alias TCA.AQN_HOTS_G2Q8WDE03) for the phyllosphere samples from the 171 

Alps and the Vosges. 172 

 173 

Bioinformatics 174 

The sequences were sorted into different files according to their multiplex identifier (MID) 175 

using sfffile software, with no mismatches allowed for the MIDs, which were then removed. 176 

The sequences were cleaned (trimming and denoising) with trim.flows in Mothur version 177 

1.26.0 with the default parameters [37].  178 

The ITS1 was extracted using Fungal ITS extractor version 2 [38]. After extraction of the 179 

ITS1 region, the sequences were filtered based on a minimal length of 100 bp. Out of a total 180 

of 370 449 sequences, 228 104 (61.6%), were retained for downstream analyses. In order to 181 

reduce redundancy, Molecular Operational Taxonomic Units (MOTUs) were generated after 182 

six successive clusterings with Uclust version 3.0 (Usearch version 6.0.152) [39] at 97% of 183 

similarity and with the parameter iddef = 2. The first clustering included all the sequences and 184 

subsequent clusterings were conducted with the batch of consensus sequences from the 185 

previous clustering. The taxonomic assignation of a consensus sequence generated by Uclust, 186 

was done against a cured GenBank database (July 2012) obtained with the following request 187 

“Eukaryota[organism] AND ribosomal NOT fungal sp. NOT Ectomycorrhiza of NOT uncultu188 

red NOT unknown NOT mRNA NOT environmental sample NOT mycorrhiza of NOT endo189 
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mycorrhiza of NOT Homo sapiens NOT unidentified” in http://www.ncbi.nlm.nih.gov/. The 190 

Basic Local Alignment Search Tool algorithm version 2.2.23 [40], with the filter turned off 191 

(i.e. segments of the query sequence that have low compositional complexity were not 192 

masked off). This option allowed sequence matching that could not be possible when the filter 193 

was on probably because of pyrosequencing overestimation of homopolymers. Ten BLAST 194 

hits were considered when available. The phylum name was extracted from the NCBI 195 

taxonomy corresponding to the GenInfo identifier (GI number). An additional BLASTN was 196 

carried out online for MOTUs with no hit found. This allowed determining the phylum for 197 

some of them.  For the assignation at the genus level, only blast results for which identity > 90 198 

% and e-value e-50 were considered. The percentage of identity, given in the BLASTN result, 199 

was the ratio of the length of identical bases over the length of the alignment. To increase the 200 

robustness of the assignation, the MOTUs were assigned to the genus if at least eight blast 201 

hits were congruent with each other for the genus name or all should be congruent when 202 

fewer hits were available. This threshold was chosen arbitrarily but avoided the choice of the 203 

best blast hit which may be misleading. The species name was determined only for MOTUs 204 

with a genus assignation and at an identity equal or greater to the internal ITS1 similarity 205 

among phylum retrieved from the Supplementary Table 3 of [41]. The ITS1 variability for 206 

each phylum was calculated as the mean ITS1 intra-specific variability within each phylum 207 

weighted by the number of sequences (29502 sequences in all in [41]) and were as follow: 208 

Ascomycota, 2.88%; Basidiomycota, 4.98%; Chytridiomycota, 7.81%; Glomeromycota, 209 

9.48%; and Zygomycota, 4.13%. Some synonyms were corrected using the online Species 210 

Fungorum (http://www.speciesfungorum.org). The MOTUs were assigned to the species level 211 

if at least six blast hits were congruent with each other for the species name or all should be 212 

congruent when fewer hits were available. The threshold was again chosen arbitrarily. The 213 

MOTUs taxonomically assigned to a same species or matching to a same GI number at > 90 214 

% identity and for an e-value e-45, were subsequently grouped together reducing further the 215 

total number of MOTUs. Many MOTUs were then discarded according to the following 216 

criteria: 1) non-fungal MOTUs ; 2) MOTUs supported by only one sequence (singletons) or 217 

3) MOTUs with no hit found in the additional BLASTN and supported by less than 10 218 

sequences. 219 

 220 

Statistical analyses 221 

A principal component analysis was used for selecting environmental variables that were not 222 

collinear.  223 

http://www.ncbi.nlm.nih.gov/%2522%20%255Ct%20%2522_blank


 8 

The MOTUs were categorised in functional groups such as ectomycorrhizal fungi, 224 

saprophytes or pathogens based on the laboratory knowledge of the scientific literature. 225 

Precisely, EcM fungi were determined in accordance to the literature [42], [43], [44]. Several 226 

assemblages were studied: first, fungal assemblages from a particular habitat (phyllosphere or 227 

fine-roots), then ascomycetes and basidiomycetes from these two habitats, and finally the 228 

EcM fungi from the root samples (see Table 4).  229 

The phyllosphere fungal species were defined as the species inhabiting both the surface and 230 

the interior of leaves [12] and an assemblage was defined as the set of all fungal species 231 

present in a particular habitat such as phyllosphere or root at a given time [45]. More 232 

precisely, assemblages were defined as the addition of all fungal molecular operational 233 

taxonomic units (MOTUs, a reasonable proxy for species) detected. The richness was the 234 

estimated number of MOTUs per sample and the composition referred to the identity of the 235 

MOTUs constituting the assemblage. Richness was used as diversity measure because other 236 

diversity indexes rely on the abundance of each species and the number of sequences is not 237 

assumed to be a measure of abundance [46]. In order to estimate the richness in each sample 238 

with a similar sequencing depth (similar sequencing effort), rarefaction curves were computed 239 

for each sample (i.e. each plot) with the rarefy function of the vegan R package [47]. Before 240 

rarefaction, one sequence per MOTU was randomly discarded to recreate singletons in the 241 

assemblage [48]. Hence, the richness per sample was estimated at a sequencing depth of 1400 242 

and 500 sequences per sample for the phyllosphere and the roots assemblages respectively. 243 

We made the hypothesis that the proportion of ascomycetes and basidiomycetes within the 244 

unknown MOTUs was the same as within the assigned MOTUs. The estimated richness of 245 

groups such as ascomycetes, basidiomycetes, or EcM fungi was calculated as follow for each 246 

sample: number of MOTUs belonging to the group / total number of MOTUs assigned at the 247 

phylum level * 100 * estimated fungal richness of the sample. The list of the MOTUs with 248 

indication of the phylum and ecological mode for EcM fungi is given in Supplementary 249 

Table. 250 

The correspondence analysis (CoA) was used to discriminate the samples based on their 251 

assemblage composition. The abundance matrix was rarefied at sequencing depth mentioned 252 

above with the rrarefy function of the vegan R package [47] and then transformed into a 253 

presence/absence matrix. From this binary matrix, the MOTUs present in less than three plots 254 

were discarded to prevent distortion of the CoA by the rare MOTUs. The CoA was done with 255 

the dudi.coa function of the ade4 R package [49] with default parameters. The coordinates on 256 

the two first axes were used as a measure of assemblage composition for subsequent statistical 257 
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tests. The percentage variation explained by the axis and the percentage of contribution of 258 

each MOTUs or each sample to the axis were retrieved from the results of the function CA 259 

from the FactoMineR package [50]. 260 

The mixed linear model was used to test for significant relationships between richness or 261 

assemblage composition and the selected environmental variables. Interactions were not 262 

included in the models because they were not significant. The lme function available from the 263 

nlme R package [51] allowed setting the elevation gradient (Alps, Vosges or Pyrenees) as a 264 

random factor with the elevation site nested within the gradient. The significance level was 265 

set at 0.05 for every test. 266 

 267 
RESULTS 268 
 269 
Selection of environmental variables 270 

The environmental variables (mean annual temperature, annual rain, soil carbon content, soil 271 

nitrogen content, carbon:nitrogen ratio, and soil phosphorus content) were significantly 272 

correlated to the elevation with the exception of the soil pH (F1,31 = 2.70, p-value = 0.110). 273 

Moreover, the environmental variables were significantly related to each others except the soil 274 

pH and the C:N ratio. The soil pH was weakly but significantly related to the C:N ratio (R2 = 275 

0.1, F1,31 = 4.20, p = 0.049) only. The C:N ratio was also related to the soil phosphorus 276 

content (R2 = 0.18, F1,31 = 8.10, p = 0.008). Furthermore, the two first axis of the PCA on 277 

environmental variables explained 54.3 % and 21.3%, respectively (Supplemental Figure 1). 278 

Nitrogen, phosphorus, temperature and rain were the main contributors to the first axis with 279 

approximately 20% each whereas C:N ratio and pH contributed to the second axis for 55% 280 

and 34% respectively. Therefore, only two variables, temperature and pH, were tested for 281 

explaining fungal assemblage diversity and composition in the mixed linear models (Table 4). 282 

 283 

Analysis of pyrosequencing data  284 

There were 228 104 sequences that passed the quality filters and the mean number of 285 

sequences per sample after the cleaning steps was 4 544 and 2 368 for the leaf and root 286 

samples respectively.  287 

There were 4 855 MOTUs after all the clustering steps. 35.5 % of the MOTUs were 288 

singletons within the entire dataset and the number of singletons per sample was significantly 289 

correlated to the number of MOTUs per sample (F1,64 = 157.50, p-value <0.001, r² = 0.707). 290 

Singletons were discarded leaving 3 018 non-singleton MOTUs for the analysis (Table 2).  291 

Respectively 49.3%, 28.8% and 21.9% of the MOTUs were found in only one, in two or in 292 



 10 

the three gradients. 29.0% were found in only one of the 11 elevation sites and 1.5% was 293 

found in all the 11 sites. 55.6% were found in at least three plots out of the 33 investigated. 294 

There was a significant positive correlation between the log of abundance and the frequency 295 

i.e. the number of plots in which the MOTUs were present (F1,3016 = 5721.0, p-value <0.001, 296 

r² = 0.655).  297 

Respectively 10.1%, 57.2%, 15.3%, and 17.4% of the non singleton MOTUs were 298 

unassigned, assigned only at the phylum, the genus or the species level (Table 2). 299 

Remarkably, several abundant MOTUs matched no hit in Genbank following the automated 300 

procedure but could be assigned online (Table 3). Altogether, Dikarya represented 86.4 % of 301 

the MOTUs and 96.1% of the phylum-assigned MOTUs.  302 

 303 

A high diversity of fungal genera was found as respectively 165 and 212 genera were counted 304 

in the phyllosphere and root-associated assemblages. The most diverse genera were 305 

Cryptococcus (25 MOTUs) and Taphrina (22 MOTUs) in the phyllosphere whereas Russula  306 

and Cortinarius represented 55 and 50 MOTUs respectively in the root samples. The 307 

phyllosphere harboured a higher proportion of ascomycetes compared to the root system 308 

(mean of 77.2% and 51.0% respectively for n=33, t64 = 18.96, p-value < 0.001). This was well 309 

reflected by the twenty most abundant MOTUs from each habitat because there were 18 310 

ascomycetes for the phyllosphere and nine in the root dataset (Table 3). Among the 140 311 

MOTUs shared by the leaf and root habitats, 60 were supported by only one sequence in at 312 

least one of the two habitats, meaning that they were not equivalently represented in both 313 

habitats. In total, 306 MOTUs were classified as EcM fungi of which 289 (94.4%) were 314 

basidiomycetes.  315 

 316 

Fungal richness  317 

The estimated richness per plot for a sequencing depth of 1400 sequences per sample ranged 318 

from 103 to 199 MOTUs in leaf samples (81 to 154 ascomycetes and 12 to 55 319 

basidiomycetes). The estimated richness ranged from 88 to 157 MOTUs in root samples for a 320 

sequencing depth of 500 sequences per sample (36 to 80 ascomycetes, 31 to 66 321 

basidiomycetes, and 8 to 64 EcM MOTUs).  322 

For most of the assemblages considered, no significant pattern of richness was found along 323 

the elevation gradient (-0.78 < t< 2.08 ; 0.076 < p-value < 0.638 ; results not shown) and no 324 

relationship was found between richness and mean annual temperature except for the root 325 

ascomycete richness (t = -3.47, p-value = 0.010) (Figure 1; Table 4). Additionally, whatever 326 
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the assemblage considered, no significant relationship was found between richness the 327 

environmental variables (soil pH, C, N, C:N, P ; data shown only for pH ; Table 4). 328 

The gradient random factor was a very different source of variability depending on the fungal 329 

assemblage. While leaf assemblages richness significantly varied according to the gradient 330 

(45.5 - 68.7 % of the total variance, Table 4, likelihood ratio of 6.6 - 7.8 with 0.005 < p-value 331 

< 0.060), root assemblage richness did not (likelihood ratio of about 10-8, p-value over 0.999, 332 

Table 4). The richness of leaf fungal assemblage as well as ascomycetes and basidiomycetes 333 

assemblage was higher in the Pyrenees compared to the Alps and the Vosges (Figure 1). For 334 

the global root-associated fungal community most of the variation of richness was induced by 335 

the site random factor (likelihood ratio of 6.9 - 11.4 with p-value < 0.010). The within-site 336 

variation between the group of 5 trees represented between 28 and 44% of the total variation 337 

depending on the assemblage considered (Table 4). 338 

 339 

Microbial composition along the gradients 340 

Binary matrices for the CoA were retrieved for each of the studied communities, i.e. 341 

phyllosphere MOTUs (n = 512), root-associated MOTUs (n = 472), and root-associated EcM 342 

MOTUs (n = 120). Relatively little variation in the assemblage composition existed between 343 

the 3 plots of a site. Indeed, the residual variance that represents the intra plot variance was 344 

usually low (Table 4) and the three plots from a same site were usually close to each other on 345 

the CoA (Figure 2A, B). The three plots from the two sites in the Pyrenees which had strong 346 

positive values on the second axis were Lourdes and Laveyron, the two lowest elevation sites 347 

from the Pyrenees gradient (Table 1). 348 

The phyllosphere assemblages of the Pyrenees were very different from those of the Alps and 349 

the Vosges, which were quite similar to each other (Figure 2A). Indeed, the percentage of 350 

variance explained by the gradient for these phyllosphere assemblages was high for both on 351 

the first and the second axis of the CoA (77.3 % and 92.6% respectively). 352 

The first axes of the CoA for the phyllosphere assemblages were significantly related to the 353 

mean annual temperature but not with soil pH (Table 4, Figure 3A). The sites were clearly 354 

distributed on the first and second axis according to the elevation, with low elevation sites 355 

having high values on the first axis and low values on the second axis, in particular for the 356 

Pyrenees (Figure 2A). Among leaf MOTUs that had strong contribution on the first axis of the 357 

CoA (over 0.9%), there was mainly none assigned MOTU. Ascomycetes and basidiomycetes 358 

phyllosphere assemblages had a similar relationship to mean annual temperature and soil pH 359 

and were both very similar to the entire phyllosphere fungal assemblage considering the two 360 
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first axis of the CoA (Table 4). 361 

The pattern observed for root-associated assemblages was different of the phyllosphere 362 

assemblages with in particular a major role of the pH (Figure 3B and Table 4). Concerning 363 

the root assemblage, the first axis of the CoA was significantly related to the soil pH only 364 

with plots with high value of pH having high CoA axis 1 values (Figure 3B). The second axis 365 

was related to temperature (Table 4). Strong contributors to axis 1 with contribution over 0.9 366 

were Cenococcum sp1 and Meliniomyces sp1. Cenococcum sp1, Cadophora sp1, Agrocybe 367 

erebia, and Tomentella pilosa  were among the MOTUs only found in plots where soil pH was 368 

over 5 (7 plots out of 33).  It should be noted that Hypocreales, like Acremonium spp., 369 

Chaunopycnis spp., Hypocrea spp., Pochonia spp. or Paecilomyces spp. were found in most 370 

of the sites, which had a pH range of 4.0 to 6.4 and thus did not showed any significant 371 

relationship with soil pH (result not shown).  372 

The first axis of the CoA for the root-associated EcM fungi was significantly related to 373 

temperature and soil pH and the second axis to the soil pH (Table 4). The three EcM MOTUs 374 

which contributed the most on the first axis were Cenococcum sp1 (4.13%), Russula sp5 375 

(3.66%), Meliniomyces sp1 (3.26%), Boletus erythropus (3.01%). There were EcM fungi only 376 

detected in the two warmer sites ( 12.0°C) e.g. Russula solaris and Russula ingwa. On the 377 

contrary, Melanogaster sp2 and Clavulina amethystina  were only detected in the two colder 378 

sites ( 7.5°C). Twenty-three Russula  spp, 16 Cortinarius spp, 14 Hypochrea  spp, 10 379 

Cryptococcus spp., eigth Lactarius spp., five Boletus spp., and other species from other 380 

genera were not found in sites where the soil pH >5.  381 

 382 
DISCUSSION 383 
 384 
Phyllosphere and root-associated fungal assemblages were investigated across three elevation 385 

gradients. The fungal richness was not related to any environmental variable tested for most 386 

of the studied fungal assemblage except the root ascomycete assemblages for which richness 387 

increased with mean annual temperature. The composition of the assemblage showed 388 

different relationship to environmental variables for root and phyllosphere assemblages. 389 

While the phyllosphere fungal assemblage was more specifically related to mean annual 390 

temperature, the fine-root fungal assemblage was more related to soil pH. 391 

 392 

Richness does not decline along elevation gradients for most fungal assemblage 393 

As expected, a high fungal richness was observed above as well as below-ground. Microbial 394 

richness has been re-evaluated upwards since the development of high-throughput sequencing 395 
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[11], [12], [52], [53]. 396 

For plants and animals, the typical elevation gradient of species richness observed consists in 397 

a lower richness in high-elevation sites compared to low or mid-elevation sites [7], [8]. This 398 

common trend was reported for symbiotic microorganisms like the arbuscular mycorrhizal 399 

fungi [24], [25] or the ectomycorrhizal fungi [15]. However, our results showed no 400 

relationship between richness and elevation for most of the studied fungal assemblages. 401 

Additionally, no correlation was found between richness and elevation for particular 402 

subgroups of fungi such as EcM. A possible explanation for this absence of trend could be a 403 

too little elevation range in our study. Indeed, our highest sites were at 1533 m whereas the 404 

above-mentioned studies include sites over 1550 m. However, this does not appear very likely 405 

with an overall elevation range of 180 to 1533 m. Moreover, a significant relation was found 406 

between elevation and the root ascomycetes assemblage. There are studies reporting no 407 

pattern for microbial assemblage along elevation gradient or an increase in assemblage 408 

richness with elevation. The EcM richness showed no variation along the Savadkuh gradient 409 

which encompasses sites over 2000m [15]. An increased richness of macromycetes with 410 

elevation was recently observed and a peak of richness at 1100m was reported for EcM 411 

macromycetes [26].  412 

The mean annual temperature and precipitation were reported to drive species richness along 413 

elevation gradients [15], [20]. However, as the richness was not correlated with elevation in 414 

this study for most assemblage and in particular for EcM assemblage, it did not correlate with 415 

climatic and edaphic variables that covaried with elevation. However, the richness of 416 

ascomycetes assemblages did increase with increasing mean annual temperature. Maybe the 417 

different fungal groups are too heterogeneous to be pooled into one assemblage and pooling 418 

could blur the relationship of assemblage richness with environmental gradients. Furthermore, 419 

the fungal richness was not correlated to the soil pH. This finding corroborates similar 420 

observations of a significant relationship between the soil pH and the fungal richness [29]. 421 

Bias in determining the diversity of microbial community may impede the detection of a clear 422 

pattern of richness along the gradients. Indeed, Haegeman et al. (2013) stressed the problem 423 

of the many rare species in estimating diversity and suggest the use of diversity index [54]. 424 

However, diversity index rely on the relative abundance of species which is distorted during 425 

the molecular experimental process. For this reason, the richness was estimated according to 426 

rarefaction curves. Hence, the richness estimation remains an actual challenge with the 454 427 

pyrosequencing technique and innovations are required to biologically control the relation 428 

between sequence abundance and species abundance or to statistically take into account for 429 
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the bias. 430 

 431 

Assemblage composition along the elevation gradients and environmental factors 432 

 433 

Above-ground 434 

Our results showed that mean annual temperature could be of main importance in structuring 435 

the phyllosphere fungal assemblages at large geographic scale. Some recent studies showed 436 

that these fungal assemblages are spatially structured, from the regional scale [12] to the 437 

single tree canopy scale [55], [52] and along elevation gradient [56]. Although these fungi are 438 

often generalist with a cosmopolitan distribution, these assemblages are structured by both 439 

abiotic factors such as the mean annual temperature [14], rainfall [56] and biotic factors, such 440 

as the host genotype [52]. The difference in fungal assemblages between, in one hand, the 441 

Pyrenees and, in another hand, the Alps and the Vosges could be the result of beech 442 

population differences. Such genetic variation along elevation gradient is already documented 443 

for forest trees (reviewed in [57]), including European beech [58], [59], [60]. Another 444 

explanation for such a difference could be explained by the fact that European Beech is at his 445 

southern margin in the Pyrenees 446 

(http://www.euforgen.org/fileadmin/www.euforgen.org/Documents/Maps/PDF/Fagus_sylvati447 

ca.pdf). The fitness of species at their margin is known to be usually weaker because of 448 

constraining environment, acting as selective pressures [61]. Such assumptions could be 449 

tested by extending the sampling in other parts of Europe, including Northern margin (UK 450 

and Finland) and eastern margin (Turkey and Ukraine).  451 

 452 

Below-ground 453 

Several recent studies showed that the belowground fungal assemblage composition varies 454 

along elevation gradient [15], [23], [24], [27], [62]. In this study, the composition first 455 

correlated with the soil pH and secondly with the temperature, which varied negatively with 456 

elevation.  457 

Soil characteristics were also reported as drivers of the microbial assemblage. Indeed, our 458 

results showed that fungal assemblage composition was strongly related to soil pH, which 459 

confirmed previous reports [29], [63]. As the soil pH of our sites was between 4.0 and 6.4, 460 

acidicline species were expected. Remarkably, several Hyprocreales were detected whereas 461 

this family was mentioned to be absent from soil with pH < 5.5 [29]. Although, the global 462 

prevalence of Cenococcum spp. is well illustrated [64], [65], [66], [67], the MOTU 463 

http://www.euforgen.org/fileadmin/www.euforgen.org/Documents/Maps/PDF/Fagus_sylvatica.pdf
http://www.euforgen.org/fileadmin/www.euforgen.org/Documents/Maps/PDF/Fagus_sylvatica.pdf
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Cenococcum sp1 was restricted to plots where the pH was above 5. However, this apparent 464 

ubiquity may be the result of cryptic species and it is now recognized that C. geophilum for 465 

example is a species complex [68]. 466 

Intriguingly, the root-associated ascomycete composition was correlated with the mean 467 

annual temperature although the root-associated basidiomycete composition was not. This 468 

suggests that the two groups could behave differently.  469 

As the EcM fungi in the dataset were mostly basidiomycetes (88%), it could be expected that 470 

the EcM assemblage would behave as the basidiomycete assemblage. Interestingly, the 471 

pattern of correlation was not congruent between basidiomycetes and EcM fungi. This could 472 

be explained by the high number of basidiomycetes that are not EcM fungi. The composition 473 

of the root basidiomycete assemblage as a whole was only correlated to the pH whereas the 474 

composition of EcM assemblage in particular was correlated to both temperature and pH. The 475 

relation with temperature for the EcM assemblage could be possibly mediated by the effect of 476 

climatic variable on the vegetation through root status and turnover for example. Indeed, it is 477 

known that a major structuring factor of EcM assemblage is the host family [69]. Beech-478 

dominated stand were explicitly chosen to avoid this biotic effect due to the symbiotic nature 479 

of the EcM and investigate abiotic variables. It confirms that temperature is an important 480 

factor in shaping EcM assemblage composition [15], [20]. 481 

As plants, fungi can be used as indicator for particular habitat type but it is not widely 482 

documented so far due to the still ongoing description of fungal diversity and distribution. 483 

However, large-scale sampling and in depth sequencing would favour such practice as the 484 

measure of an indicative value, such as the positions on CoA, will accumulate for Fungi. 485 

 486 

Comparison of above and below-ground assemblage trends 487 

It should be noted that in this study, above and belowground assemblage richnesses were not 488 

directly comparable as the type (fine-roots vs leaves) and the size of the samples used to 489 

describe each assemblage were not equivalent. However, our results suggested that above-490 

ground and below-ground fungal assemblage compositions are not driven by the same factors. 491 

While the phyllosphere assemblage seemed only related to a climatic variable, the 492 

belowground assemblage was related to both edaphic and climatic variables. The 493 

phyllosphere assemblage is known to be dominated by ascomycetes [12], [70], [71] whereas 494 

both ascomycetes and basidiomycetes contribute to the belowground fungal assemblage in a 495 

similar proportion. A clear difference in composition was observed for leaf and root habitats 496 

although they shared some MOTUs. This was partly expected as aerial and belowground 497 
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fungal assemblages experience different environmental constraints and may exert different 498 

ecological functions. As a parallel, substrate-driven selection may explained the distinct 499 

bacterial communities found in the phyllosphere and associated to the roots [72].  500 

 501 
CONCLUSION 502 
 503 
Different fungal assemblage appeared to respond differently to environmental gradient. 504 

Indeed, only the root ascomycete assemblage richness was observed to increase with 505 

increasing temperature. Also, the phyllosphere fungal assemblage composition was mainly 506 

correlated with a climatic variable although it was not as straightforward for root-associated 507 

fungi which also responded to the soil pH. The richness pattern of a variety of fungal 508 

assemblages along environmental gradients has still to be described in different conditions to 509 

be understood. Particularly, fine analysis of root or leaf-associated ascomycetes and 510 

basidiomycetes assemblages is encouraged as they seem not to be related to the same 511 

environmental variables. 512 
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 727 
 728 
Figure 1. Relationships between richness and mean annual temperature. Fungal 729 
richness from the phyllosphere (A, C, E) or associated to the fine-roots (B, D, F), either total 730 
richness (A, B), Ascomycetes richness (C, D) or Basidiomycete richness (E, F). The richness 731 
was estimated from rarefaction at a sequencing depth of 1400 and 500 sequences per leaf and 732 
root samples, respectively. Samples corresponded to the Alps (closed dots), the Pyrenees 733 
(filled triangles) or the Vosges (plus sign).  734 
 735 
 736 
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 737 
 738 
Figure 2. Correspondence analysis representing the distribution of the samples 739 
according to the presence/absence of MOTUs. There were 512 phyllosphere-associated 740 
MOTUs (A), 472 root-associated MOTUs (B), and 120 root-associated EcM MOTUs (C). 741 
Samples were from the Alps (closed dots), the Pyrenees (filled triangles) or the Vosges (plus 742 
sign). Percentage of variance into brackets. 743 
 744 

 745 
Figure 3. Significant relationships between a measure of composition and 746 
environmental variables. The leaf fungal composition was related to the mean annual 747 
temperature (A) whereas the root-associated fungal assemblage was primarily related to the 748 
soil pH (B). The measure of composition was the axis values on the correspondence analysis 749 
(see Figure 2). Samples were from the Alps (closed dots), the Pyrenees (filled triangles) or the 750 
Vosges (plus sign).  751 
 752 
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 753 
Figure S1. Principal component analysis of the environmental variables. Note that the 754 
annual precipitation and elevation are overlapped. 755 
 756 
 757 
Table 1. Environmental data of the three altitudinal gradients. The element contents 758 
in soil and the pH were averaged per site for clarity purpose but were measured in the three 759 
plots per site.  760 
 761 

Gradient Site name Elevation Longitude Latitude Mean annual Annual precipitation Soil pH Carbon content Nitrogen content  Phosphorus content  

  (m)   temperature (°C) (mm) (water) (g/kg) (g/kg) (g/kg) 
Alpes Vizille 750 E 5°47' N 45°04' 10.7 965.8 5.4 52.83 3.51 0.21 
Alpes Montsec 1100 E 5°48' N 45°04' 10.1 1001.7 4.3 116.67 7.02 0.32 
Alpes Pic de l'Oeilly 1450 E 5°50' N 45°05' 9.00 1148.3 4.8 76.27 4.46 0.2 
Pyrenees Laveyron 131 W 00°13’ N 43°45’ 13.1 918.7 4.6 20.60 1.15 0.05 
Pyrenees Lourdes 488 W 00°05’ N 43°05’ 12.0 1504.5 4.8 48.63 3.73 0.25 
Pyrenees Arras-Sireix 833 W 00°08’ N 42°58’ 10.2 1306.0 4.3 114.33 5.97 0.27 
Pyrenees Haugarou 1190 W 00°12’ N 43°00’ 9.3 1434.0 6.4 98.87 6.19 0.16 
Pyrenees Lienz 1533 E 00°04’ N 42°53’ 7.5 1465.1 5.0 60.97 4.47 0.34 
Vosges Lignéville 380 E 5°59' N 48°07' 9.1 976.3 4.0 53.27 2.75 0.13 
Vosges St Nicolas 550 E 6°56' N 47°44' 9.0 1485.8 4.5 117.00 6.54 0.25 
Vosges Guebviller 1180 E 7°02' N 47°55' 7.3 1672.4 4.2 113.33 7.75 0.33 

 762 
763 
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 764 

Table 2. Number of sequences and number of MOTUs obtained for the different 765 
habitats. 766 
 767 

 Combined dataset Leaf samples Root samples 

  (66 samples)  (33 samples)   (33 samples) 

Total number of 454 reads 370 449 248 299 122 150 

Number of quality sequences 228 104 149 946 78 158 

Range of sequences per sample 552 - 15 830 1 506 - 15 830 552 - 3 622 

Range of sequences per site - 5 691 - 30 380 4 716 - 10 040 

Number of MOTUs1 4 855 2 224 2 771 

Number of nonsingletons2 3 018 1 457 1 701 

Taxonomic-level assignation of the nonsingletons 

Phylum only 1 725 967 813 

Genus only 525 143 415 

Species 462 168 343 

Unknown 306 179 130 

Phylum-level repartition of the nonsingletons 

Ascomycota 1 672 958 799 

Basidiomycota 935 320 667 

Zygomycota 97 0 97 

Other or incertain fungal lineages 8 0 8 

Unknown 306 179 130 

Ecological mode 

EcM3 306 0 306 

Other or unknown 2 712 1 457 1 395 
1 Molecular Operational Taxonomic Unit (97% similarity); 2 MOTUs supported by two sequences at least within the combined dataset; 3including putative EcM fungi 768 
 769 

770 
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 771 

Table 3. The twenty most abundant MOTUs per habitat.  772 
 773 

Habitat MOTU Phylum Lifestyle* Abundance1 Frequency2 GI number Best BLAST hit Identity E-value CS13 CS23 

Leaves MOTU1 Ascomycota  14064 33  No hit found   -0.024 0.094 

 Hymenoscyphus sp1 Ascomycota ERM 10265 31 198241572 Articulospora tetracladia 96.2 2.00E-65 -0.215 0.028 

 MOTU2 Ascomycota  6386 23 28826194 Taphrina aff. virginica 92.3 3.00E-09 -0.600 0.188 

 MOTU4 Ascomycota  5281 16 393827468 Collophora hispanica 87.3 4.00E-08 0.810 -0.029 

 Aureobasidium sp1 Ascomycota  4925 33 7208764 Aureobasidium pullulans 92.8 5.00E-51 -0.024 0.094 

 MOTU6 Ascomycota  4305 13 33694303 Lalaria inositophila 94.0 3.00E-15 -0.340 -0.733 

 Taphrina carpini Ascomycota pathogen 4252 32 33694304 Taphrina carpini 100.0 3.00E-92 -0.150 0.051 

 Taphrina sp1 Ascomycota pathogen 4095 33 33694304 Taphrina carpini 97.1 4.00E-73 -0.024 0.094 

 MOTU8 Ascomycota  3590 32  No hit found   -0.010 0.009 

 MOTU9 Basidiomycota  3408 31 161172108 Cryptococcus skinneri 100.0 2.00E-12 -0.215 0.028 

 MOTU10 Ascomycota  3294 18 33694306 Lalaria veronirambellii 92.5 2.00E-10 0.463 -0.518 

 MOTU13 Ascomycota  2223 6 383290939 Articulospora tetracladia 91.4 3.00E-46 -0.860 0.774 

 MOTU14 Basidiomycota  2219 30 227284160 Cryptococcus magnus 100.0 1.00E-07 0.091 0.047 

 MOTU15 Ascomycota  2191 29 349733584 Ascomycota sp. 95.1 5.00E-14 -0.350 0.027 

 MOTU16 Ascomycota  2161 3 33694303 Lalaria inositophila 85.8 5.00E-20 -0.916 0.378 

 MOTU17 Ascomycota  2048 31 40882367 Venturia hanliniana 97.0 7.00E-50 0.065 0.053 

 MOTU18 Ascomycota  1688 9 365822582 Helotiales sp. 90.7 6.00E-41 -0.088 -0.812 

 MOTU20 Ascomycota  1456 12 38564481 Taphrina bullata 100.0 5.00E-14 -0.409 -0.538 

 MOTU21 Ascomycota  1412 15  No hit found   1.313 0.293 

 MOTU22 Ascomycota  1322 13 198241572 Articulospora tetracladia 90.3 4.00E-36 -0.625 0.726 

Roots MOTU12 Ascomycota  2982 23 283482179 Root associated fungus 100.0 6.00E-60 -0.644 0.205 

 MOTU5 Basidiomycota  2761 32 306850987 Cryptococcus sp. 92.7 2.00E-47 -0.162 -0.109 

 Mortierella sp1 Zygomycota saprobe 2519 33 109390554 Mortierella humilis 100.0 3.00E-83 -0.149 0.033 

 Cryptosporiopsis melanigena Ascomycota endophyte 2475 22 323435745 Cryptosporiopsis cf. 
melanigena 99.4 3.00E-86 0.691 -0.089 

 Xerocomus pruinatus Basidiomycota EcM 2415 28 308055594 Xerocomus pruinatus 100.0 1.00E-121 -0.417 -0.299 

 Russula ochroleuca Basidiomycota EcM 1835 16 308055384 Russula ochroleuca 100.0 1.00E-106 -0.500 0.071 

 MOTU23 Ascomycota  1299 25 148633592 Neonectria sp. 100.0 4.00E-69 0.446 0.403 

 Lactarius sp1 Basidiomycota EcM 1236 23 308055302 Lactarius subdulcis 94.1 1.00E-64 -0.468 0.142 

 MOTU24 Basidiomycota  1180 28 148250319 Cryptococcus podzolicus 97.9 6.00E-37 -0.482 0.174 

 Penicillium daleae Ascomycota saprobe 890 22 312434544 Penicillium sp. 99.4 1.00E-88 -0.376 0.494 

 MOTU36 Ascomycota  875 16 5852291 Ericoid mycorrhizal 93.5 2.00E-53 0.360 0.097 

 Tricholoma sp7 Basidiomycota EcM 860 29  No hit found   0.152 0.120 

 MOTU39 Ascomycota  780 28 339959136 Chaetosphaeriales sp. 99.4 4.00E-79 -0.320 -0.418 

 Mortierella sp2 Zygomycota saprobe 777 22 117571267 Mortierella sp. 100.0 1.00E-75 -0.628 -0.383 

 Dermea sp1 Ascomycota pathogen 694 14 6478324 Dermea viburni 92.2 3.00E-52 -0.338 1.049 

 MOTU7 Zygomycota  690 33 325516895 Mortierella horticola 92.3 9.00E-28 0.007 0.007 

 MOTU46 Ascomycota  682 24 148734709 Cryptosporiopsis ericae 92.3 2.00E-41 0.403 0.006 

 Trichosporon porosum Basidiomycota saprobe 667 24 209976391 Trichosporon sp. 100.0 1.00E-59 0.004 0.357 

 MOTU48 Basidiomycota  626 15 308055392 Russula ochroleuca 91.1 3.00E-37 -0.801 -0.393 

 MOTU49 Ascomycota  616 26 307591808 Helotiales sp. 90.5 3.00E-37 0.305 0.246 

* known or putative lifestyle; ERM: ericoid mycorrhiza; EcM : ectomycorrhiza 774 
1 total number of sequences ; 2 number of plots in which the MOTU was present (max=33) ; 3 position on the two first axis of the Correspondance Analysis (see Figure 2A and B) 775 

776 
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 777 
Table 4. Relationships between potential factors affecting fungal richness and 778 
composition above and below-ground. T-values (p-values) of the linear mixed model are 779 
presented. The measure of the community composition was the values on the correspondence 780 
analyses (see Figure 2). Significant p-values in bold.  781 
 782 

   Standard deviation *** 

 Mean annual temperature Soil pH Gradient Site Residual 

Rarefied richness* 

Leaf MOTUs -1.56 (0.162) -1.17 (0.257) 25.43 (68.7) 5.08 (2.7) 16.39 (28.5) 

Leaf Ascomycetes -0.44 (0.674) -0.61 (0.647) 12.40 (45.5) 6.09 (11.0) 12.12 (43.5) 

Leaf Basidiomycetes -1.88 (0.089) -0.92 (0.366) 12.45 (66.7) 3.22 (4.5) 8.19 (28.9) 

Roots MOTUs** 1.10 (0.309) -0.64 (0.528) 0.003 (0) 14.78 (68.9) 9.94 (31.1) 

Roots Ascomycetes 3.28 (0.014) 0.61 (0.547) 2.11 (6.6) 5.92 (51.7) 5.32 (41.7) 

Roots Basidiomycetes** -0.32 (0.757) 0.01 (0.991) 0.001 (0) 7.78 (55.3) 7.00 (44.7) 

Roots EcM 0.20 (0.845) -0.38 (0.706) 0.0006 (0) 5.16 (59.0) 4.30 (41.0) 

MOTUs composition CoA Axis1 

Leaf MOTUs 5.93 (<0.001) -0.96 (0.347) 0.44 (77.3) 0.22 (19.3) 0.09 (3.4) 

Leaf Ascomycetes 7.38 (<0.001) -1.28 (0.215) 0.48 (87.6) 0.16 (9.2) 0.09 (3.2) 

Leaf Basidiomycetes 4.77 (0.002) 0.42 (0.676) 0.46 (64.7) 0.30 (28.4) 0.15 (6.9) 

Roots MOTUs -1.87 (0.104) 6.17 (<0.001) 0.47 (74.0) 0.25 (20.6) 0.13 (5.4) 

Roots Ascomycetes 6.20 (<0.001) -8.79 (<0.001) 0.48 (88.5) 0.12 (5.3) 0.13 (6.2) 

Roots Basidiomycetes -1.14 (0.290) 4.70 (<0.001) 0.37 (46.7) 0.34 (40.9) 0.19 (12.4) 

Roots EcM -2.86 (0.025) 6.82 (<0.001) 0.44 (69.4) 0.19 (13.0) 0.22 (17.6) 

MOTUs composition CoA Axis2 

Leaf MOTUs 7.27 (<0.001) -2.77 (0.012) 0.56 (92.6) 0.15 (6.2) 0.06 (1.2) 

Leaf Ascomycetes 6.74 (<0.001) -2.58 (0.017) 0.51 (88.1) 0.17 (9.8) 0.08 (2.0) 

Leaf Basidiomycetes -3.05 (0.019) 0.37 (0.716) 0.62 (81.6) 0.23 (11.3) 0.18 (7.2) 

Roots MOTUs 9.13 (<0.001) -1.05 (0.307) 0.18 (49.5) 0.14 (29.3) 0.12 (21.2) 

Roots Ascomycetes 6.08 (<0.001) 2.61 (0.016) 0.10  (12.2) 0.21 (54.7) 0.17 (33.1) 

Roots Basidiomycetes 0.45 (0.667) 3.91 (<0.001) 0.39  (29.2) 0.52 (50.8) 0.33 (20.0) 

Roots EcM 0.32 (0.760) 2.38 (0.027) 4.10-5  (0) 0.55 (69.5) 0.36 (30.5) 

*   Estimated richness at 1400, 500 and 500 sequences per plot for leaf, roots and soil samples respectively 783 
**  No interaction between temperature and soil pH included in the model 784 
*** Standard deviations associated with the gradient and site nested within gradient random factors (% of the total random plus residual variance explained) 785 
 786 

 787 
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CHAPITRE III. DIVERSITE ET STRUCTURE DES 
COMMUNAUTES FONGIQUES ET OOMYCETES LE LONG 
D’UN GRADIENT LATITUDINAL EUROPEEN 
 

1. Problématique 

 

La problématique des changements globaux requiert, en pré-requis, de connaître la réponse 

des communautés fongiques aux variations climatiques, notamment à la température. De plus, 

de récentes études avancent l’idée que le gradient général de diversité observé en écologie 

serait l’inverse pour les champignons mycorhiziens de celui que l’on connait pour les autres 

organismes (Tedersoo & Nara, 2010 ; Tedersoo et al., 2012). Cette hypothèse restant à 

confirmer, et de manière complémentaire à l’étude précédente, cette étude se donne pour 

objectifs de i) décrire, en terme de diversité et de structure, les communautés fongique et 

d’oomycètes le long d’un gradient latitudinal européen et ii) étudier l’effet de la température 

sur ces communautés.  

 

2. Méthodologie 

 

Trente et une parcelles dominées par le hêtre ont été sélectionnées en milieu tempéré (Figure 

14). Une attention particulière a été portée sur le choix des sites, de façon à ce que les 

variables ‘température’ et ‘précipitations’ ne soient pas corrélées. Suite aux conclusions de 

l’étude pilote, les racines n’ont pas été considérées et le sol, prélevé sur 20 cm de profondeur, 

a été utilisé comme substitut pour décrire les communautés fongiques telluriques et 

ectomycorhiziennes. Le même design expérimental que l’étude précédente (3 grappes de 5 

arbres) a été suivi mais la variabilité intrasite n’a pas été prise en compte, c’est-à-dire que 

chacun des sites correspondait à un échantillon. 

Malheureusement, malgré de nouvelles mises au point de protocole et l’utilisation de 

nouveaux couples d’amorces, les tentatives d’amplification des oomycètes n’ont pas 

complètement abouti lors de l’étude sur gradient latitudinal et aucun échantillon n’a donc été 

envoyé pour séquençage.  
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3. Résultats 

 

Concernant les champignons, les résultats préliminaires montrent que la richesse fongique et 

ectomycorhizienne diminue avec le pH du sol. Par contre, la richesse fongique et la richesse 

en espèces ectomycorhiziennes ne sont corrélées ni aux précipitations, ni à la température 

moyenne annuelle. 

L’analyse factorielle des correspondances a montré que les communautés sont structurées 

géographiquement. En effet, comme cela a pu être rapporté pour d’autres organismes telles 

que les plantes, les communautés fongiques d’une même région géographique se sont révélées 

plus semblables que des communautés provenant de sites distants. La composition des 

communautés fongiques serait liée à la fois au pH et aux variables climatiques. Des résultats 

similaires ont été trouvés pour les communautés ectomycorhiziennes. 

Des analyses complémentaires sont prévues avant publication afin d’explorer la réponse des 

différents groupes taxonomiques (ascomycètes, basidiomycètes) aux variables climatiques. 

 

Ces résultats déjà obtenus sont détaillés et discutés sous la forme d’un manuscrit en 

préparation intitulé « Fungi along a latitudinal gradient of Beech forests in Europe ». 
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ABSTRACT  

The biogeographical patterns of fungal assemblages have been under-investigated regarding 
their broad distribution and their essential function in ecosystems. Thus, the environmental 
factors driving the diversity and the composition of the fungal assemblages at the continental 
scale are still to be determined. In this study, we investigated the assemblages of fungi, and 
particularly the ectomycorrhizal fungi, along a European latitudinal gradient of beech forests. 
The latitudinal gradient was displaying a temperature gradient. The richness of the fungal 
assemblage did not correlate with climatic variables whereas the richness of mycorrhizal 
assemblage positively correlated with the mean annual temperature. The composition of the 
fungal and mycorrhizal assemblages correlated with soil pH and mean annual temperature. 
Additional studies would be required under other host tree species for example.  
 
Keywords: latitudinal gradient, temperature, ectomycorrhizal fungi, soil, Fagus sylvatica, 
pyrosequencing 
 
 
INTRODUCTION 
 
Best knowledge of organism relationships with all components of their environment provides 
theoretical bases of ecology, including niche concept, community assembly and species 
evolution (Wiens et al. 2010). The knowledge of ecological patterns and processes involved is 
also required for applied ecology and predictions in a changing environment (Chave, 2013). 
The magnitude of fungal community seems to be huge (Hawksworth, 2001; Hibbett et al. 
2011) and although these organisms play major roles in ecosystem functioning worldwide 
(Hättenschwiler et al. 2005), their distribution patterns are poorly understood. In forest 
ecosystems, the distribution of fungi is influenced by host partners and their geographic origin 
(Tedersoo et al. 2013). However, very few studies have been performed at large geographical 
scales so far (Green et al., 2004; Fierer et al., 2009). A general trend in ecology is a decline in 
species diversity with increasing latitude (Hillebrand 2004). However, most studies are based 
on macroorganisms and the models for bacterial or fungal assemblages are unclear, probably 
because of the technical constraints linked to the study of these microscopic organisms. 
Nevertheless, the recent explosion of molecular technologies has greatly stimulated recent 
studies on f ungal diversity, niche partitioning, spatial variability and functional traits. So, 
there are arguments for a cosmopolitan distribution of microorganisms, which would exhibit 
no or only weak latitudinal diversity gradient (Fenchel & Finlay 2004). This assertion is 
supported by results on soil bacteria (Fierer & Jackson 2006) and on ectomycorrhizal fungal 
(Timling et al., 2012) communities. However, a decline of planktonic marine bacteria with 
latitude was reported (Fuhrman et al., 2008) and a reversed gradient of diversity for indoor 
(Amend et al., 2010) and ectomycorrhizal fungal community was suggested (Tedersoo & 
Nara, 2010 ;  Tedersoo et al., 2012). Likewise, it is  still unclear whether the community 
structure changes along the latitudinal gradient. For example, no compositional change was 
observed for soil fungal community in the Antarctic (Dennis et al., 2012) but a gradual 
change was reported for ectomycorrhizal fungi across bioclimatic subzones of the North 
American Arctic (Timling et al., 2012). Amend et al. (2010) also reported a structured 
geographical pattern for indoor fungal community. 
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Figure 15. Localisation of the 31 sites sampled across a European latitudinal gradient. 
Note that two sites were located very close to each other in North Poland.  
 
Tableau 2. Environmental table describing the 31 sites of the latitudinal gradient. 
 
Country Site name

+
% of F. sylvatica Xwgs Ywgs Elevation (m) pH Carbon* Nitrogen* Phosphorus* Tman (°C) Rran (mm)

Sweden Fano 95 17.37713 59.57144 25 5.5 52.7 3.4 0.44 6.32 482

Sweden Hallandsasen 100 12.99128 56.41167 120 4.73 160.0 8.0 0.24 7.88 617

Sweden Norra Grönby 100 13.37637 55.48017 68 5.09 66.0 3.8 0.20 8.02 539

Poland Gdynia 90 18.47819 54.45621 164 4.08 15.8 0.6 0.29 6.44 550

Poland Lebork 80 18.50982 54.4302 148 4.16 25.0 1.2 0.17 6.44 550

Poland Szczecinek 90 16.2072 53.42126 161 4.37 24.3 1.2 0.58 8.37 577

France Harlettes (62) 80 2.01953 50.72108 196 4.09 37.8 2.2 0.13 9.77 608

France Buzinval (76) 95 1.55163 49.92294 195 4.18 30.8 1.6 0.07 10.20 595

France Retonval (76) 60 1.58966 49.80665 187 4.57 21.6 1.3 0.10 9.86 612

France La Feuillie (76) 80 1.47555 49.45224 164 4.41 29.3 1.6 0.10 10.43 587

France Le Vaudreuil (27) 90 1.15804 49.2691 128 4.18 29.1 1.4 0.08 10.73 566

France Rosteig 80 7.35302 48.94507 266 3.91 36.2 1.6 0.06 9.38 582

France Kerpich aux bois (57) 50 6.94821 48.74728 275 4.7 19.3 1.2 0.13 9.39 575

France Le rheu (35) 65 -1.79392 48.11243 48 3.98 78.4 4.1 0.15 11.54 557

France Briaucourt (70) 60 6.25952 47.81452 252 4.67 25.0 1.4 0.11 10.14 597

France Aroz (70) 80 5.9962 47.62171 228 4.6 18.0 1.0 0.07 10.65 590

France Sennevieres(37) 80 1.12294 47.13787 84 6.48 70.9 3.5 0.08 11.47 593

France Fraisans (39) 80 5.7512 47.12501 267 4.59 26.1 1.3 0.07 10.72 592

Italy Pian Cansiglio (Veneto)  - 12.39347 46.04045 1200 5.09 112.0 6.9 0.30 12.40 565

France Serenac (81) 65 2.31058 43.98421 345 4.42 46.1 2.3 0.10 12.36 629

France Aire sur l'Adour (40) 45 -0.23072 43.771 110 4.51 16.9 0.9 0.04 13.79 613

France Betplan (32) 75 0.22849 43.42683 310 4.73 22.6 1.6 0.13 13.54 607

France Ponsan Soubiran (32) 70 0.49748 43.34663 340 5.69 22.2 1.6 0.11 12.74 619

France Lasseube (64) 70 -0.4724 43.24219 202 4.83 19.6 1.2 0.06 11.03 617

Spain Artikutza Embalse  - -1.78582 43.22626 534 4.49 63.1 3.7 0.15 11.47 609

France Josbaig (64) 80 -0.75426 43.22321 266 4.8 23.5 1.5 0.06 11.91 580

France Cheraute (64) 95 -0.803 43.22058 400 4.95 17.9 1.1 0.08 11.91 580

Spain Ermita Aitziber (Urdiain-NA)  - -2.15358 42.92582 580 5.17 37.0 2.6 0.10 11.15 590

Spain Baztan  - -1.54433 42.86229 538 4.89 70.6 4.3 0.25 12.03 533

Italy Serralunga (Abruzzo)  - 13.60973 41.85697 1350 7.12 208.0 10.1 0.18 11.61 572

Italy Monte Soro (Sicily)  - 14.69569 37.92814 1800 5.65 72.3 4.3 0.25 12.18 453

Tman : mean annual temperature ; Rran : annual precipitations

 
+
 The French Department is indicated into parentheses ; * The content in elements was expressed in g/kg  
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An inventory of the many hypotheses underlying the latitudinal pattern has been taken (Willig 
et al., 2003). The mechanistic understanding requires knowledge about the environmental 
variables linked to the patterns. Climate is suggested to account for the diversity gradient and 
temperature was reported as one of the possible explanatory variable for trees and amphibians 
diversity gradient (Allen et al., 2002; Hawkins et al., 2003). Likewise, temperature and 
precipitation were shown to affect a reverse diversity gradient in ectomycorrhizal fungi 
(Tedersoo et al., 2012). 
In this study, we used high-throughput sequencing to access the fungal below-ground 
responses to environmental variables over a European gradient. The aim of this study was to 
determine whether the richness of fungal assemblage fits to the latitudinal diversity gradient 
observed for the majority of organisms i.e. declines with latitude. The study has been focused 
on the ectomycorrhizal fungi and we restricted our investigations on beech forests to alleviate 
the host effect. Climatic and edaphic variables were selected as potential explaining variables 
for the fungal species richness and fungal assemblage composition. We hypothesized that (i) 
fungal and ectomycorrhizal species richness decreases with increasing latitude and decreasing 
temperature, and (ii) fungal composition alter along the gradient, in relationship with climatic 
variables. 
 
MATERIALS AND METHODS 
 
Experimental design and sampling 
Thirty-one beech forests along a latitudinal gradient were chosen in Europe (Figure 15). The 
sites were chosen in lowlands (less than 300m elevation), with the exception of Italian sites 
that were at elevation of more than 1000m. We selected stands with mature and dominant 
beech trees (beech basal area > 60% of total basal area, mean diameter at breast height over 
30cm) and the range of soil pH was comprise between 4 and 5.5. For each site, three groups 
of five beech trees were selected. The trees were approximately 5 m apart within a group and 
the distances between each group were approximately 25 m. Three soil cores (approximately 
50 cm3 with 20 cm depth) at 1 m from the trunk were sampled per tree between September 
and November 2011. For each given tree, the three soil cores were pooled and dried at 
ambient temperature before processing. The samples were sieved at 3mm and rocks and roots 
were discarded. Soil analyses were carried out by the Laboratoire d’Analyse des Sols d’Arras 
(http://www5.lille.inra.fr/las) for pH (water method), total C (NF ISO 10694), total N (NF 
ISO 13878) and P contents (Duchaufour & Bonneau 1959). Climatic data were obtained from 
the CRU database, (Climate Research Unit, http://www.cru.uea.ac.uk/data). The mean annual 
temperature and the annual precipitation computed for the period 1970-2000 at the CRU grid 
point the closest of each site were used. Site informations are displayed in Tableau 2. 
 
DNA isolation, PCR amplification, library preparation and 454-pyrosequencing 
The total genomic DNA extraction isolation was carried out using the Fast DNA Spin Kit for 
Soil (MPBio) (500 mg of homogeneous soil per sample) for the 465 soil samples (31 sites x 3 
plots x 5 trees). For each DNA isolation, approximately 15 mg of polyvinylpolypyrrolidone 
(PVPP) was added to the samples to neutralize PCR-inhibitors. Manufacturers’ instructions 
were then followed with an additional step: five washings of the binding matrix were 
successively done with 1 mL of guanidine thiocyanate (5.5 M, pH 7) (Luis et al., 2004). The 
DNA extracts were diluted to obtain a final metagenomic DNA concentration between 10 and 
25 ng/µL. The fungal Internal Transcribed Spacer 1 ( ITS1) region was amplified from 
metagenomic DNA wi th ITS1F (CTTGGTCATTTAGAGGAAGTAA) (Gardes and Bruns, 
1993) and ITS2 primers (GCTGCGTTCTTCATCGATGC) (White et al., 1990). 

http://www5.lille.inra.fr/las
http://www.cru.uea.ac.uk/data
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Figure 16. Climatic variables across the latitudinal gradient.  
The mean annual temperature decreases with latitude (A) and the annual rain was similar 
across the gradient (B).  
 
 

 
 
Figure 17. Histogram of the MOTUs frequency. 
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For 454 Titanium pyrosequencing of multiplexed amplicons, the forward primer ITS1F was 
synthesized with a 4-bases multiplexed identifier and a Titanium adaptor A 
(CGTATCGCCTCCCTCGCGCCATCAG-XXXX), whereas the reverse primer ITS2 was 
adjoined the Titanium adaptor B (CTATGCGCCTTGCCAGCCCGCTCAG) before 
amplification. The amplification of the rDNA ITS1 for samples from the same site was done 
with the same tag-encoded primer set. The PCR mix preparation was done in 20 µL with final 
concentration of 1X enzyme buffer, 2mM MgCl2, 1.12 m g/mL BSA, 0.2 mM dNTP each, 
0.4µM tagged primer (ITS1F and ITS2), 0.05 U/µL Taq polymerase (Sigma). The GeneAmp 
system 9700 was used with 50% ramp for the production of tagged amplicons. The program 
was as follow: 5 min at 95°C, 35 cycles of 30 sec at 95°C, 40 sec at 53°C and 45 sec at 72°C, 
and a final step 7 min at 72°C. The PCR reactions were done for each sample separately and 
amplicons from the same site were then pooled.  
The purification of the amplified products was done on a  MultiScreenHTS PCR Plate 
MSNU030 (Millipore Corporation) and consisted of two washings with 100 µL H2O and final 
resuspension in 40 µL H2O. The concentration of each sample was measured three times with 
the NanoDrop® ND-1000 spectrophotometer and an equimolar pooling was done. The 454 
pyrosequencing was done at the Génoscope (Evry, France). 
 
Bioinformatics analysis 
The sequences were sorted into different files according to their multiplex identifier (MID) 
using sfffile software, with no mismatches allowed for the MIDs, which were then removed. 
The sequences were cleaned (trimming and denoising) with trim.flows in Mothur version 
1.26.0 with the default parameters (Schloss et al., 2009). The ITS1 was extracted using 
Fungal ITS extractor version 2 (Nilsson et al., 2010). After extraction of the ITS1 region, the 
sequences were filtered based on a minimal length of 100 bp. O ut of a total of 422 026  
pyrosequencing reads, 272 395 (64.5%), were retained for downstream analyses. Molecular 
Operational Taxonomic Units (MOTUs) were generated after six successive clusterings with 
Uclust version 3.0 ( Usearch version 6.0.152) (Edgar, 2010) at 97% of similarity. The 
taxonomic assignation of a consensus sequence, generated by Uclust, was done against a 
cured GenBank database (July 2012), excluding environmental sequences, with the Basic 
Local Alignment Search Tool algorithm version 2.2.23 (Altschul et al., 1990), with the filter 
turned off (i.e. segments of the query sequence that have low compositional complexity were 
not masked off). This option allowed sequence matching that could not be possible when the 
filter was on pr obably because of pyrosequencing overestimation of homopolymers. Ten 
BLAST hits were considered when available. The phylum name was extracted from the NCBI 
taxonomy corresponding to the genInfo identifier (GI number).  
For the assignation at the genus level, only blast results for which identity > 90 % and e-value ≤ e-50 were considered. The MOTUs were assigned to the genus if at least eight blast hits 
were congruent with each other for the genus name or all should be congruent when fewer 
hits were available. The species name was determined only for MOTUs with a genus 
assignation and at an identity equal or greater to the internal ITS1 similarity among phylum 
according to Nilsson et al., 2008. The percentage of identity was calculated as the ratio length 
of identical bases/length of the alignment. Some synonyms were corrected using the online 
Species Fungorum (http://www.speciesfungorum.org). The MOTUs were assigned to the 
species level if at least six blast hits were congruent with each other for the species name or 
all should be congruent when fewer hits were available. The MOTUs taxonomically assigned 
to a same species or matching to a same GI number at > 90 % identity and for a e-value ≤ e-
45, were subsequently grouped together reducing further the total number of MOTUs.  



 62 

Tableau 3. Twenty most abundant MOTU. 

MOTU Phylum Ecological mode Abundance* Frequence*

Aspergillus fumigatus Ascomycota saprobe 27392 27

Motu1 Zygomycota 23812 31

Motu2 Basidiomycota 8142 31

Penicillium sp1 Ascomycota saprobe 7998 29

Mortierella sp1 Zygomycota saprobe 7612 31

Mortierella verticillata Zygomycota saprobe 5979 31

Oidiodendron sp1 Ascomycota 5624 31

Cryptococcus terricola Basidiomycota saprobe 5185 31

Motu3 Ascomycota 4848 13

Russula cyanoxantha Basidiomycota ecm 4639 29

Cenococcum geophilum Ascomycota ecm 4008 30

Motu4 Unknown 3408 27

Mortierella elongata Zygomycota saprobe 3329 27

Umbelopsis sp1 Zygomycota saprobe 3176 21

Russula rosea Basidiomycota ecm 3028 27

Trichoderma asperellum Ascomycota 2552 31

Penicillium daleae Ascomycota saprobe 2378 29

Penicillium sp2 Ascomycota saprobe 2378 23

Rasamsonia byssochlamydoides Ascomycota 2211 10

Craterellus cornucopioides Basidiomycota ecm 2141 15

* Abundance was the number of sequences and Frequence the number of sites in which the MOTU was detected.  
 

 
Figure 18. Rarefaction curves for each site of the latitudinal gradient. 
The fungal richness was estimated for each site at a sequencing effort of 3800 sequences. 
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Statistical analyses 
A principal component analysis and linear regressions were used for selecting environmental 
variables that were not colinear.  
The few MOTUs that were not of fungal affiliation and those supported by only one sequence 
(singletons) were discarded. The MOTUs assigned to the genus or the species levels were 
categorized as EcM fungi (including putative ones) according to previous reports (Rinaldi et 

al., 2008 ; Smith & Read, 2008 ; Tedersoo et al., 2010).  
In order to estimate the richness at a s imilar sequencing depth, rarefaction curves were 
computed for each site with the rarefy function of the vegan R package (Oksanen et al., 
2011). Before rarefaction, one sequence per MOTU was randomly discarded to recreate 
singletons in the assemblage (Unterseher & Schnittler, 2010). Hence, the number of MOTU 
per site was estimated at 3 800 sequences per site. The richness of ascomycetes, 
basidiomycetes and EcM fungi was estimated by multiplying the previously estimated MOTU 
richness per site by the fraction of MOTU by site that were ascomycetes, basidiomycetes or 
EcM fungi.  
The correspondence analysis (CoA) was used to discriminate the samples based on their 
assemblage composition. The abundance matrix was rarefied at 3800 sequences per site with 
the rrarefy function of the vegan R package (Oksanen et al., 2011) and then transformed into 
a presence/absence matrix. The MOTUs present in less than two sites were discarded to 
prevent distortion of the CoA by the rare MOTUs. The CoA was done with the dudi.coa 
function of the ade4 R package (Dray & Dufour 2007) with default parameters. The values of 
the two first axes were used as a measure of assemblage composition for subsequent statistical 
tests. 
The linear model was used to test for significant relationships between richness or assemblage 
composition and selected environmental variables. The significance level was set at 0.05. 
 

RESULTS 
 
Selection of environmental variables 
The 31 sites distributed in Europe design a latitudinal gradient of 2200 km between Spain and 
Sweden and 2500 km  between Sweden and Italy (Sicily). This geographical gradient is 
correlated to a t emperature gradient between 6 i n 14°C approximately (F1,29=105.20, 
pvalue<0.001 ; Figure 16A), but neither to a gradient of rain (F1,29= 0.61, pva lue= 0.441; 
Figure 16B), nor the soil pH (F1,29= 0.34, pvalue= 0.074 ; Figure 16B). Thus, the mean values 
of annual temperature, annual rain and soil pH were used for the statistical analyses with the 
linear models. 
 
Analysis of pyrosequencing data 
The total number of MOTUs was 5506; of which 2905 (52.8 %) were supported by at least 
two sequences (non singletons). The most abundant MOTU was Aspergillus fumigatus 

present in 27 sites (Tableau 3). Most of the non-singletons MOTUs (1716, 59.1 %) could not 
be taxonomically assigned to a genius whereas 641 (22.1 %) could be assigned to the genus 
level and 548 (18.9 %) to the species level. Most non singletons MOTUs could however be 
placed within a phylum and 474 (40.0 %) were placed in the Ascomycota, 627 (52.7 %) in the 
Basidiomycota, 4 ( 0.3 %) in the Chytridiomycota and 84 ( 7.1 %) in the Zygomycota. 
Additionally, taxonomically assigned MOTUs were divided into three independent ecological 
groups: 470 (16.2%) mycorrhizal fungi, 321 ( 11.1%) saprotrophic fungi and 2114 ( 72.8%) 
other fungi, including in particular all the species not assigned to the genius. Very few plant 
pathogens were identified, among which Armillaria sp, Ilonectria radicicola, Fusarium solani 
and Leptodontidium elatius.  
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Figure 19. Relationships between richness and environmental variables. 
Relationships between fungal (A, C, E) or ectomycorrhizal (B, D, F) estimated richness and 
mean annual temperature (A, B), annual rain (C, D) and soil pH (E, F). 
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As the study focussed on identifying mycorrhizal fungi, less efforts were put into saprobe 
identification and may result in an underestimation of the saprotrophic and pathogenic fungi 
number. Eighty percent of the MOTUs were detected in less than five out of the 31 s ites 
(Figure 17). However, species from the genera Aspergillus, Mortierella, Penicillium, 
Cryptococcus or Trichoderma were relatively frequent as they were detected in more than 20 
sites. Among frequent mycorrhizal fungi detected in more than 20 sites were Amanita 

rubescens, Cenococcum geophilum, Elaphomyces sp., Genea hispidula, Laccaria 

amethystina, Oidiodendron pilicola, Tomentella terrestris and several Russula spp., like R. 

cyanoxantha, R. fellea, R. nigricans and R. rosea. 
 
Latitudinal gradient of species richness 
The fungal richness decreases along the latitudinal gradient. The total fungal richness was not 
significantly correlated with latitude (F=3.27, pvalue=0.081) but the ectomycorrhizal richness 
was (F= 5.98, pvalue=0.021). 
 
Environmental variables related to the estimated richness of total fungi and to 
ectomycorrhizal fungi 
The estimated richness ranged from 150 to 450 fungal MOTUs per site (Figure 18). Among 
the taxonomically identified MOTUs, there were 22 to 121 mycorrhizal MOTUs per site. 
The richness increased with soil pH whatever the assemblage considered. The total fungal 
richness was significantly correlated with the soil pH (F=15.33, pvalue<0.001) but neither to 
the annual precipitations (F=0.023, pvalue=0.634), nor the mean annual temperature (F=0.44, 
pvalue=0.513) (Figure 19). Also, the richness of ectomycorrhizal fungi increased significantly 
with the soil pH (F= 11.17, pvalue=0.003). As for the total fungal richness, the mycorrhizal 
richness was not significantly correlated to neither the annual precipitations (F=0.01, 
pvalue=0.911), nor the mean annual temperature (F=0.75, pvalue=0.393) (Figure 19). 
Similarly, the richnesses of ascomycetes and basidiomycetes assemblages studied separately 
were significantly correlated to the soil pH but to none of the climatic variables (results not 
shown). 
 
Environmental variables related to fungal and mycorrhizal assemblages composition  
Correspondence analysis was used to investigate assemblage composition along the gradient. 
For the fungal assemblages, the two first axes of the CoA explained 9.8 a nd 6.7 %  of the 
variability respectively (Figure 20A) and 13.4 and 6.8 %  for the mycorrhizal assemblages 
(Figure 20B). The sites located in the same geographic region were close to each other on 
both CoA (Figure 20), suggesting fungal assemblage divergence with the geographical 
distance. 
Furthermore, the sites are distributed on the second axis according to the latitudinal gradient, 
with northern Europe sites having higher coordinates on axis 2 and southern Europe sites 
having lower coordinates on axis 2. However, Italian sites were at the same level as Swedish 
and Polish sites on the axis 2 of the CoA with fungal assemblage (Figure 20A). 
The first axis of the CoA with the fungal assemblage was significantly correlated with soil pH 
(F=57.97, pvalue<0.001; Figure 21E) and with the annual rain (F=6.68, pvalue=0.015) but not 
with the mean annual temperature (F=2.29, pvalue=0.142; Figure 21A). The second axis was 
significantly correlated to the mean annual temperature (F=14.56, pvalue<0.001; Figure 21B) 
and to the annual rain (F=11.19, pvalue = 0.002; Figure 21D), but not to the soil pH (F=0.33, 
pvalue=0.573; Figure 21F). However, the correlation with the annual rain could be due to the 
two dryer sites from Italy and Sweden (Figure 21C and 7D). 
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Figure 20. Correspondence analysis of the samples according to the assemblage. 
Fungal assemblage (A) and mycorrhizal assemblage (B). Es, Spain; Fn, North of France; Fs, 
South of France; It, Italy; Po, Poland; Su, Sweden. The variability explained by the axes is 
indicated into parentheses. 
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Similar results were found considering the mycorrhizal assemblage. The CoA showed a 
separation of the Mediterranean EcM communities from the boreal and continental (Poland) 
(Figure 20B). Additionnaly, the first axis of the CoA was correlated to the soil pH (F=42.38, 
pvalue<0.001; 0A) and the second axis was correlated to the mean annual temperature 
(F=22.23, pvalue<0.001; 0B) (Figure 22). 
 
DISCUSSION 
 
The animal and plant latitudinal diversity gradients have been studied for a long time (Gaston 
2000), but these patterns have not yet been clearly ascertain for unicellular organisms 
(Fuhrman et al., 2008 ; Ladau et al., 2013) and for fungi (Amend et al., 2010 ; Bjorbaekmo et 

al., 2010 ; Tedersoo & Nara, 2010 ; Tedersoo et al., 2012 ; Timling et al., 2012). Our results 
showed that the fungal assemblages exhibit geographic patterns of species diversity that are 
similar to those seen in other organisms. Indeed, the decrease in richness along the latitudinal 
gradient is consistent with what is generally observed for animals and plants (Hawkins et al., 
2003; Willig et al., 2003) but contrasts with the suggested increase of ectomycorrhizal 
richness with latitude (Tedersoo et al., 2012, T edersoo & Nara, 2010). Other groups were 
found as exceptions to the general latitudinal richness gradient, e.g. ichneumon wasps or 
breeding birds in Northern America (Willig et al., 2003) or marine bacteria in winter time 
(Lauber et al., 2013).  
Indeed, Tedersoo & Nara (2010) suggested that the soil habitat and the host lineage diversities 
could be the most contributors of the mycorrhizal richness pattern at large scale. Actually, it is 
recognized that such associations derive from hidden covariances among latitude and 
unmeasured spatially patterned environmental variables, most of which are components of 
climate (Bradford et al., 2004). For these reasons, the present study considered temperate 
beech dominated forest only with environmental variables, other than climatic, that were 
relatively stable along this European gradient. Additionally, Willig et al. (2003) reported that 
many of the exceptions to the classical pattern were due to a scale effect. In their review on 
macroorganisms, they defined short latitudinal gradient as those ranging less than 20° in 
extent. This study on microorganisms encompassed sites from 37°N to 59°N, which is slightly 
more than the threshold given by Willig et al. (2003) and may thus not suffer from the scale 
effect. Thus, the chosen latitudinal gradient was a suitable proxi for studying the relationship 
between microbial assemblages and the energy availability. 
In our study, the richness of the fungal or ectomycorrhizal assemblage did not significantly 
correlate with climatic variables. However, Bahram et al. (2012) found a decrease of 
mycorrhizal diversity with decreasing temperature, which is in accordance with the response 
of the major groups to the temperature (Hawkins et al. 2003). The temperature could drive 
mycorrhizal assemblage directly through the climatic niche (thermal optimum, winter 
survival) or indirectly through the host community or the soil nutrient availability. 
Environmental variables other than temperature are also found correlating with diversity, e.g. 
precipitations (Bahram et al., 2012, Hawkins et al., 2003) although this was not confirmed in 
our study. Discrepancies in conclusions between studies may be due to flaws in estimating 
richness, which might be subjected to substantial bias described in Haegeman et al., 2013.  
 
The second most important result concerned the impact of environmental variables on fungal 
assemblage structure at this continental scale. Indeed, the composition of the fungal and 
mycorrhizal assemblages correlated significantly with the soil pH and the mean annual 
temperature. It is still unclear whether soil fungal composition changes with latitude.  
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Figure 21. Relationships between fungal assemblage and environmental variables. 
The relationships are between the position of the samples on the correspondence analysis axis 
1 (A, C, E) and 2 ( B, D, F) for fungal assemblage and mean annual temperature (A, B), 
annual rain (C, D) and soil pH (E, F). 
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Recently, Dennis et al. (2012) reported no change in soil fungal community along a latitudinal 
gradient in Antarctic. Unfortunately, they could not access to climatic data but still found that 
communities changes with soil variables such as carbon:nitrogen ratio and soil pH. In this 
study, soil pH, annual precipitation and mean annual temperature were the main variables 
linked with the global fungal assemblage composition as they correlated with the site position 
of the CoA. 
The soil pH, which is known as a major variable controlling plant community (Gough et al. 
2001 ; Wamelink et al. 2005), has been also shown to strongly impact the structure of soil 
microbial community (Fierer and Jackson, 2006; Rousk et al., 2010; Griffiths et al., 2011). 
Moreover, the mean annual temperature and the position of the sites on the second axis were 
significantly correlated, revealing a significant climatic effect on the fungal community 
structure. It should be noted that the Italian sites were similar to cooler sites like Sweden sites 
on the CoA. One possible explanation is a biased estimation of the mean annual temperature. 
Indeed, the CRU database overestimated the mean annual temperature from the Italian sites, 
which were located in mountains compared to the other sites from the gradient, which were 
from the plain. 
It is one of the first times that forest soil fungal communities are monitored at European scale. 
High throughput sequencing clearly highlighted the huge diversity of fungi in forest soil. 
Indeed, we found 2924 MOTUs supported by at least two sequences (5527 MOTUs including 
the singletons). Among these 5527 M OTUs, only 86 of them (1.55%) were classed in the 
Zygomycota division. But, interestingly, two of the three most abundant MOTUs are 
Zygomycota: Umbelopsis dimorpha and Mortierella sp1. In the top ten of soil fungal species, 
three ectomycorrhizal (EcM) fungi have been identified: Russula cyanoxantha, Oidiodendron 

sp1 and Cenococcum geophilum. R. cyanoxantha is very common in Europe and C. 

geophilum has been reported as an ubiquitous EcM species in several studies (Pigott 1982; 
Buée et al., 2005; Dickie, 2007; Matsuda et al., 2009). Oidiodendron is also a cosmopolitan 
genus whose members can usually be found in soil or colonizing different organic substrates, 
as leave litter. Additionally, some Oidiodendron species have also been reported as ericoid 
mycorrhizal fungi (Couture et al. 1983, Dalpé 1989, Hambleton & Currah 1997, Lacourt et al. 
2001). In this study, the ecological status of Oidiodendron sp1 is unclear because of the 
limited presence of Ericaceae in the different forest sites investigated. 
 
CONCLUSION 
 
The chosen latitudinal gradient was a suitable proxi for studying the relationship between 
microbial assemblages and the mean annual temperature. Fungal richness was significantly 
related to soil pH while the composition was related to both soil pH and the climatic variables. 
These conclusions also apply for the ectomycorrhizal assemblage. Additional studies are 
required to confirm these results in temperate regions. 
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Figure 22. Significant relationships between the mycorrhizal assemblage and 
environmental variables. 
The relationships are between the sample positions on t he correspondence analysis for 
mycorrhizal assemblage and soil pH (A) and mean annual temperature (B). 
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DISCUSSION 
 

1. Stratégie d’échantillonnage 

 

Les premiers articles consacrés à l’étude des communautés fongiques par les outils de 

séquençage haut débit ont généré un véritable engouement pour ces technologies appliquées à 

l’écologie des champignons (Hibbett et al., 2009), mais aussi soulevé de nombreux 

commentaires et réflexions, allant de l’échantillonnage à l’exploitation des données (Lindahl 

et al., 2013). Aussi, dans la perspective d’étude le long de gradients géographiques, où la 

parcelle serait l’unité de base, la question se posait de savoir comment échantillonner au 

mieux sur une parcelle afin de décrire au plus juste la communauté fongique présente.  

Plusieurs questions se posent sur l’échantillonnage et en particulier sur le type et la taille des 

échantillons, le nombre d’arbres à échantillonner et la profondeur de séquençage. A titre 

d’exemple, Buée et al. (2009) avaient échantillonné huit carottes de sol de 1 x 1 cm sur 5 cm 

de profondeur pour estimer la diversité d’une parcelle de hêtraie (30m x 30m). Mais, les 

produits d’amplification ayant été regroupés, l’hétérogénéité spatiale et la représentativité de 

la diversité du site n’avaient pas pu être discutées. Notre travail apporte à ces questions des 

éléments de réponses, et en particulier par l’étude préliminaire.  

 

1.1. Type d’échantillon 

 

Lors de cette première étude, un ensemble de 20 hêtres contigus a été considéré et les 

communautés fongiques du système racinaire ont été comparées aux communautés du sol 

environnant les racines. Cette étude a établi que le sol pouvait être un substitut intéressant du 

système racinaire pour étudier les EcM car il permet une description assez précise de la 

communauté EcM tout en facilitant fortement la gestion des échantillons. Les gains en termes 

de temps et de gestion des échantillons sont déterminants car ils permettent de multiplier les 

parcelles étudiées. Pour la deuxième étude sur gradients d’altitude, les communautés EcM ont 

pourtant été étudiées à partir d’échantillons de racines car les résultats de l’étude préliminaire 

n’étaient pas encore disponibles pour la campagne d’échantillonnage. Par contre, pour la 

troisième étude, le sol a donc été sélectionné à la place des racines. 
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Le fait que 76% des EcM inventoriés à Lignéville soient détectés à la fois à partir des racines 

et du sol ne permet pas de préjuger de la taille du réservoir de spores de champignons EcM 

dans le sol forestier. De même, cette seule observation ne permet pas de déterminer si les 

racines n’exercent aucun filtre sur la communauté présente dans le sol et avec laquelle elles 

s’associent ou bien si les espèces fongiques EcM associées aux racines ont un avantage pour 

se disperser dans le sol ce qui empêcherait la détection des autres espèces EcM présentes dans 

le sol mais sous forme non symbiotique.  

 

1.2. Profondeur de sol 

 

Pour la troisième étude, nous avons prélevé les échantillons de sol sur une profondeur plus 

importante que pour la deuxième étude (20 au lieu de 10 cm). En effet, cette étude inclut une 

large diversité de type de sols (avec des humus allant de l’oligomull au moder) dont le profil 

vertical est différent, justifiant cette profondeur d’échantillonnage assez conséquente pour 

intégrer au mieux les communautés EcM. En effet, il existe une hétérogénéité dans la 

distribution verticale et horizontale des racines selon les essences (Pregitzer et al., 2002), qui 

dépend des paramètres physico-chimiques des sols (Schmid, 2002 ; Smilauerová & Smilauer, 

2002). Ceci est en particulier vrai pour le hêtre, Bakker et al. (2008).  

De plus, les racines fines superficielles des arbres restent majoritairement localisées dans les 

zones enrichies en matière organique et les champignons mycorhiziens y ont été décrits 

comme plus abondants, même si certaines espèces semblent spécifiques aux compartiments 

inférieurs (Taylor, 2002 ; Lindahl et al., 2007). Ainsi, dans notre étude préliminaire, la masse 

racinaire était plus abondante dans les 10 premiers centimètres de profondeur que dans 

l’horizon 10-20 cm. Ainsi, les champignons non-mycorhiziens auraient moins de contraintes 

au regard de cette hétérogénéité racinaire et serait donc distribués de manière plus homogène 

au sein d’un site mais ceci n’est pas vérifié à Lignéville (données non présentées). 
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Tableau 4. Variabilité intrasite de la richesse fongique. 
 

Pilote
Lignéville Lignéville 11 sites français

Unité d'échantillonnage  arbre  grappe de 5 arbres grappe de 5 arbres

Nombre d'unité d'échantillonnage par parcelle 20 3 3

Effort de séquençage/unité 900 500 500

Richesse estimée des champignons (MOTU)/unité 74 -131 115 - 120 89 - 156

Ecart entre richesse min et max au sein d'une parcelle 57 5 3 - 32

Altitude
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1.3. Nombre d’arbres échantillonnés (étendue) 

 

L’étude préliminaire montre qu’un échantillonnage autour de 15 arbres représente un bon  

compromis pour décrire la communauté fongique du s ol associée au hêtre. En effet, un 

nombre d’arbres élevé est souhaitable, mais induit une augmentation de l’étendue ce qui 

risque d’augmenter l’hétérogénéité au sein de l’environnement considéré. Par exemple, dans 

la parcelle étudiée à Lignéville, la communauté fongique du sol était structurée spatialement 

selon un gradient de ratio carbone / azote et de phosphore. Le compromis de 15 arbres s’est 

révélé acceptable dans la suite des travaux.  

En effet, pour l’étude sur le gradient altitudinal, nous avons pu mesurer la variabilité intra-

parcelle car les analyses de communauté étaient réalisées par grappes de 5 arbres (3 grappes 

par parcelle). Les résultats montrent que si la variabilité intra-parcelle reste conséquente du 

point de vu de la richesse des communautés (variance résiduelle intra-parcelle de l’ordre de 

30-45%), elle est beaucoup moins importante du poi nt de vue de la composition des 

communautés (variance résiduelle de l’ordre 2-25% pour les axes 1 et 2 de l’AFC). Toutefois, 

les 3 grappes n’étaient pas contiguës au sein de la parcelle, ce qui peut augmenter 

l’hétérogénéité environnementale et donc la variabilité intra-parcelle. Une plus grande 

proximité spatiale des grappes pourrait donc diminuer l’influence de cette variabilité tout 

comme a pu le faire le fait de grouper 5 arbres par échantillon. En effet, si on compare les 

résultats de la première et de la seconde expérience à Lignéville pour une même profondeur 

de séquençage, il y avait un écart de richesse de 57 MOTU fongique entre les échantillons 

extrêmes pour l’expérience pilote (n=20 arbres) alors qu’il n’était que de 5 MOTU entre les 

trois grappes lors de la deuxième étude (Tableau 2). Ainsi, cette stratégie de trois grappes de 

cinq arbres par parcelle a donc bien diminué la variabilité intra-parcelle. 

Dans le cas des gradients d’altitude, le modèle mixte utilisé suggère que la variance intra-

parcelle s’élève à respectivement 8,0% et 29,1% pour les deux premiers axes de l’AFC pour 

les champignons racinaires. Ces proportions sont de 13,5 et 24,0% lorsque seuls les 

champignons mycorhiziens sont pris en compte dans l’AFC.  

De manière très nette, la variabilité intra-parcelle liée à l a composition en champignons 

associés aux racines est plus forte que pour les champignons de la phyllosphère. Une première 

hypothèse serait que l’hétérogénéité entre arbres au niveau du sol est supérieure à c elle du 

milieu aérien. Une seconde hypothèse serait qu’une partie des champignons telluriques aurait 

une dispersion plus limitée en distance comparé aux champignons aériens. Même si nos 
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inventaires ont montré que beaucoup des champignons du sol ont des fructifications épigées 

(en particulier les nombreux EcM), ce n’est pas le cas de tous les champignons. De plus, la 

connaissance des capacités de dispersion des MOTU inconnus est de facto inexistante, mais il 

possible qu’ils soient justement restés inconnus jusqu’à présent parce qu’ils n’ont pas de 

formes épigées. C’est en partie pour cela que les études de communautés fongiques ne 

reposent plus sur les inventaires des fructifications. 

 

1.4. Profondeur de séquençage 

 

L’estimation de la richesse est aussi très dépendante de la profondeur de séquençage. Cela 

traduit l’effet déterminant de l’effort d’échantillonnage qui est classique en écologie (Taylor, 

2002). Nos analyses confirment cet effet car dans les trois études réalisées, la relation entre 

profondeur de séquençage par échantillon et richesse spécifique est très significative. La 

parcelle de Lignéville, étudiée à la fois durant l’étude préliminaire et durant l’étude du 

gradient altitudinal, permet de tester la reproductibilité de notre estimation de richesse 

fongique même si les arbres sélectionnés n’étaient pas les mêmes. Lors de l’étude 

préliminaire, la richesse fongique estimée à Lignéville est presque deux fois supérieure à celle 

estimée sur cette même parcelle lors de l’étude du g radient altitudinal (737 versus 420 

MOTU). Nos résultats montrent que cela s’explique principalement par une profondeur 

séquençage 4 f ois supérieure, ajoutée à un pl us grand nombre d’arbres échantillonnés. Par 

contre, en échantillonnant aléatoirement les données de l’étude préliminaire afin d’avoir un 

effort d’échantillonnage équivalent à celui de la deuxième étude (15 arbres, 9800 séquences), 

la richesse estimée est de l’ordre de 450±10 MOTU alors qu’elle est de 420 MOTU dans 

l’étude du gradient altitudinal. Il y a donc une concordance relativement bonne et une bonne 

reproductibilité à effort d’échantillonnage et de séquençage équivalent. 

Dans le contexte de la thèse, l’effort de séquençage par parcelle a été réduit avec 

l’augmentation du nom bre de parcelles par étude. Il faut remarquer que l’hétérogénéité de 

l’effort de séquençage entre échantillon d’une même étude pose de gros problèmes (de 500 à 

3500) dans l’étude du gradient altitudinal. En effet, la raréfaction doit se faire au niveau du 

plus faible effort de séquençage, ce qui entraîne une forte perte d’efficacité. Une préparation 

plus robuste des mélanges équimolaires avant séquençage aurait probablement permis de 

minimiser la différence de profondeur de séquençage entre les échantillons multiplexés. Cette 

optimisation aurait notamment pu se faire lors de l’estimation des concentrations en 

amplicons. La technique utilisée lors de la thèse pour doser les acides nucléiques est basée sur 
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la mesure de l’absorbance et ne semble pas assez performante ; une autre technique basée sur 

une mesure de fluorescence semble plus précise et serait à tester dans le futur.   

Par ailleurs, les différences d’effort de séquençage peuvent engendrer des difficultés lors de la 

comparaison des données publiées, dans la perspective de méta-analyses en écologie 

microbienne. 

Dans nos études, la profondeur de séquençage, bien qu’elle affecte l’estimation de la richesse, 

elle n’affecte pas le classement des unités d’échantillonnage entre elles car les courbes de 

raréfaction ne se croisaient pas. Pourtant, ce classement pourrait être remis en cause 

Haegeman et al. (2013) argumentent que ce classement peut être biaisé du fait que la méthode 

d’échantillonnage des données ne tiendrait pas compte du nombre d’espèces rares dans 

chaque échantillon. 

 

1.5. Nombre de parcelles (variabilité inter-parcelle et inter-gradient) 

 

Afin d’étudier les communautés fongiques en relation avec le climat, deux types de gradients 

ont été utilisées correspondant à deux stratégies d’expérience. La deuxième étude comprend 

plusieurs gradients d’altitude ayant chacun entre 3 e t 5 pa rcelles et constituant chacun une 

répétition alors que la troisième étude comprend un seul gradient latitudinal constitué de 31 

parcelles. Le nombre de parcelles à étudier dépend naturellement de la question posée mais 

aussi des contraintes déjà évoquées, notamment la lourdeur du travail, dont une amélioration 

est possible par l’extraction d’ADN directement à partir du sol. 

Dans l’étude sur les gradients altitudinaux, la variabilité de richesse fongique tellurique entre 

sites est bien que plus importante que la variabilité intra-parcelle et inter-gradient. La richesse 

des communautés de champignons du sol et celle des ectomycorhiziens sont similaires dans 

nos 3 gradients (Vosges, Alpes et Pyrénées). De façon intéressante, la richesse fongique de la 

phyllosphère est quant à elle principalement liée aux gradients dans cette étude. Les 

différentes communautés ne réagissent pas de façon similaire. 

Les résultats montrent que les communautés fongiques racinaires et ectomycorhiziennes des 

trois gradients français étaient relativement distinctes. Cela corrobore les résultats de Wubet et 

al. (2012) qui montrent une différence significative dans la structure des communautés 

fongiques entre trois régions d’Allemagne. Egalement, une étude sur plusieurs espèces 

d’aulnes montre que la variabilité des communautés EcM est expliquée par des composantes 

liées à l ’espace (Polme et al., 2013). Cette structuration régionale a également été observée 

pour ces champignons de la phyllosphère car les sites des Pyrénées contiennent des 
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communautés bien distinctes de celles des Alpes et des Vosges. Comme observé chez les 

plantes, il existe donc un régionalisme chez les communautés fongiques. 

 

2. Richesse et composition des communautés fongiques 

 

2.1. Relation au climat 

 

2.1.1. Richesse 

 

Nos résultats n’apportent pas d’éléments clairs supportant l’hypothèse que la richesse 

spécifique des communautés de champignons dépend de manière significative des variables 

climatiques. En effet, aucun lien n’a été observé entre la richesse globale des communautés 

fongiques (champignons associées aux racines fines de hêtres) et les variables climatiques le 

long des trois gradients d’altitude étudiés et le long d’un gradient latitudinal européen. 

Toutefois, les champignons englobent des groupes taxonomiques et écologiques très 

différents qui pourraient répondre différemment aux variables environnementales. C’est 

pourquoi différents groupes, tels que les Ascomycota, les Basidiomycota, les champignons 

mycorhiziens ont été étudié séparément. Dans l’étude le long de gradients d’altitude, la 

richesse spécifique des ascomycètes des racines fines augmentait avec la température alors 

que celle des autres groupes n’en dépendait pas. Cette observation est en accord avec les 

résultats d’autres études ciblant les champignons ectomycorhiziens (Deslippe et al., 2011 ; 

Bahram et al., 2012) qui eux aussi observent un a ccroissement de la richesse des 

champignons mycorhiziens avec la température moyenne annuelle des sites. Dans l’étude sur 

le gradient latitudinal, les conclusions pour les différents groupes étaient similaires. 

Toutefois, la réponse observée le long des deux types de gradient (altitudinaux ou 

latitudinaux) est différente. Cette différence pourrait provenir du plus grand nombre parcelles 

étudiées dans le gradient latitudinal comparé au gradient altitudinal (31 sites contre 11). En 

effet, l’augmentation du nombre de répétitions permet une meilleure résolution pour la 

détection des effets des facteurs (Zhou et al., 2011). Nous avons observé une assez forte 

variabilité entre sites pour la richesse spécifique des communautés fongiques des fines racines 

(50 à 70% de la variance pour le gradient altitudinal) et cette variabilité, que nous n’avons pas 

réussi à lier à un facteur de l’environnement, pourrait brouiller la réponse au climat du fait 

d’un nombre insuffisant de répétitions. D’autre part, le gradient thermique est plus important 

de 2°C sur le gradient latitudinal comparé au gradient altitudinal (Tableau 1) et l’effet de la 
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température sur la richesse fongique pourrait être significatif au seuil de 5% dans le cas d’un 

gradient thermique plus étendu. L’effet positif de la température a par ailleurs été montré sur 

la richesse et la structure d’autres organismes tels que les animaux, les plantes et les bactéries 

(Hawkins et al., 2003 ; Bryant et al., 2008 ; Griffiths et al., 2011). 

D’autre part, les variables climatiques que nous avons étudiées (température moyenne 

annuelle et pluviométrie annuelle) pourraient ne pas être les variables les plus adaptées. En 

effet, le facteur limitant n’est pas forcément le même selon les endroits et selon les saisons. A 

titre d’exemple, Jump et al. (2007) ont montré qu’à 1000 m d’altitude, ce sont les faibles 

précipitations qui limitent la croissance de Fagus sylvatica mais que l’importance de ce 

facteur diminue avec l’altitude. Il serait intéressant d’utiliser des variables moins intégratives 

que des variables annuelles car les champignons ont une dynamique saisonnière (Buée et al., 

2005 ; Koide et al., 2005 ; Courty et al., 2008). En effet, pour une même température 

moyenne annuelle, deux sites peuvent très bien avoir des amplitudes de température 

différentes et ne pas avoir les mêmes durées de conditions défavorables. D’ailleurs, Talley et 

al. (2002) ont montré que les variables environnementales tel que le nombre de jours 

défavorables en terme de température et précipitations sont de meilleures variables 

prédictrices de la richesse fongique que des variables climatiques moyennées sur l’année et 

Vacher et al., 2008 utilisent également les température estivales et hivernales ainsi que les 

précipitations printanière pour estimer la richesse en parasites fongiques. En complément de 

variables moins intégratives, il e xiste également des variables composites, plus difficile à 

mesurer, telles que l’évapotranspiration annuelle ou la productivité qui intègrent à la fois la 

température et la disponibilité en eau. Notamment Hawkins et al. (2003) concluent que c’est 

l’interaction entre les variables liées à l ’énergie (température) et à l ’eau qui expliquent les 

patrons globaux de diversité chez les plantes et les animaux. Toutefois, dans les régions 

tempérées, au dessus de N 30°, comme dans le cas de nos gradients (Tableau 1), la 

température est le plus souvent, mais pas exclusivement, la variable explicative de la richesse 

spécifique. Les forts gradients de précipitation des gradients altitudinaux (Tableau 1) ont pu 

également brouiller la réponse des communautés à la température pour cette deuxième étude. 

 

2.1.2. Composition 

 

A l’inverse de la richesse, la composition des communautés fongiques montre une 

dépendance aux contraintes climatiques claire pour les deux études sur gradients que nous 

avons menés. Dans l’étude le long de gradient altitudinaux, la température moyenne annuelle 
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et les précipitations annuelles étaient fortement et inversement corrélées et il n’est donc pas 

possible de déterminer laquelle serait liée la composition des communautés fongiques 

étudiées. Toutefois, l’étude sur le gradient latitudinal montre que ces variables climatiques 

jouent toutes deux de façon significative sur la composition des communautés fongiques 

globale et ectomycorhizienne. Ce qui conforte des travaux récents réalisées sur les 

communautés ectomycorhiziennes en forêts de conifères (Jarvis et al., 2013) ou à partir d’une 

méta-analyse (Tedersoo et al., 2012). En effet, Jarvis et al. (2013) ont étudié les communautés 

ectomycorhiziennes à p artir du système racinaire dans 15 pi nèdes établies sur un g radient 

climatique. Ils ont montré que la composition de la communauté à l’échelle régionale 

dépendait fortement des précipitations. De même, la métaanalyse de Tedersoo et al. (2012) a 

montré que les variables température et précipitations influencaient toutes les deux la 

composition des communautés ectomycorhiziennes à l’échelle continentale. 

 

L’étude d’un groupe aussi large que le sous-règne des Dikarya comprend des organismes très 

différents au sein d’un même habitat, et l’exploration de la réponse de chacun de ces groupes 

indépendamment pourrait se révéler judicieuse.  

Les résultats de l’étude sur les gradients altitudinaux où la réponse a été étudiée par groupes 

de champignons suggèrent que la composition des communautés de basidiomycètes serait 

nettement moins liée aux variables climatiques que celles des communautés d’ascomycètes. A 

notre connaissance, cela n’a pas déjà été montré dans la littérature et mériterait d’être 

confirmé. 

 

La question de l’impact de la température sur la richesse et la composition des communautés 

de champignons présente un i ntérêt particulier dans le cadre des modifications du climat 

observées et de celle prévues par les météorologues. Nos résultats suggèrent qu’un 

réchauffement climatique pourrait ne pas directement affecter la richesse globale des 

communautés fongiques associées au hêtre, que ce soient les communautés telluriques ou 

celles de la phyllosphère. Par contre, dans la mesure où les conditions climatiques contrôlent 

la diversité des plantes (Hawkins et al., 2003 ; Liu et al., 2007), les communautés fongiques 

pourraient être affectées indirectement via les modifications des communautés végétales 

(diversité, productivité). Dans le cas précis du hêtre, Badeau et al. (2004) prévoient 

notamment une forte régression de la présence du hêtre en France laissant supposer une 

disparition de cette essence dans la moitié Sud Ouest à l’horizon 2100. Ceci aurait clairement 
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un impact sur la répartition des champignons les plus spécifiquement associés à cette espèce 

et qui possèdent un spectre d’hôte étroit. 

 

2.2. Relation aux variables édaphiques 

 

2.2.1. Richesse 

 

La richesse des communautés de champignons étudiées était significativement liée au pH du 

sol dans l’étude le long du gradient latitudinal uniquement. Pourtant, les gammes de pH du sol 

étaient relativement larges dans les deux études sur gradients (Tableau 1). La relation entre 

richesse fongique et pH a été précédemment étudiée (Ferris et al., 2000 ; Rousk et al., 2010 ; 

Thoms et al., 2010) mais les résultats ne permettent pas de dégager une relation claire. Cette 

relation pourrait notamment dépendre du groupe de champignon considéré. Pourtant ce 

facteur est un des facteurs clés expliquant la diversité de nombreux groupes d’organismes 

telles que les plantes ou les communautés bactériennes. Ainsi, un consensus semble émerger 

sur le fait que la richesse bactérienne serait positivement corrélée au pH (Fierer & Jackson, 

2006 ; Bryant et al., 2008 ; Lauber et al., 2009 ; Rousk et al., 2010). A ce jour, aucun 

consensus ne semble avoir lieu concernant les champignons. Ainsi, d’autres études explorant 

la diversité fongique en fonction du pH sont nécessaires pour comprendre la nature de cette 

relation. 

 

2.2.2. Composition 

 

Le pH est lié à la composition des communautés fongiques et ectomycorhiziennes et nos 

résultats suggèrent que ce facteur serait plus important que les conditions climatiques pour la 

structuration de la communauté fongique tellurique. En effet, les résultats de nos deux études 

sur gradients environnementaux convergent à montrer que le pH est significativement corrélé 

à l’axe 1 des AFC mais pas à l ’axe 2. Cette conclusion est valable pour la communauté 

fongique globale et la communauté ectomycorhizienne. Cette relation au pH confirme les 

résultats de Wubet et al. (2012) mais n’est pas conforme aux résultats rapportés par Lauber et 

al. (2008) qui ont montré que la composition des communautés fongiques était surtout liée au 

taux de phosphore et au ratio C:N du sol. Par contre, Wubet et al. (2012) ont également 

montré que la composition des communautés ascomycètes, basidiomycètes et des 

champignons EcM est liée au pH, à la teneur en carbone et à la texture du sol et Meng et al. 
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(2013) ont montré que les gloméromycètes étaient étroitement liés aux teneurs en carbone, 

azote et eau du sol. Le pH serait également primordial dans la structuration des communautés 

bactériennes à l’échelle locale (Baker et al., 2009), régionale et continentale (Fierer & 

Jackson, 2006 ; Lauber et al., 2008 ; Lauber et al., 2009 ; Griffiths et al., 2011). 

Contrairement aux communautés fongiques des fines racines, celles de la phyllosphère sont 

beaucoup plus liées à la température (et/ou précipitations) et dépendent peu du pH  du s ol, 

pourtant très lié à l a richesse minérale des sols et donc à la qualité du f euillage. Une 

hypothèse pouvant expliquer cette différence de comportement est que les champignons 

telluriques seraient moins soumis aux variations climatiques que les champignons de la 

phyllosphère du fait de leur localisation dans un milieu tamponné comme le sol qui les 

protège des changements brutaux du climat et qui atténue l’amplitude des variations de 

température par exemple.  

 

3. La détection des oomycètes: des difficultés à surmonter 

 

La détection et l’identification des espèces de Phytophthora et de Pythium restent 

techniquement limitantes et la connaissance de l’écologie de ces organismes en est fortement 

impactée. Pour chacune des trois études composant cette thèse, un vol et s’intéressait aux 

communautés de Phytophthora et Pythium. Les résultats n’ont été présentés que pour la 

première étude. En effet, les résultats des études sur les gradients altitudinaux et latitudinaux 

ont été très décevants et ne sont pas présentés. L’étude préliminaire fait partie des premières à 

1) s’intéresser aux assemblages d’oomycètes pathogènes en milieu forestier et à 2) utiliser les 

outils de séquençage haut-débit pour la détection de ces organismes. Quelques oomycètes ont 

été identifiés, ce qui est concordant avec le faible nombre d’espèces détectées en forêt 

(Hansen & Delatour, 1999 ; Camy et al. 2003, Jung, 2009, Gómez-Aparicio et al., 2012). 

Vannini et al. (2013) ont très récemment rapporté qu’ils n’avaient pas identifié plus d’une 

quinzaine de Phytophthora, associés à 79 arbres dans deux châtaigneraies italiennes, par les 

mêmes approches d’amplification et séquençage haut débit que celles que nous avons 

utilisées. 

De plus, les assignations taxonomiques qui ont été réalisées sont à prendre avec précaution vu 

la faible variabilité de l’ITS1 au sein du genre Phytophthora (Kang et al., 2010, Vettraino et 

al., 2012). Des MOTU correspondant à des Phytophthora et des Pythium ont été détectées sur 

la placette de Lignéville (Vosges) en décembre 2009 mais n’ont plus été détectées lors de 

l’échantillonnage de juillet 2010. Ceci pourrait traduire un effet saisonnier car il a été montré 
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par piégeage que la détection des espèces de Phytophthora pouvait fortement dépendre de la 

saison, certaines espèces étant détectées plutôt en hiver et d’autre plutôt au printemps ou en 

été (Camy et al. 2003). 

Plusieurs hypothèses liées aux difficultés techniques peuvent être émises pour expliquer ces 

résultats décevants. Notamment, en plus de l’échantillonnage de Décembre peu propice pour 

les Phytophthora, les amorces utilisées manquent de spécificité envers ce groupe. En effet, 

seulement 0.8% des séquences obtenues avec le couple d’amorce ITS6-ITS7 ont pu ê tre 

classées comme appartenant à d es Phytophthora ou Pythium. Une nouvelle amorce sens 

oom18S, dessinée par T. Cordier en 2010 et non encore décrite dans littérature, a permis de 

pallier au manque de spécificité pour ces deux genres oomycètes. Il s’est avéré que le côté 5’ 

de cette nouvelle amorce oom18S partage cinq nucléotides en commun avec le côté 3’ de 

l’amorce 18Ph2F publiée par Scibetta et al. (2012) pour la détection des Phytophthora. Plus 

de séquences affiliées à des oomycètes ont pu être obtenues avec l’amorce oom18S 

(Bikindou, 2012, Master1, données non présentées), mais les résultats restent insuffisants pour 

les études de communautés. Sur les parcelles des gradients altitudinaux, les oomycètes étaient 

présents sur 9 des 11 sites (9 sites avec Pythium et 3 avec Phytophthora) et peu d’OTU ont été 

détectés. Pour l’étude sur le gradient latitudinal, l’utilisation de oom18S n’a permis une 

amplification que de 32% des arbres étudiés et 39% des sites ne présentaient aucun arbre avec 

amplification d’ITS oomycètes (Kamoune, 2012, Master 2, données non présentées). Au vu 

des résultats, les amplicons n’ont pas été envoyés au pyroséquençage. L’utilisation d’amorces 

mieux adaptées et de PCR emboitée n’a donc pas permis de résoudre les problèmes lors de 

cette thèse. L’équipe de David Cooke planifie de développer en 2013 un couple d’amorces 

ciblant les oomycètes (Cooke, communication personnelle).  

D’autres hypothèses liées à une faible abondance réelle peuvent également être proposées. En 

effet, la quantité d’ADN pour une espèce de Phytophthora ou Pythium atteint un or dre de 

grandeur entre 10-3 à 8 ng.g-1 de sol, alors que l’ordre de grandeur est de 100 à  1000 f ois 

supérieur pour une espèce de champignon (Guidot et al., 2003 ;  Lievens et al., 2006 ; 

Schroeder et al., 2006 ;  Hortal et al., 2008 ;  Pavon et al., 2008 ; De la Varga et al., 2012 ;  

Parladé et al., 2013). Cette faible abondance de l’ADN d’oomycètes pathogènes dans le sol 

pourrait induire que des amorces généralistes ne s’hybrident pas de manière suffisamment 

efficace à l ’ADN matrice de cette famille d’organismes. La technique de PCR emboîtée 

pouvant normalement remédier à cet te faible représentativité n’a pas permis de résoudre le 

problème. Alors que les oomycètes regroupent des agents pathogènes telluriques très 

importants, très peu d’études ont été publiées ces 10 dernières années donnant des estimations 
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de la quantité d’ADN dans le sol pour ces organismes. Cela montre que même leur détection 

dans le sol par des approches moléculaires ciblées reste problématique.  

Le nombre élevé d’échantillons avec absence de détection de Phytophthora ou Pythium 

pourrait aussi s’expliquer par une présence beaucoup plus sporadique que celle des 

champignons mycorhiziens. Ceci est montré par de nombreux travaux en milieu forestier 

utilisant le piégeage. Par exemple, Balci et al. (2007) qui ont étudié les communautés de 

Phytophthora en chênaie n’ont obtenu que 21% d’isolements positifs dans une étude portant 

sur 825 a rbres avec 2kg de sol échantillonnés par arbre. Il est aussi connu que les 

Phytophthora sont absents des sols forestiers les plus acides (Jung et al, 2005). De plus, il a 

été observé que le sol aurait une propriété de suppression des maladies par laquelle les 

bactéries joueraient un rôle important. Ces résultats alimentent donc les arguments de certains 

partisans de la nouvelle expression ‘everything is not everywhere’ (Peay et al., 2010; Rout & 

Callaway, 2012). La levée des difficultés techniques pourraient à l’avenir permettre de tester 

l’hypothèse que les Phytophthora seraient non ubiquistes mais plutôt confinés dans des niches 

peu fréquentes.  

 

CONCLUSIONS 

 

Le séquençage haut-débit a révolutionné différentes disciplines scientifiques, parmi lesquelles 

l’écologie microbienne, et commence à apporter un nouvel éclairage dans certains domaines, 

notamment sur la distribution et les facteurs de structuration des communautés fongiques à de 

grandes échelles spatiales. 

Nous avons montré que l’hétérogénéité locale, particulièrement marquée en milieu forestier, 

nécessitait de maintenir une pression d’échantillonnage conséquente au niveau d’une parcelle 

afin de couvrir au mieux la communauté fongique tellurique. Par ailleurs, afin d’étudier plus 

spécifiquement les communautés de champignons ectomycorhiziens, il semble que 

l’utilisation directe du s ol pour les extractions d’ADN génomique environnemental peut se 

substituer à celle des racines fines, qui nécessite une mise en œuvre plus fastidieuse d’un 

point de vue méthodologique. Mais, si l’approche méthodologique est allégée, il est impératif 

de travailler en amont sur le développement de bases de données bien assignées et couplées à 

différents traits écologiques, tels que le statut écologique (saprophyte, endophyte, 

mycorhizien, pathogène…). Nous n’avons pas mis en évidence un effet direct de la 

température sur la richesse des communautés fongiques globales ; mais nos résultats montrent 
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clairement que la composition des communautés est fortement affectée par le climat. Par 

ailleurs, nous avons également constaté que des groupes écologiques et taxonomiques 

différents pouvaient répondre de même manière variables aux contraintes environnementales. 

Comme cela a été récemment publié pour des communautés fongiques associées aux aulnaies 

(Polme et al., 2013), d’autres travaux de même nature, en l’occurrence en pinède (Rincon et 

al., non publ ié), pourront étayer nos résultats obtenus en hêtraie. En effet, dans le cadre du 

contrat européen BACCARA, une étude, en collaboration avec le CSIC de Madrid (Dr. Ana 

Rincon), a été conduite sur les communautés fongiques associées aux racines fines du pin 

sylvestre le long de gradients altitudinaux localisés en France et en Espagne. Les résultats 

préliminaires sont très semblables aux nôtres, avec en particulier une absence d’effet du 

climat sur la richesse des communautés fongiques alors que l’effet sur la composition est fort. 

La multiplication dans le futur de ce t ype d’étude devrait permettre de réaliser des méta-

analyses incluant des études sur des communautés associées à une seule essence. Concernant 

les oomycètes pathogènes forestiers, un travail significatif reste à entreprendre pour améliorer 

la détection moléculaire de ces organismes impliqués dans de nombreux dégâts sur les 

végétaux, mais dont la distribution semble plus sporadique ou pour  lesquels la quantité 

relative d’ADN génomique dans les matrices environnementales reste très faible. 
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Diversity and composition of fungi and oomycete communities  
in beech forest in relation to climatic and edaphic variables:  

from the stand to the continent 
 
Forest soils are heterogeneous habitats full of microorganisms. In particular, the filamentous 

eukaryotes (fungi and oomycetes) exhibit a huge diversity and play essential functions in the 

dynamic and sustainable growth of the forest ecosystem. However, their diversity and their 

distribution are poorly known; thus, so are the structuring factors of these microbial 

communities. The main goals were: (i) use a high-throughput pyrosequencing to study soil 

microbial communities at a broad geographical scale, and particularly to validate its use for 

the study of soil forest pathogenic oomycete communities, (ii) study the diversity and 

structure of fungal and pathogenic oomycetes communities at several spatial scales, (iii) 

identify possible climatic and edaphic variables structuring these communities and (iv) 

estimate the possible response of these microbial communities to climatic variation. A pilot 

study was undertaken at the stand scale. Then, two additional studies were carried out along 

environmental gradients at the regional and continental scales. The use of the pyrosequencing 

technique was found appropriate for the fungal communities, but difficulties arose in studying 

the pathogenic oomycete community. At the stand scale, results suggested the soil to be a 

valuable substitute for the roots to access the ectomycorrhizal richness and composition using 

pyrosequencing.  

The results along the broad scale gradients suggested that fungal richness may not be affected 

by climate warming but that the composition would be. Moreover, our work indicated that 

soil pH is a major factor explaining fungal community composition. The main conclusions are 

still to be confirmed and deeper knowledge of the response of different fungal phylum, or 

family, would be required. The detection and thus the diversity estimation of the pathogenic 

oomycetes in forest soil remains a current challenge. 

 

Keywords: fungi, oomycete, mycorrhiza, Phytophthora, Fagus sylvatica, gradient, 

temperature, pH, pyrosequencing 

 



 

 

Diversité et composition des communautés de champignons et d'oomycètes 
de hêtraies, en relation avec des facteurs climatiques et édaphiques :  

de la parcelle au continent 
 

Les sols forestiers sont des habitats hétérogènes, véritables réservoirs de microorganismes. 

Parmi ces microorganismes, les eucaryotes filamenteux (champignons et oomycètes) sont très 

divers et jouent un rôle important dans le fonctionnement et la durabilité des écosystèmes 

forestiers. Leur diversité et leur répartition spatiale à différentes échelles sont encore peu 

connues et les facteurs qui sous-tendent cette dispersion sont encore peu étudiés. Aussi, les 

objectifs étaient (i) d’exploiter le séquençage haut-débit pour des études d’écologie 

microbienne à l arge échelle et valider son application aux communautés d’oomycètes 

pathogènes en milieu forestier, (ii) de décrire ces communautés microbiennes, en termes de 

diversité et de structure, à différentes échelles spatiales (locale, régionale et continentale), (iii) 

de caractériser les variables biotiques et abiotiques structurant ces communautés et (iv) 

d’évaluer la réponse éventuelle des communautés aux variations climatiques.  

Une première étude pilote à l’échelle de la parcelle a été suivi de deux études à grande échelle 

spatiale le long de gradients environnementaux. Des gradients d’altitude et un g radient 

latitudinal, à l’échelle continentale, ont été utilisés comme gradient climatique.  

L’étude préliminaire a donc validé l’utilisation du p yroséquençage pour les communautés 

fongiques, et en particulier pour les espèces ectomycorhiziennes, et apporté des éléments pour 

établir une méthodologie d’échantillonnage couplée à cette technique. L’application de ces 

outils moléculaires à l’étude des communautés oomycètes pathogènes reste à optimiser. Les 

résultats obtenus sur les communautés fongiques telluriques suggèrent que dans l’hypothèse 

d’un réchauffement climatique, la richesse fongique ne serait pas directement affectée mais la 

composition des communautés le serait. La composition des communautés fongiques est 

également fortement liée au pH du sol. Ces résultats sont à affiner en étudiant plus en détail 

divers groupes taxonomiques et écologiques en lien avec des variables climatiques plus 

précises. Par ailleurs, de nombreuses perspectives sont envisageables pour améliorer la 

détection des oomycètes dans les sols forestiers, qui reste un challenge en écologie 

microbienne. 

 

Mots clés: champignons, oomycètes, mycorhizes, Phytophthora, Fagus sylvatica, gradient, 
température, pH, pyroséquençage 
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