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1. La pollution des sols par les pesticides 

1.1. La pollution des sols 

 

Ce travail de recherche s’inscrit dans le contexte de pollution diffuse des sols par les 

molécules xénobiotiques qui par définition sont des substances possédant des propriétés 

toxiques même à de très faibles concentrations. Bien que ces xénobiotiques puissent être 

d’origine naturelle et utilisés dans le cadre de la compétition inter-espèces (Coleman et al., 

1997), une majorité a une origine anthropique.  

Une pollution est définie comme une introduction dans l’environnement (air, eau, sol) 

de substances portant atteinte à la santé humaine et aux écosystèmes. Elle est essentiellement 

liée aux activités humaines. Ainsi, la révolution industrielle entamée au XIXème siècle a 

largement contribué à l’état de pollution actuel de notre environnement. La prise de 

conscience des atteintes à l’environnement n’est que relativement récente puisque le premier 

meeting international sur les sols pollués n’a eu lieu qu’en 1985 au Pays Bas. Ce fut 

l’occasion de reconnaître le besoin de comprendre les processus à l’origine de ces pollutions 

et de trouver des moyens possibles de dépollution (Assink and Van den Brink, 1986).  

Les pollutions du sol sont d’origine industrielle, agricole ou urbaine et ces différentes 

sources entraînent la présence de nombreuses molécules xénobiotiques différentes. Les 

polluants organiques d’origine industrielle incluent le pétrole et ses dérivés, les hydrocarbones 

aromatiques polycycliques (HAPs) et les hydrocarbones chlorés (Van der Perk, 2006). Ainsi, 

sous la classe des HAPs, on retrouve plus de 100 molécules différentes utilisées dans la 

fabrication des médicaments, des teintures, des plastiques ou des pesticides. Parmi les 

hydrocarbones chlorés utilisés dans l’industrie, on retrouve les PolyChloroBiphényls (PCBs 

également dénommés pyralènes) qui ont été largement utilisés pour leur qualité d’isolation 

électrique, de lubrification et d’ininflammabilité. Malgré l’arrêt de leur production dans le 

monde dans les années 1970-1980, les PCBs persistent dans l’environnement. Dans leur 

ensemble, ces polluants ont des effets cancérigènes, peuvent se fixer sur l’ADN, sont à 

l’origine de dérèglements hormonaux, créent des lésions du foie, de la peau et du système 

nerveux central (Mirsal, 2004; Van der Perk, 2006). Les polluants organiques d’origine 

agricole incluent les fertilisants et les pesticides. 
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1.2. Les pesticides : une problématique environnementale majeure 

 

L’utilisation des pesticides par l’agriculture présente deux aspects aux conséquences 

totalement opposées. Le premier concerne la nécessaire réduction des dégâts causés aux 

cultures par des organismes phytopathogènes et du développement des adventices pour 

maintenir la productivité alors que le deuxième tient à la nature même des pesticides qui en 

fait, dans certaines conditions, de possibles polluants de l’air, des eaux, des aliments et des 

sols (Calvet et al., 2005).  

Selon leur cible (insecticide, herbicide ou fongicide) les pesticides sont des molécules 

de natures diverses : composés organophosphorés (TEPP), organochlorés (DDT, 2,4-D, 

alachlore), dérivés de carbamate (carbofurane), de triazine (atrazine, simazine), d’acide 

barbiturique… (Mirsal, 2004). Ces composés présentent des propriétés cancérigènes, 

mutagènes, tératogènes et allergènes. A cause de leur utilisation importante notamment en 

France qui représente près de 30% du marché européen (figure I-1), les pesticides sont 

fréquemment détectés dans les eaux de surface et les eaux souterraines (IFEN 2007). 

Figure I-1 : A. Principaux marchés phytosanitaires en Europe en 2005 (total = 7 166 millions d’euros), B. 
Tonnage des substances actives vendues en France de 1999 à 2006 (Union des industries de la protection des 
plantes, 2008). 

 

Une grande partie des pesticides transite par le sol où ils sont apportés directement ou 

indirectement par l’eau et les retombées atmosphériques. Ainsi, lorsque la molécule est à la 

surface du sol, elle peut être soumise à un phénomène de volatilisation et se retrouver dans 

l’atmosphère (Bedos et al., 2002). Ce phénomène de volatilisation implique une diffusion des 

pesticides car ceux-ci seront redéposés avec les eaux de pluie à un autre endroit que celui où 

la contamination ou l’application a eu lieu. Ainsi, en Suède des pesticides tels que le 2,4-D ou 

A B
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l’atrazine qui n’ont jamais été utilisés dans ce pays ont été détectés dans les eaux de pluie 

(Kreuger and Kylin, 2006).  

Les pesticides utilisés en agriculture ayant des compositions et des structures très 

variées, leur propriétés physiques, chimiques et biologiques le sont aussi ce qui explique les 

difficultés rencontrées pour décrire et prévoir leur devenir dans les sols (figure I-2). Une fois 

que la molécule a pénétré dans le sol, elle est soumise à des phénomènes de rétention, 

d’adsorption, d’infiltration, de diffusion qui sont contrôlés par les propriétés du pesticide et du 

milieu. Elle peut également être transportée par la solution du sol et être entraînée dans les 

eaux souterraines par des processus d’infiltration et de percolation (Yaron et al., 1996; Mirsal, 

2004). Lorsqu’il se trouve dans le sol, le pesticide peut être dégradé par des processus 

abiotiques (photodécomposition, réactions d’oxydo-réduction, d’hydrolyse…) ou biotiques 

réalisés par les microorganismes du sol, limitant ainsi les contaminations. 

 

 

1.3.  Cas de l’herbicide atrazine : états des lieux des pollutions 

 

Afin de mener la présente étude, l’atrazine (2-chloro-4-ethylamino-6-isopropylamino-

s-triazine) (figure I-3), herbicide de la famille des triazines, a été utilisée comme molécule 

polluante modèle. Commercialisée en 1962, l’atrazine a été utilisée en agriculture 

principalement comme désherbant du maïs ou du sorgho mais elle a également été épandue 

comme herbicide total sur les routes, les voies publiques, les voies ferrées et les terrains non 

Figure I-2: Schéma conceptuel des voies d’évolution des pesticides (Kersante, 2003) 
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cultivés. Cette molécule est un inhibiteur de la photosynthèse agissant au niveau du 

photosystème II. Elle est absorbée par les plantes au niveau des racines et transportée 

jusqu’aux feuilles, organes cibles, où elle bloque le transfert réducteur d’électrons de la 

photosynthèse rendant impossible la conversion de l’énergie lumineuse en énergie 

électrochimique et conduisant à une mort cellulaire (Fedke, 1982). 

Figure I-3 : Molécule d’atrazine 

 

L’utilisation de l’atrazine comme molécule modèle présente différents intérêts. Tout 

d’abord, cet herbicide a été mondialement utilisé durant les 50 dernières années, et cet usage 

sur le long terme a entraîné une adaptation des bactéries du sol à sa dégradation. Ainsi, de 

nombreuses études de ces mécanismes de biodégradation ont été réalisées permettant 

d’élucider les voies de dégradation et les gènes impliqués et d’isoler certaines bactéries 

dégradantes. 

Ensuite, l’atrazine étant un herbicide facile d’emploi, efficace et de faible coût, elle a 

été appliquée massivement, en résultant une contamination chronique des sols, des eaux 

souterraines et de surface. Ainsi en France son utilisation a atteint 5 000 tonnes annuelles 

(Miquel, 2003) en faisant le principal polluant des eaux de surface et souterraines et entraînant 

des restrictions d’usage à partir de 1997 et son interdiction totale en France en 2003. Malgré 

cette interdiction, un effet retard des contaminations est observé puisque selon le dernier 

rapport de l’institut français de l’environnement (IFEN 2007), l’atrazine et ses métabolites 

sont retrouvés et quantifiés dans 20 à 31 % des analyses effectuées en eaux superficielles et 

dans 2.5 à 32.4 % des analyses effectuées en eaux souterraines où l’atrazine et ses métabolites 

sont les premiers polluants détectés (figure I-4). Ces résultats sont inquiétants étant donné la 

toxicité aquatique aigüe de l’atrazine qui est de 0.011 mg L-1 (Carrasco and Sabater, 1997). 
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Enfin, malgré sa forte toxicité et ses temps de rémanence importants, l’atrazine est 

toujours utilisée massivement en Amérique du nord. Ainsi, en 2000, 947 tonnes d’atrazine ont 

été importées au Canada (registre environnemental de la Loi canadienne sur la protection de 

l'environnement, 2006) et en 2003, l’atrazine était l’herbicide le plus utilisé aux Etats-Unis 

(Knight, 2003). En 2006, l’agence de protection de l’environnement des Etats-Unis (US EPA) 

a renouvelé l’autorisation d’utilisation de l’atrazine entamée en 2003, justifiant qu‘il y a une 

certitude qu’aucun mal pour la population américaine ne résultera d’une exposition à des 

résidus d’atrazine à partir de nourriture ou d’eau potable (US EPA, memorandum of atrazine 

decision document, 2006). Cette décision est prise alors que des scientifiques américains 

dénoncent des pressions de l’industrie agroalimentaire pour essayer d’étouffer et de 

discréditer leurs travaux sur l’atrazine (Knight, 2003).  

 

2. Le sol : support d’une biodiversité à l’origine de services 

écosystémiques 

2.1. Les services écosystémiques 

 
Les écosystèmes naturels sont fournisseurs de services écosystémiques aux fonctions 

très larges : réserve de différentes denrées (nourriture, eau, combustibles…), support de la vie 

(formation du sol, cycle des nutriments, pollinisation…), régulation du fonctionnement des 

écosystèmes (régulation du climat, contrôle des maladies, détoxification…) et services 

culturels non associés à un bénéfice matériel (Barrios, 2007). Le sol contribue à tous ces 

Figure I-4: Principales molécules quantifiées tout réseaux confondus en 2005 en eaux superficielles et 
souterraines. En pourcentage d’analyses quantifiées de la substance (IFEN 2007) 
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services écologiques rendus à l’homme: support physique de l’agriculture, conservation et 

distribution des nutriments aux plantes, décomposition de la matière organique morte et des 

déchets (résidus agricoles, déchets industriels…), recyclage des nutriments et régulation des 

cycles des éléments majeurs (carbone, azote, souffre, phosphore) (Buol, 1995; Lavelle and 

Spain, 2001). 

Figure I-5 : modèle hiérarchique de l’impact des processus générés par la faune du sol à une micro-échelle sur  
les services écologiques fournis par le sol (Decaens et al., 2006) 

 

La majorité de ces services est fournie par l’activité des nombreux organismes vivants 

habitant le sol et dont les effets sont encore trop peu étudiés (figure I-5) (Lavelle et al., 2006). 

Plus encore, alors que les interactions biotiques régissent le fonctionnement du sol, leurs rôles 

dans les services écologiques rendus demeurent très peu renseignés. Ainsi, nous savons que 

les microorganismes du sol réalisent 90% des transformations chimiques intervenant dans le 

cycle de la matière organique et la fertilité chimique du sol et qu’ils sont capables de dégrader 

différents polluants en les utilisant comme source nutritive (Prosser, 2002; Lavelle et al., 

2005). Nous savons également que les invertébrés vivant dans le sol jouent un rôle primordial 

dans le fonctionnement continu de cet écosystème. En modifiant ses propriétés physiques, 

chimiques et biologiques ils agissent sur la circulation de l’eau, le cycle des nutriments, la 

production primaire, la formation du sol et la régulation du climat (Lavelle et al., 2006). 

Néanmoins, très peu d’informations concernant les interactions entre ces invertébrés et les 

microorganismes sont disponibles. 

L’ensemble des organismes du sol interagit par des liens trophiques étroits influençant 

ainsi les différents processus et fonctions supportés par le sol. Ces réseaux trophiques relient 

les structures des communautés du sol aux fonctions de l’écosystème puisque ces interactions 
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trophiques correspondent à des taux de transferts participant aux cycles de matière, d’énergie 

et de nutriments (de Ruiter et al., 2002). 

 

2.2. Le rôle des organismes du sol dans les services écologiques rendus  

 
Le sol renferme une grande partie de la biodiversité présente sur Terre et joue un rôle 

majeur dans les processus intervenant dans les cycles de la matière, de l’énergie et des 

nutriments (Wolters, 1997; Griffiths et al., 2000). La biomasse du sol présente dans les 25 

premiers centimètres de la couche de surface transforme de 10 à 1000 tonnes de matière 

organique fraiche par hectare et par an (de Ruiter et al., 2002). Les microorganismes du sol, 

qui se situent à la base de la chaîne alimentaire de cet écosystème jouent un rôle primordial 

dans l’élaboration des services écosystémiques rendus par le sol en étant les premiers acteurs 

des cycles biogéochimiques (Lavelle et al., 2006). Néanmoins, il ne faut pas négliger le rôle 

des racines et de la faune du sol qui modèlent les communautés microbiennes et régulent leur 

activité au sein d’interactions complexes et à échelles multiples (tableau I-1). Ainsi, les 

communautés microbiennes dans le sol ont un turnover variant généralement de 6 à 18 mois 

ce qui est entre 1000 et 10 000 fois plus lent que les taux de croissances observés en culture 

au laboratoire (Lavelle et al., 1995). Cette apparente contradiction entre les observations des 

espèces cultivables en laboratoire et les mesures faites au champ a été qualifiée de ‘sleeping 

beauty paradox’ ou paradoxe de la belle au bois dormant. Bien qu’ayant la capacité de 

dégrader une très large gamme de substrats présents dans le sol, les microorganismes 

semblent être inactifs la plupart du temps. Cela est du à de fortes carences nutritives résultant 

de leur incapacité à se mouvoir jusqu’à un autre substrat lorsque celui de leur environnement 

est consommé (Lavelle et al., 2005). Ainsi tout phénomène physique généré par un autre 

organisme du sol (racines, lombriciens, fourmis, termites…) qui amènera les microorganismes 

à un nouveau substrat jouera le rôle du ‘prince charmant’ et réveillera ces communautés en 

dormance (Lavelle et al., 1995). 

Les invertébrés du sol occupent donc une position stratégique au sein des structures et 

des processus qui relient les processus microbiens aux échelles supérieures (e.g. parcelle), là 

où les services de l’écosystème sont produits. Ces interactions entre les racines, la faune et les 

microorganismes du sol sont à l’origine des nombreux services écologiques rendus par cet 

écosystème.  
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Les propriétés physiques du sol sont en grande partie contrôlées par l’action de la 

macrofaune du sol. Ainsi, des changements drastiques des communautés de la macrofaune du 

sol ont significativement changé le profil du sol dans des périodes de temps très courtes 

(Lavelle et al., 2006). La formation d’agrégats est principalement due à l’utilisation des 

apports organiques par les invertébrés du sol qui les transforment jusqu’à leur utilisation par 

les racines ou d’autres invertébrés du sol ce qui va générer la formation d’agrégats solides et 

persistants (Blanchart et al., 1999). De plus en créant la porosité structurale du sol, les 

invertébrés favorisent l’infiltration et le stockage de l’eau dans le sol (Lavelle et al., 2006).  

La faune du sol et son interaction avec les microorganismes jouent un rôle primordial 

dans la minéralisation des nutriments et donc dans leur acquisition par les plantes (Cole et al., 

2006) : la présence de la faune dans le sol augmente la minéralisation de l’azote issu de la 

litière ou de l’humus et le prélèvement de nitrate ou d’ammonium par les racines (Anderson, 

1988). De plus le broutage (grazing) de la biomasse microbienne stimule également la 

croissance des plantes en limitant leur compétition avec les microorganismes pour les 

nutriments inorganiques (Mikola et al., 2002).  

La décomposition de la matière morte et des déchets est réalisée à différentes échelles. 

Dans un premier temps la faune du sol fragmente la matière morte puis les microorganismes 

Tableau I-1 : Contribution des invertébrés du sol aux services écosystémiques fournit par le sol (Lavelle et al., 
2006) 
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interviennent en ‘cassant’ ces composés organiques complexes (Mikola et al., 2002). De plus, 

il a été montré que l’activité biotique de certains macroarthropodes augmentait les taux de 

décomposition de la litière en exposant une plus grande surface de ressource à l’attaque 

microbienne (Anderson, 1988). Les microorganismes du sol sont également fortement 

impliqués dans la biodégradation des molécules anthropiques et plus ou moins toxiques 

déposées accidentellement ou sciemment à la surface du sol, limitant ainsi les contaminations. 

Le sol exerce également une régulation des cycles des éléments majeurs grâce aux 

différentes interactions existant entre les organismes du sol et à l’activité propre de chacun. 

Par exemple,  la séquestration du carbone dans des agrégats compacts et stables formés par les 

invertébrés du sol est un processus important par lequel le sol accumule le carbone et limite 

ainsi sa libération rapide dans l’atmosphère sous la forme de gaz à effet de serre (Lavelle et 

al., 2006). Concernant le cycle de l’azote, il a été montré que la consommation de la biomasse 

microbienne par la faune du sol avait un rôle important dans la libération d’azote minéral 

(Anderson, 1988). 

 

L’ensemble de ces services écosystémiques rendus par le sol dépend donc étroitement 

de l’activité des organismes s’y développant et de leurs interactions. Il est également 

important de préciser les liens étroits existant entre les organismes vivant sous le sol et ceux 

vivant au dessus, notamment les plantes qui se situent à l’interface entre les deux 

(‘aboveground-belowground’). Ainsi, puisque les espèces de plantes diffèrent en terme de 

quantité et de qualité des ressources qu’elles fournissent au sol, une espèce particulière de 

plante peut avoir des effets importants sur les organismes vivant dans le sol et les processus 

qu’ils régulent (Wardle et al., 2004) (Figure I-6). 
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2.3. Relation biodiversité – fonctions de l’écosystème 

 
Alors que nous venons de voir que le fonctionnement du sol et les services qu’il fournit 

sont supportés par les différents organismes vivant dans cet écosystème, eux-mêmes sous le 

contrôle de différents facteurs (figure I-7) une question importante en écologie mais aussi 

relative au maintien de nos ressources se pose : quelle est la relation entre la biodiversité et les 

fonctions de cet écosystème ? Cette question est un débat à part entière puisque différentes 

hypothèses supportées par plusieurs exemples ont été développées. 

Afin de répondre à cette question, il est tout d’abord nécessaire de définir les différentes 

notions impliquées. Ainsi, la biodiversité correspond à la totalité des espèces dans un 

écosystème, comprenant la variation génétique présente dans les populations. Cette notion 

englobe donc implicitement les relations existant entre les différentes espèces (Swift et al., 

2004; Coleman and Whitman, 2005). La biodiversité peut être décrite en termes de nombre 

d’entités, de leur distribution et des différences de leurs traits fonctionnels (Hooper et al., 

2005). Les fonctions de l’écosystème quant à elles constituent les processus biochimiques, 

biologiques et biophysiques qui assurent la productivité biologique, l’intégrité et la 

Figure I-6 : Différences fondamentales entre (A) un système fertile et (B) un habitat non fertile. Les 
caractéristiques des plantes déterminent la qualité et la quantité des ressources qui pénètrent dans le sol et les 
processus écologiques clés dans le système de décomposition réalisé par la faune du sol. Ces liens entre le 
‘belowground’ et le ‘aboveground’ sont rétrocontrôlés au niveau de la plante soit positivement en conditions 
fertiles (A) soit négativement dans le système non fertile (B). (modifié d’après Wardle et al., 2004). 
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maintenance de l’écosystème (Swift et al., 2004). La maintenance (viabilité) et la résilience de 

l’écosystème sont des points majeurs dans l’étude de la relation biodiversité – fonctions. 

 
Figure I-7 : Impact des activités humaines, des changements globaux et des contrôles biotiques et abiotiques sur 
les propriétés de l’écosystème. De nombreux aspects de la communauté biotique influencent la portée et la 
proportion des traits des espèces qui modifient ensuite les contrôles abiotiques (Hooper et al., 2005). 

 

Deux hypothèses concernant la relation entre la biodiversité et les fonctions du sol (et des 

écosystèmes en général) ont été proposées (figure I-8) (Bengtsson, 1998; Schwartz et al., 

2000; Barrios, 2007): 

Figure I-8 : Relations hypothétiques entre la biodiversité et les fonctions de l’écosystème (Schwartz et al., 2000). 
 

• Relation linéaire (figure I-8, type A) : toutes les espèces, même celles rares, 

contribuent à une fonction du sol. Cette hypothèse est soutenue par Wolters et al. (2001) par 
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opposition au type B. Les organismes du sol seraient constitués d’un groupe riche en espèces 

dont les fonctions sont redondantes, les ‘passagers’ et d’un petit groupe d’espèces 

fonctionnellement importantes, les ‘conducteurs’. Ainsi, l’impact fonctionnel de la perte d’un 

certain nombre d’espèces suivrait une fonction en escalier dont le nombre de marches 

correspondrait au nombre de ‘conducteurs’, leur largeur à la part de chaque ‘conducteur’ et 

leur hauteur à l’impact fonctionnel de ces espèces. 

• Relation non linéaire (figure I-8, type B) : les fonctions du sol sont maximisées 

par une faible proportion de la diversité totale et la plupart des espèces rares ne contribuent 

pas matériellement au maintien d’une fonction. Cette hypothèse est basée sur le fait que la 

richesse spécifique des espèces dans le sol est supérieure à la diversité fonctionnelle (théorie 

de la redondance fonctionnelle, Loreau, 1998) et suggère que les écosystèmes peuvent perdre 

une grande partie de leur diversité sans conséquence sur leurs fonctions. Dans ce cas, il 

existerait néanmoins une richesse spécifique seuil pour le maintien des fonctions du sol. Cette 

seconde hypothèse s’appuie sur la présence d’espèces clés qui ont des effets importants sur les 

communautés ou les écosystèmes et sur la notion de groupes fonctionnels dont les interactions 

avec la diversité expliqueraient la plupart des mécanismes impliqués dans les fonctions du sol 

(Bengtsson, 1998).  

En pratique, la relation biodiversité – fonctions du sol est complexe et des résultats 

opposés ont été obtenus. Ainsi, selon les études, l’hypothèse A ou B est vérifiée, néanmoins 

l’hypothèse d’une relation linéaire est beaucoup moins observée (Schwartz et al., 2000). Dans 

le cas de l’hypothèse B, certaines études montrent la présence d’espèces clés dont la délétion 

a un effet significatif sur les autres espèces mais ces espèces clés identifiées ne sont pas 

forcément les mêmes dans un même réseau trophique selon les études (Moore and de Ruiter, 

2000; Hunt and Wall, 2002).  

Malgré ces résultats contradictoires, et peu importe l’hypothèse soutenue, la 

biodiversité au sein du sol a des fonctions écologiques importantes car elle permet à 

l’écosystème de s’autoréguler et d’augmenter sa résilience. Une grande diversité génère une 

certaine stabilité au sol et lui permet d’être plus résistant aux stress et perturbations auxquels 

il est soumis (Swift et al., 2004; Hooper et al., 2005; Barrios, 2007).  

 

2.4. Le sol, un milieu hétérogène constitué de domaines fonctionnels 

 
Le sol est un milieu hétérogène en raison d’une combinaison de facteurs biotiques 

(prédation, compétition…) et abiotiques (température, pH, disponibilité du substrat…) 
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(Franklin and Mills, 2003). Lavelle et Spain (Lavelle and Spain, 2001) ont ainsi décliné 

l’hétérogénéité du sol en trois niveaux : 

• Une hétérogénéité spatiale qui se retrouve à différentes échelles (de l’échelle 

continentale à celle des micro-agrégats)  

• Une hétérogénéité temporelle due aux différentes échelles de temps auxquelles se 

déroulent les différentes transformations physiques et chimiques supportées par le sol 

• Une hétérogénéité fonctionnelle liée à la diversité des processus intervenant au sein de 

cet écosystème. 

Cette hétérogénéité du sol s’associe à des variations importantes des paramètres 

physico-chimiques qui le caractérisent (matières minérale et organique, texture, teneur en eau, 

présence ou non d’oxygène, pH, température, lumière…). Ces variations génèrent des habitats 

variés associés à des sources nutritives diverses, il en résulte une hétérogénéité dans la 

distribution des organismes du sol interagissant avec l’hétérogénéité des ressources. Ces 

interactions spatiales complexes peuvent être altérées par des perturbations locales aléatoires 

comme par exemple une réduction de la biomasse d’un organisme dominant ou une altération 

de la structure physique du sol (figure I-9) (Ettema and Wardle, 2002).  

 

Figure I-9 : Déterminants de l’hétérogénéité spatiale des organismes du sol (Ettema and Wardle, 2002). 
 

La distribution hétérogène des organismes du sol se situe à différentes échelles 

spatiales emboîtées les unes dans les autres qui dépendent de la taille des individus. D’un 

point de vue fonctionnel, une organisation hiérarchique a également été décrite, permettant 

une meilleure compréhension du rôle joué par les différents organismes dans les fonctions 

globales du sol et une identification des différentes échelles auxquelles ils interviennent. Ces 

domaines fonctionnels sont constitués de zones du sol influencées par un ‘régulateur’ majeur 
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biotique ou abiotique et opèrent à différentes échelles spatiales et temporelles (Beare et al., 

1995; Lavelle, 2002). Chaque structure existant dans le sol appartient à un domaine 

fonctionnel et certains de ces domaines peuvent être très proches physiquement, rendant 

difficile leur délimitation précise (Lavelle, 2002). Certains de ces domaines fonctionnels 

constituent une zone où l’activité biologique est stimulée, ils sont alors qualifiés de ‘hot spot’ 

(Sextone et al., 1985; Joergensen, 2000; Bundt et al., 2001; Nannipieri et al., 2003). 

Beare et al. (1995) ont tout d’abord distingué 5 domaines fonctionnels (sphères 

biologiques d’influence) différents (figure I-10) constitués de: 

• la détritusphère : zone du sol incluant la litière et le sol adjacent influencé par 

cette litière. Cette zone a une forte activité microbiologique due à l’activité des décomposeurs 

(bactéries et champignons) (Ingwersen et al., 2007). La détritusphère abrite également une 

partie de la mésofaune du sol correspondant à des microarthropodes et à des petits oligochètes 

se nourrissant soit de litière, soit de microorganismes, soit de petits invertébrés. 

• la drilosphère : zone de sol influencée par l’activité des lombriciens incluant le ver 

lui-même (son micro-environnement interne et sa surface externe en contact avec le sol), les 

turricules qui sont les déjections des vers et les galeries qu’ils forment (Lavelle, 1988; Brown 

et al., 2000).  

• la porosphère : arrangement entre le vide et la matière dans le sol (Vannier, 1987). 

Ces pores sont remplis d’air et/ou d’eau, et sont une source d’habitats pour les petits 

organismes du sol vivant dans des films d’eau comme les protozoaires ou pour de plus gros 

organismes vivant en aérobie dans les pores les plus grands tels que des individus 

correspondant à la mésofaune du sol (Beare et al., 1995; Lavelle and Spain, 2001). 

• l’agrégatosphère : ensemble des agrégats du sol qui sont des groupes de particules 

de sol regroupées ensemble et formant des unités de taille supérieure. Les cycles du carbone 

et de l’azote dans le sol sont intimement dépendant de l’agrégation des particules dans le sol 

(Brown et al., 2000). L’agrégatosphère constitue l’habitat principal des microorganismes du 

sol qui représentent 90% de la biomasse totale du sol, un gramme de sol peut contenir jusqu’à 

10 milliards de microorganismes de milliers d’espèces différentes (Rossello-Mora and 

Amann, 2001; de Ruiter et al., 2002). Néanmoins, l’espace occupé par les microorganismes 

dans le sol représente généralement moins de 5% de l’ensemble de l’espace disponible 

(Nannipieri et al., 2003). Sous l’appellation de microorganismes sont regroupés les virus, 

bactéries, champignons et l’ensemble des eucaryotes unicellulaires habitant cet écosystème. 

Ils peuvent soit vivre à l’intérieur des micro-agrégats (dans les micropores) ou bien à leur 
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surface. Ces deux habitats correspondent à deux stratégies différentes puisque en vivant à 

l’intérieur, les microorganismes limitent la prédation mais également leurs ressources 

trophiques disponibles. Par contre en vivant à la surface de ces micro-agrégats, les 

microorganismes s’exposent à une pression constante sur leur population liée à la prédation et 

l’instabilité environnementale même si le milieu est plus riche d’un point de vue nutritif 

(Postma and van Veen, 1990; Lavelle et al., 2006). Cette distribution d’apparence mineure est 

essentielle dans le cadre de techniques de bioremédiation par bioaugmentation puisque les 

microorganismes dégradants inoculés pourraient se maintenir plus longtemps dans le sol en 

étant protégés dans ces micro-agrégats. 

• la rhizosphère (Hiltner, 1904): zone d’influence directe des racines dans le sol qui 

occupent en général de 1 à 5% du volume du sol superficiel selon la végétation présente en 

surface (Killham, 1994). Les racines fournissent de l’énergie et des nutriments en produisant 

de la matière organique lorsqu’elles meurent et en sécrétant de nombreux exsudats (facteurs 

de croissance, hormones…) lorsqu’elles sont vivantes (Lavelle and Spain, 2001), elles 

abritent ainsi une grande part de la biomasse vivante du sol. Elle sont par exemple une source 

d’habitat pour certains nématodes (Lavelle and Spain, 2001). L’activité microbienne et 

consécutivement le broutage sont ainsi stimulés dans la rhizosphère (Beare et al., 1995). Les 

racines constituent également un habitat pour différents symbiontes comme les champignons 

mycorrhiziens à arbuscules qui colonisent plus de 80% des plantes terrestres et qui sont 

impliqués dans de nombreuses fonctions écologiques dont la nutrition en phosphore des 

plantes ou encore les PGPR (Plant growth Promoting Rhizobacteria) impliquées dans la 

phytoprotection (Selosse et al., 2004). La symbiose entre les plantes légumineuses et la 

bactérie Rhizobium dont l’association produit des nodules impliqués dans la fixation du N2 

atmosphérique est très importante dans le cycle de l’azote (Werner, 1992).  
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Lavelle a par la suite proposé une autre approche hiérarchique en distinguant le 

‘régulateur’, les structures qu’il génère et les organismes vivant dans l’environnement créé 

(Lavelle, 2002). Il distingue ainsi différents régulateurs (figure I-11): 

• les organismes ‘ingénieurs des sols’ (Jones et al., 1997) tels que les lombriciens, 

les termites et les fourmis qui créent leur propre domaine fonctionnel : la drilosphère, la 

termitosphère et la myrmécosphère. Ces organismes sont les composants les plus importants 

de la macrofaune du sol (Lavelle and Spain, 2001) et transforment le sol en matériels 

structurés influençant les transferts de nutriments utilisés par d’autres organismes (Lavelle, 

2002) 

• Les plantes qui sont à l’origine de la rhizosphère et du ‘système litière’ formé par 

l’accumulation de feuilles et de pousses mortes se déposant à la surface du sol 

• Les régulateurs abiotiques avec par exemple les effets du gel/dégel qui provoquent 

une bioturbation du sol. 

 

Figure I-10 : Vue hiérarchique de la biodiversité et des domaines fonctionnels associés, les sphères biologiques 
d’influence (Beare et al., 1995). 
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Selon Lavelle, l’approche des domaines fonctionnels nécessite la caractérisation de 

l’origine de chaque composant. Ainsi, la porosphère et l’agrégatosphère doivent être associées 

au régulateur qui les a généré (Lavelle, 2002). 

Figure I-11 : Domaines fonctionnels dans le sol définis par un régulateur, les structures qu’ils créent et les 
organismes vivant dans ces environnements créés (horizontalement). Classification fonctionnelle alternative 
basée sur les pores, les agrégats et les communautés (verticalement) (d'après Lavelle, 2002). 

 
Les domaines fonctionnels affectent la dynamique de différents processus à différentes 

échelles d’espace et de temps avec parfois des effets contrastés entre ces échelles (Lavelle, 

2002). A travers ces interactions complexes, la diversité à un niveau hiérarchique au sein d’un 

écosystème peut influencer la diversité structurale et fonctionnelle à d’autres niveaux 

hiérarchiques. En tant que ‘régulateurs’ de domaines fonctionnels, les lombriciens participent 

au maintien de l’hétérogénéité du sol et à la formation de différents micro-habitats via leur 

action de bioturbation du sol. 

 
3. La bioturbation du sol par la macrofaune lombricienne 

3.1. Le concept de bioturbation 

 
Nous avons pu voir précédemment que les processus supportés par le sol étaient 

contrôlés par les interactions existant entre les différents organismes y vivant. Ces interactions 

se concrétisent de différentes manières. Le réarrangement et la translocation physique du sol 

par la nutrition et le déplacement de certains organismes joue un rôle primordial au sein de 

 

LITTER
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ces interactions. Ce processus qualifié de bioturbation a été étudié pour la première fois par 

Charles Darwin en 1881 dans son dernier livre « On the formation of vegetable mounds 

through the action of worms with observations on their habits » sans qu’il le nomme (Darwin, 

1881). Darwin avait pris conscience de l’importance de ce travail du sol par les organismes 

vivants et de son rôle dans la formation du sol (Meysman et al., 2006). Il s’était appuyé sur 

l’observation du travail des vers de terre dans le sol et le rôle de leur activité dans la fertilité 

du sol et les processus géologiques. Néanmoins, les travaux et les études scientifiques portant 

sur la bioturbation n’ont vraiment commencé que pendant la deuxième partie du 20ème siècle.  

Outre les vers de terre, le phénomène de bioturbation peut être attribué à l’activité 

d’autres organismes selon l’écosystème auquel on s’intéresse. Ainsi, en milieu aquatique, les 

polychètes et certains crustacés sont considérés comme ‘bioturbateurs’ (Meysman et al., 

2006). Dans le sol, outre les vers de terre, de nombreux invertébrés génèrent également de la 

bioturbation comme par exemple, les fourmis et les termites (Lavelle and Spain, 2001). Les 

mouvements issus de la croissance des racines sont également source de bioturbation. En 

effet, alors que la racine pénètre dans le sol, celui-ci voit son propre volume déplacé et 

compressé par le sol alentour. Une zone de vide peut être formée autour de la racine, 

permettant le passage de l’eau, de nutriments ou de microorganismes (Killham, 1994). 

D’un point de vue évolutionniste, le processus de bioturbation serait à l’origine de 

l’explosion de la vie au Cambrien (‘burrowing revolution’). Ainsi, alors que les fonds marins 

étaient recouverts de tapis bactériens, deux facteurs auraient stimulés cette ‘explosion du 

Cambrien’. Dans un premier temps, l’avènement de la prédation a stimulé le développement 

protecteur des squelettes extérieurs minéraux (coquilles, épines…) puis le début d’une ‘course 

aux armes’ entre les prédateurs et leur proie a commencé. Dans un second temps, les proies 

ont commencé à utiliser leur squelette extérieur dur comme outils pour creuser dans les 

sédiments, ce qui leur fournissait un abri contre les prédateurs. Ces derniers ont ainsi 

développé leur capacité fouisseuse pour retrouver leurs proies (Meysman et al., 2006). 

D’un point de vue écologique, les organismes bioturbateurs sont qualifiés d’ingénieurs 

de l’écosystème et leur présence ou absence a un impact disproportionné sur l’écosystème 

(Jones et al., 1994). La bioturbation a un effet sur la texture du sédiment, le transport des 

solutés et la dispersion des particules solides et intervient ainsi dans le fonctionnement et les 

processus des écosystèmes (Meysman et al., 2006). De part leur activité de bioturbation et 

leur forte capacité fouisseuse, les lombriciens sont considérés comme ingénieurs des sols 

(Stork and Eggleton, 1992). Ainsi, dans un sol en présence de lombriciens, la capacité de 
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rétention d’eau est plus importante, les agrégats sont plus stables, l’espace poral est plus 

important et les taux d’infiltration sont augmentés (Anderson, 1988).  

 

3.2. La macrofaune lombricienne 

 
Les lombriciens ou vers de terre (Annélides, Oligochètes) constituent le composant 

dominant de la faune des sols tempérés. En prairie ils sont au nombre de 600 à 700 individus 

par m2 pour une biomasse supérieure à 1000 kg.ha-1 et dans les agrosystèmes, on retrouve de 

300 à 400 individus par m2 pour une biomasse moyenne de 500 kg.ha-1 (Binet, 1993; Binet et 

al., 1997). Darwin a été le premier à attirer l’attention sur les effets bénéfiques des vers de 

terre dans le sol: ”It may be doubted whether there are many others animals which have 

played so important part in the history of world, as have these lowly organized creatures” 

(Darwin, 1881).  

 

3.2.1. Ecologie des lombriciens 

 

Les lombriciens ont développé différentes stratégies adaptatives basées sur des 

caractéristiques morphologiques, comportementales et physiologiques leur permettant de 

vivre dans le sol. Bouché (1977) les a classés en trois catégories écologiques différentes 

(Figure I-12): 

• Les épigés (Bouché, 1977; Lee, 1985): ils sont de petite taille (10 à 30 mm) et vivent 

entre les couches de litière ce qui constitue un environnement relativement rude puisqu’ils 

sont soumis à la sécheresse, aux températures extrêmes, aux facteurs anthropiques et à la 

prédation. Les épigés contrecarrent cette forte mortalité par une croissance rapide et une 

fécondité élevée en utilisant de la nourriture de qualité. 

• Les anéciques (Bouché, 1977) : ils sont de taille moyenne mais certaines espèces 

peuvent atteindre des tailles géantes (10 à 110 cm). Ils se nourrissent de la litière présente à la 

surface du sol qu’ils mélangent avec du sol et vivent dans des galeries verticales à sub-

verticales qu’ils créent dans le sol. Ces espèces se caractérisent par une forte musculature et 

une grande activité fouisseuse. Au cours de l’ingestion de sol et de l’enfouissement de la 

mitière organique, les anéciques assurent un mélange intime de la matière organique et de la 

fraction minérale des différents horizons du sol.  



• Les endogés (Bouché, 1977)

galeries d’orientation quelconque dans les horizons superficiels du sol (30 cm). Ces vers sont 

géophages et se nourrissent de la matière organique incorporée dans le sol. Trois catégories 

ont été distinguées selon la richesse en matière organique du sol dans lequel ils se 

nourrissent : les oligohumiques qui vivent dans un environnement avec très peu 

nutritives, en profondeur et se déplacent peu, les mésohumiques qui ne sélectionnent pas les 

particules organiques et vivent entre 10 et 15 cm de profondeur et les polyhumiques qui 

ingèrent sélectivement les particules organiques en vivant da

sol-litière (Lavelle, 1981). 

 

Dans ce projet de recherche, l’espèce 

a été utilisée comme organisme modèle de la macrofaune lombricienne du sol et comme 

bioturbateur de notre système d’étude.

 

3.2.2. La bioturbation par les lombriciens

chimie du sol et impact sur les communautés microbiennes

 
Nous avons pu voir précédemment que la drilosphère constituait un domaine 

fonctionnel du sol à part entière. Elle est constituée des différents microsites issus de l’activité 

des lombriciens (galeries et turricules) ainsi que du contenu digestif des vers de terre. Les vers 

de terre vont ainsi agir directement ou indirectement sur les bactéries du sol. 

 

 

Figure I-12: Catégories écolog
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(Bouché, 1977) : ils sont de taille variable (1 à 20 cm) et creusent des 

galeries d’orientation quelconque dans les horizons superficiels du sol (30 cm). Ces vers sont 

éophages et se nourrissent de la matière organique incorporée dans le sol. Trois catégories 

ont été distinguées selon la richesse en matière organique du sol dans lequel ils se 

: les oligohumiques qui vivent dans un environnement avec très peu 

nutritives, en profondeur et se déplacent peu, les mésohumiques qui ne sélectionnent pas les 

particules organiques et vivent entre 10 et 15 cm de profondeur et les polyhumiques qui 

ingèrent sélectivement les particules organiques en vivant dans la rhizosphère ou à l’interface 

projet de recherche, l’espèce Lumbricus terrestris, un ver de terre anécique, 

a été utilisée comme organisme modèle de la macrofaune lombricienne du sol et comme 

bioturbateur de notre système d’étude. 

La bioturbation par les lombriciens : modification de

chimie du sol et impact sur les communautés microbiennes

Nous avons pu voir précédemment que la drilosphère constituait un domaine 

fonctionnel du sol à part entière. Elle est constituée des différents microsites issus de l’activité 

iens (galeries et turricules) ainsi que du contenu digestif des vers de terre. Les vers 

de terre vont ainsi agir directement ou indirectement sur les bactéries du sol. 

: Catégories écologiques des vers de terre (d'après Bouché, 1977)
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: ils sont de taille variable (1 à 20 cm) et creusent des 

galeries d’orientation quelconque dans les horizons superficiels du sol (30 cm). Ces vers sont 

éophages et se nourrissent de la matière organique incorporée dans le sol. Trois catégories 

ont été distinguées selon la richesse en matière organique du sol dans lequel ils se 

: les oligohumiques qui vivent dans un environnement avec très peu de ressources 

nutritives, en profondeur et se déplacent peu, les mésohumiques qui ne sélectionnent pas les 

particules organiques et vivent entre 10 et 15 cm de profondeur et les polyhumiques qui 
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, un ver de terre anécique, 

a été utilisée comme organisme modèle de la macrofaune lombricienne du sol et comme 

modification de la physico-

chimie du sol et impact sur les communautés microbiennes 

Nous avons pu voir précédemment que la drilosphère constituait un domaine 

fonctionnel du sol à part entière. Elle est constituée des différents microsites issus de l’activité 

iens (galeries et turricules) ainsi que du contenu digestif des vers de terre. Les vers 

de terre vont ainsi agir directement ou indirectement sur les bactéries du sol.  

(d'après Bouché, 1977) 
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3.2.2.1. Interaction directe : passage des bactéries dans le tube digestif 

 

Les vers de terre assimilent leurs nutriments et leur énergie avec des efficacités 

variables selon les espèces et la nature du matériel ingéré. Généralement la stratégie nutritive 

des lombriciens consiste en une grande consommation et une faible assimilation de matériel 

de pauvre qualité nutritionnelle (Curry and Schmidt, 2007). Les vers se nourrissent néanmoins 

sélectivement de matériel riche en matière organique et contenant de grandes concentrations 

en bactéries (Pedersen and Hendriksen, 1993; Drake and Horn, 2007) mais la qualité 

nutritionnelle et leur efficacité d’assimilation sont généralement faibles (Curry and Schmidt, 

2007). Cette efficacité d’assimilation peut être augmentée par l’activité de la microflore 

présente dans le système digestif des vers (Lavelle and Spain, 2001) mais il est difficile de 

savoir quelle proportion d’activité enzymatique (lipase, cellulase, protéase, amylase, 

chitinase…) est due au ver lui-même et quelle proportion est due à la microflore du sol 

ingérée. De nombreuses études ont étudié les associations entre les bactéries et le tube digestif 

des vers en utilisant des techniques de mise en culture ou bien moléculaires. Dans leur 

ensemble, ces études n’ont pas réussi à identifier des bactéries spécifiquement associées au 

système digestif des vers concluant que les vers de terre ne possèdent pas de communauté 

microbiologique intestinale différente de celle du sol dans lequel ils évoluent (Parle, 1963; 

Fischer et al., 1997; Furlong et al., 2002; Schonholzer et al., 2002; Egert et al., 2004). A 

l’opposé, Singleton et al. (2003) ont identifié au moins deux groupes bactériens étroitement 

associés à la paroi intestinale de Lumbricus rubellus. De plus, ces phylotypes bactériens 

associés à l’intestin du ver n’étaient pas les mêmes dans chaque ver examiné confirmant la 

présence d’une flore bactérienne intestinale chez les lombriciens.   

Le tube digestif des lombriciens est anoxique, humide et riche en glucose, formate, 

acétate, lactate, succinate, nitrite et ammonium (Horn et al., 2003; Drake and Horn, 2007) en 

faisant un habitat idéal pour les microorganismes réalisant des métabolismes anaérobies et 

fermentatifs. Ainsi, le tube digestif du ver convient particulièrement aux microorganismes 

produisant du protoxyde d’azote (N2O) (Horn et al., 2003; Ihssen et al., 2003), un gaz à effet 

de serre dont l’émission par les lombriciens peut représenter jusqu’à 30% du N2O total émis 

par le sol habité par les vers (Matthies et al., 1999). Les conditions physico-chimiques 

spécifiques au tube digestif augmenteraient l’activité des microorganismes du sol en stimulant 

les cellules microbiennes relativement inactives, en activant les cellules viables non 

cultivables et en favorisant la germination des endospores (Fischer et al., 1997; Drake and 

Horn, 2007). 
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3.2.2.2. Interaction indirecte : formation de galeries et de turricules 

 
Pour se déplacer dans le sol, les lombriciens forment des galeries soit en se faufilant 

par compaction latérale soit en ingérant et en excrétant le sol au fur et à mesure de leur 

progression. Ces réseaux de galeries font de 1420 à 8900 km ha-1 représentant une surface 

interne de 1.6 à 12 ha ha-1 (Kretzschmar, 1982). Les galeries augmentent la porosité du sol et 

influencent l’infiltration de l’eau et l’aération. Elles constituent des chemins de circulation 

préférentielle de l’eau et des solutés (Tomlin et al., 1995; Jegou et al., 2001) ce qui confère 

aux galeries un statut de ‘hot spot’ (Bundt et al., 2001). Ces espaces poraux favorisent 

également la croissance des racines des plantes (Lee, 1985). Les galeries sont plus ou moins 

tapissées de mucus épidermique et de déjections déposées au cours des passages successifs 

des vers et peuvent également renfermer des fragments de litière (Binet and Curmi, 1992). 

Les parois des galeries sont enrichies en azote minéral (nitrate, ammonium) et total ainsi 

qu’en bactéries transformant l’azote (Binet and Trehen, 1992; Parkin and Berry, 1999; Jegou 

et al., 2001; Tiunov et al., 2001; Amador et al., 2006). Les teneurs en phosphore sont 

également supérieures dans les galeries que dans le sol environnant (Tiunov and Scheu, 1999; 

Le Bayon and Binet, 2006). Enfin, les galeries sont également plus riches en carbone 

organique et total (Parkin and Berry, 1999; Jegou et al., 2001). Ces différents enrichissements 

en ressources nutritives font des galeries des habitats privilégiés pour les microorganismes du 

sol. Il a ainsi été montré que la biomasse et la densité des protozoaires est plus importante 

dans les parois de galerie que dans le sol environnant (Tiunov et al., 2001). 

Après son passage dans le tube digestif, le sol est excrété sous forme de déjections 

appelées turricules. Ces turricules sont déposés soit à la surface du sol, soit le long des parois 

de galeries ou dans les galeries (Lee, 1985). En sols tempérés, la production de turricules à la 

surface du sol a été estimée entre 2 et 250 tonnes ha-1 an-1, elle varie selon les espèces et la 

taille des vers (Lee, 1985). Suite au passage dans le tube digestif, le sol des turricules diffère 

du sol environnant d’un point de vue physique, chimique et biologique. Ainsi, les turricules 

sont généralement enrichis en particules de petite taille, en argile, en matière organique et leur 

densité est souvent supérieure à celle du sol jouant sur la stabilité des agrégats et l’érosion (Le 

Bissonnais, 1996; Marashi and Scullion, 2003; Blanchart et al., 2004). Les turricules frais sont 

également plus humides que le sol (Daniel and Anderson, 1992). 

La formation de micro-agrégats stables au sein des turricules a un rôle important dans 

la protection de carbone dans le sol (Bossuyt et al., 2005) et ces microsites sont ainsi enrichis 

en carbone organique soluble (Daniel and Anderson, 1992). Le phosphore est également plus 
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disponible dans les turricules (Le Bayon and Binet, 2006). Parle (1963) a montré que les 

teneurs en azote total et minéral sont plus importantes dans les turricules que dans le sol 

environnant et que l’azote minéral initialement majoritairement présent sous forme 

d’ammonium est rapidement transformé en nitrate lorsque les turricules vieillissent. 

Globalement les turricules de vers de terre sont enrichis en nutriments et ceux-ci sont plus 

disponibles que dans le sol environnant. 

 Haynes et al. (2003) ont montré que la taille des communautés microbiennes au sein 

des turricules est plus petite que dans le sol environnant mais que celles-ci sont plus actives. 

Ainsi une augmentation de la respiration microbienne a été observée (Daniel and Anderson, 

1992; Binet et al., 1998). En comparant les communautés bactériennes des turricules de celles 

du sol environnant, plusieurs études ont montré une sélection de différents groupes bactériens 

dans les microsites de ver. Ainsi les turricules sont enrichis en Actinobactéries, Firmicutes, γ-

Protéobactéries, α-Protéobactéries et en Bactéroidétes (Furlong et al., 2002; Schonholzer et 

al., 2002; Singleton et al., 2003). Néanmoins les communautés bactériennes présentes dans les 

turricules sont hautement dépendantes du régime alimentaire du ver (Egert et al., 2004). Cela 

a également été observé pour les champignons par Tiunov et Scheu (2000b) qui ont montré 

qu’alors que certaines espèces sont stimulées par le passage dans le système digestif du ver, 

d’autres sont significativement réduites. 

 
Ces interactions biotiques étroites entre les lombriciens et les microorganismes du sol 

se situent au cœur du travail de recherche présenté ici. L’intérêt a été porté sur l’effet des vers 

de terre sur un service écologique rendu par les bactéries du sol, à savoir la dégradation des 

herbicides limitant ainsi les pollutions. 

 
4. Etude d’un service écosystémique : la biodégradation des herbicides en 

sols tempérés, cas de l’atrazine 

4.1.  Adaptation des bactéries du sol à la dégradation des polluants 

 

Suite à une application régulière et/ou en grande concentration de différents polluants, 

les bactéries du sol ont acquis et/ou développé la capacité de les métaboliser et de les utiliser 

comme source nutritive dans un milieu ou les nutriments sont rares (Macleod and Semple, 

2006). Ainsi les bactéries sont capables de minéraliser ces molécules soit via une seule souche 

soit en s’organisant en consortia bactériens. Cette adaptation des bactéries aux molécules 
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xénobiotiques se réalise via différents évènements (Spain et al., 1980; Top and Springael, 

2003): 

• l’induction ou la dérépression d’enzymes spécifiques qui étaient absentes (ou 

présentes à un faible niveau) dans la population avant l’exposition au contaminant 

• la sélection de nouvelles capacités métaboliques suite à des réarrangements 

génétiques impliquant des évènements de mutations (van der Meer et al., 1992). Les faibles 

temps de génération et la forte plasticité de leurs génomes permettent aux bactéries de générer 

des nouveaux gènes à des fréquences relativement élevées (Arbeli and Fuentes, 2007). Cette 

plasticité est également liée à des évènements de recombinaison homologue qui sont à 

l’origine de réarrangements de l’ADN et d’augmentation des contenus génétiques (Dobrindt 

and Hacker, 2001). Il a par exemple été récemment montré que sous forte pression d’atrazine 

et après 320 générations, la souche dégradante Pseudomonas sp. ADP a augmenté sa capacité 

de dégradation en dupliquant le gène atzB intervenant dans le processus par un évènement de 

recombinaison homologue utilisant des séquences d’insertion (Devers et al., 2008). 

• l’acquisition de cette information génétique par transfert horizontal de gènes (van 

der Meer et al., 1992; Lipthay et al., 2001). Ainsi, les gènes impliqués dans la dégradation de 

molécules xénobiotiques sont souvent associés à des éléments de transposition et des 

séquences d’insertion. Ils sont aussi fréquemment localisés sur des plasmides (Janssen et al., 

2005) 

• l’augmentation du nombre d’organismes capables de catalyser la ou les réactions 

impliquées. 

Grâce à ces processus d’adaptation, les bactéries les plus aptes à résister ou à dégrader 

les molécules xénobiotiques vont être sélectionnées et au fur et à mesure vont représenter une 

plus grande fraction de la population microbienne totale qu’avant la présence du xénobiotique 

(Top and Springael, 2003). 

Les enzymes de dégradation impliquées dans la dégradation des pesticides peuvent 

posséder une large spécificité rendant possible une ‘acclimatation croisée’ des bactéries. 

C'est-à-dire que la dégradation d’une molécule dans un sol peut être due l’application au 

préalable d’un autre pesticide appartenant au même groupe chimique (Singh et al., 2005). De 

plus, la forte homologie (figure I-13) existant entre certains polluants et les métabolites 

secondaires des plantes (exsudats) qui sont métabolisés par les bactéries du sol semble avoir 

un rôle important dans le développement d’enzymes dégradant les polluants organiques 

(Singer et al., 2003). 
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Bien que n’étant plus en contact avec la molécule, les bactéries du sol peuvent 

conserver la capacité de la dégrader grâce (i) à la formation de spores ou d’autre formes de 

résistance qui leur permet de survivre pendant de longues périodes dans des conditions non 

optimales, (ii) aux faibles concentrations de pesticides qui se déssorbent lentement du sol, 

constituant une source continue de substrat aux bactéries dégradantes, (iii) à la présence 

d’autres gènes sur le plasmide impliqué dans la dégradation qui sous une autre pression de 

sélection permet la conservation du plasmide (par exemple, le plasmide portant les gènes de 

dégradation de l’atrazine chez la souche Pseudomonas sp. ADP possède également un gène 

de résistance au mercure (Martinez et al., 2001)) ou (iv) au fait que les bactéries impliquées se 

maintiennent à un niveau de population suffisamment important grâce à l’utilisation d’autres 

sources nutritives (Arbeli and Fuentes, 2007). 

Dans le cas des pesticides, l’adaptation des bactéries du sol à la dégradation de ces 

molécules constitue un problème d’un point de vue économique puisque dans certains cas ces 

molécules ne se trouvent plus en concentrations suffisantes pour protéger les cultures (Arbeli 

and Fuentes, 2007). Une plus grande alternance des cultures et donc des traitements 

phytosanitaires différents constituerait une solution pour limiter cette dégradation accélérée 

des molécules appliquées due à une adaptation des bactéries du sol. Néanmoins, 

écologiquement cette capacité épuratrice développée par les bactéries du sol revêt un intérêt 

majeur en limitant les contaminations et en maintenant la résistance et la résilience du sol. En 

considérant les niveaux de pollutions actuellement observés dans le sol et l’eau, nous pouvons 

supposer que sans ce service écosystémique fournit par les communautés bactériennes ces 

observations seraient encore plus alarmantes. 

 

 

 

 

A B

Figure I-13: la molécule d’atrazine (A) dont la structure est analogue à celle de l’acide cyanurique (B), un 
métabolite secondaire de plante (Singer et al., 2003). 
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4.2. Découverte des voies de dégradation de l’atrazine et isolements de bactéries 

dégradantes 

4.2.1. Historique de la découverte des voies de dégradation de l’atrazine 

 

La dégradation de l’atrazine peut être d’origine abiotique. Ces processus incluent des 

réactions de photodécomposition (Pelizzetti et al., 1990) et des réactions d’oxydation avec des 

oxydes de métal (Cheney et al., 1998). La dégradation non biologique de l’atrazine en 

hydroxyatrazine peut également être catalysée par l’argile ou la matière organique du sol 

(Skipper et al., 1967; Li and Felbeck, 1972). Néanmoins, la dégradation biotique de l’atrazine 

est la forme la plus importante d’atténuation de ce polluant. 

La majorité des processus de dégradation de l’atrazine dans le sol est d’origine 

biotique et donc réalisée par les organismes vivants. Cette atténuation naturelle de la toxicité 

de l’atrazine est notamment due à l’adaptation de certaines bactéries du sol qui utilisent 

l’atrazine comme source de carbone et/ou comme source d’azote. Ces bactéries dégradantes et 

les voies de dégradation impliquées ont largement été étudiées depuis les années 1970. Ainsi 

de nombreuses bactéries ont été isolées et différentes voies de dégradation ont été élucidées, 

impliquant différents gènes fonctionnels. 

Alors qu’en 1975 Esser et al. (Esser et al., 1975) montraient que le métabolisme de 

l’atrazine impliquait des réactions d’hydroxylation, de déalkylation et d’ouverture du cycle 

(ring cleavage), jusque dans les années 1980, la déchlorination de l’atrazine en 

hydroxyatrazine (figure I-16), molécule qui n’est plus phytotoxique, était uniquement 

attribuée à l’hydrolyse chimique de la molécule et non résultant d’une activité microbienne 

(Behki and Khan, 1986).  

En 1982, Giardina et al. (Giardina et al., 1982) mettent en évidence une première voie 

de biodégradation de l’atrazine par N-déalkylation et formation de dééthylatrazine (DEA) et 

de déisopropylatrazine (DIA) puis de Déisopropyldééthylatrazine (DIEA), réalisée par une 

souche Norcardia isolée du sol. L’ouverture du cycle triazine serait réalisée par une réaction 

chimique abiotique (figure I-14).  
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En 1984, alors que la déchlorination de l’atrazine était supposée être abiotique, Cook 

et Hütter (1984) observent pour la première fois la déchlorination d’un cycle triazine 

(dééthylsimazine) par une bactérie, Rhodococcus corallinus strain 11. Deux ans après, Behki 

et Khan (1986) isolent des bactéries utilisant l’atrazine comme seule source de carbone et 

d’énergie à partir d’un sol ayant une longue histoire de traitement à l’atrazine. Trois espèces 

de Pseudomonas sont isolées (P. putida, P. fluorescens et P. stutzeri), montrant l’importance 

de ce genre dans la dégradation de l’atrazine. La voie de dégradation serait la même que celle 

réalisée par Nocardia (figure I-14) avec une préférence pour la formation de DIA, mais le 

DIEA serait ensuite déchloré. Les auteurs émettent ainsi l’hypothèse que la déchlorination 

serait inhibée par la présence des chaînes éthyles. Behki et Khan (1986) pointent également 

du doigt le rôle de l’application continue de l’atrazine dans l’adaptation génétique des 

bactéries du sol car aucune bactérie dégradante n’a été isolée à partir d’un sol sans histoire de 

traitement avec de l’atrazine. A l’époque, la recherche de plasmides impliqués dans la 

dégradation de l’atrazine avait été infructueuse.  

En 1991, l’ouverture du cycle triazine par voie biotique est identifiée chez trois 

souches différentes : Pseudomonas sp. strain NRRLB-12228, Pseudomonas sp. strain 

NRRLB-12227 et Klebsiella pneumoniae 99 dégradant différentes molécules de la famille des 

triazines (Eaton and Karns, 1991a; 1991b). Le gène trzD codant pour l’ouverture du cycle est 

identifié et catalyse la transformation de l’acide cyanurique en biuret (figure I-15). Selon la 

souche bactérienne, trzD se situe sur un fragment d’ADN proche d’un ou de deux autres 

gènes intervenant dans la dégradation de triazine et ces gènes sont entourés de séquences 

d’insertion révélant l’importance des échanges génétiques dans l’apparition rapide de 

nouvelles voies de dégradation des composés xénobiotiques. 
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Figure I-14 : Dégradation de l’atrazine par la souche Nocardia. Les flèches violettes représentes des réactions 
biotique et la flèche orange une réaction abiotique (d'après Giardina et al., 1982). 
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En 1993, Mandelbaum et al. (1993) mettent pour la première fois en évidence 

l’hydroxyatrazine (figure I-16) comme métabolite de l’atrazine dans des cultures 

sélectivement enrichies à partir de sol en utilisant l’atrazine comme seule source d’azote. 

 
En 1995, Nagy et al. (1995a; 1995b) étudient la souche Rhodococcus sp. strain 

NI86/21 qui dégrade à la fois l’atrazine et le S-Ethyl Dipropylcarbamothioate (EPTC) qui est 

également un herbicide et montrent que la N-déalkylation de l’atrazine est réalisée par une 

monooxygénase à cytochrome P-450 de type II. Ils mettent en évidence les gènes impliqués 

dans ce système : thcB qui code pour l’enzyme cytochrome P-450, thcC codant pour la 

rhodocoxine qui est une ferredoxine et thcD qui code pour une ferredoxine reductase. Ces 

gènes sont sous le contrôle d’une protéine de régulation positive codée par le gène thcR. En 

parallèle de cette découverte, atrA, un gène situé sur un plasmide de 77 kb et intervenant dans 

la N-Déalkylation de l’atrazine, a été identifié chez la souche Rhodococcus sp. strain TE1 

(Shao and Behki, 1995). Mais, après séquençage du fragment d’ADN portant le gène atrA, il 

s’est avéré qu’il s’agissait des gènes thcR et thcB (Shao and Behki, 1996; Ostrofsky et al., 

2002). 

Au même moment, Shao et al. (1995) clonent pour la première fois le gène trzA 

responsable de la déchlorination du DEA et du DIA chez Rhodococcus corallinus (Mulbry, 

1994). Mandelbaum et al. (1995) isolent la souche Pseudomonas sp. ADP qui minéralise 
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Figure I-15 : ouverture du cycle triazine. Dégradation de l’acide cyanurique en biuret par l’enzyme codée par le 
gène trzD. 
 

Figure I-16: dégradation de l’atrazine en hydroxyatrazine 
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l’atrazine et découvre la voie entière de dégradation et les gènes atzABCDEF impliqués (de 

Souza et al., 1995; de Souza et al., 1996; Boundy-Mills et al., 1997; de Souza et al., 1998c; 

Sadowsky et al., 1998; Martinez et al., 2001) (Figure I-17). L’ensemble de ces gènes est situé 

sur le plasmide pADP-1 de 110 kb. 

 
En 2000, Topp et al. (2000a) isolent la souche Nocardioides sp. C190 qui réalise la 

déchlorination de l’atrazine mais ne possède ni le gène atzA ni trzA. Un nouveau gène 

catalysant la formation d’hydroxyatrazine, trzN est découvert (Mulbry et al., 2002). 

Ainsi, deux types de dégradation de l’atrazine peuvent être réalisés par les bactéries du 

sol : une dégradation non spécifique et lente associée à la N-déalkylation catalysée par une 

monooxygénase et une dégradation rapide liée à la présence de gènes (atzA et trzN) qui ont 

spécifiquement évolué pour le métabolisme de l’atrazine. L’enzyme codée par le gène atzA 

est spécifique aux cycles triazines et au chlore, confirmant une évolution sous pression de 

sélection pour la déchlorination des herbicides de la famille des s-triazines (Seffernick and 

Wackett, 2001). 

 

Figure I-17: Voie de minéralisation de Pseudomonas sp. ADP. AtzA: atrazine chlorohydrolase; AtzB : 
hydroxyatrazine hydrolase; AtzC: N-isopropylammelide isopropylamidohydrolase; AtzD: cyanuric acid 
amidohydrolase;AtzE: biuret hydrolase; AtzF: allophanate hydrolas (Devers et al., 2004). 
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4.2.2. Les gènes de dégradation de l’atrazine: apparition et dispersion  

 
Il existe une diversité de gènes intervenant dans la dégradation de l’atrazine 

impliquant des redondances fonctionnelles. Ainsi trois gènes codant pour la déchlorination 

ont été découverts mais les séquences d’acide aminés correspondantes présentent de faibles 

pourcentages d’homologie : 41% pour AtzA et TrzA, 27% pour AtzA et TrzN et 58% pour 

AtzD et TrzD (de Souza et al., 1996; Martinez et al., 2001; Allaby and Woodwark, 2004). Il 

semblerait que le gène atzA ne soit présent que dans les bactéries Gram- alors que trzN et trzA 

ont uniquement été détectés dans des bactéries Gram+ à haut contenu en G+C (Ghosh et al., 

2008). Les gènes atzABC proviendraient d’un même ancêtre commun (gènes paralogues) et 

seraient apparus récemment (de Souza et al., 1998b; Allaby and Woodwark, 2004). L’atrazine 

chlorohydrolase codée par atzA et la mélamine déaminase codée par triA (figure I-18) ont 

98% d’identité (9 acides aminés de différence) confirmant une divergence évolutive très 

récente, la mélamine étant un produit industriel utilisé depuis le début du 20ème siècle 

(Seffernick et al., 2001; Seffernick and Wackett, 2001; Janssen et al., 2005). Smith et 

Crowley (2006) ont émis l’hypothèse que atzB et atzC seraient apparus à partir de mutations 

des gènes codants pour la dégradation de l’éthylamine et l’isopropylamine, molécules 

comportant des groupements communs à diverses molécules organiques.  

Figure I-18 : voies de dégradation de l’atrazine et de la melamine (Allaby and Woodwark, 2004). CIAT = DEA, 
CEAT = DIA 
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La découverte des gènes atz et le séquençage du plasmide les portant constituent une 

étape importante dans la connaissance des processus permettant l’acquisition de la capacité à 

dégrader l’atrazine chez les bactéries. Ainsi atzABC ont été découverts chez des bactéries de 

genres différents et isolées à partir de sols géographiquement éloignés (de Souza et al., 

1998b). Ces gènes sont donc très répandus et très conservés.  Ils se seraient dispersés par 

transfert horizontal (Devers et al., 2005). La présence des gènes atz dans le plasmide pADP-1 

serait notamment due à des évènements de transposition et recombinaison indépendants 

(Martinez et al., 2001). La récente découverte du gène trzN dans de l’ADN de phage suppose 

que la transduction peut jouer un rôle dans la dissémination des gènes de dégradation de 

l’atrazine (Ghosh et al., 2008). Ces gènes de dégradation peuvent néanmoins acquérir une 

certaine stabilité au sein du génome bactérien puisque le gène atzA a été retrouvé dans l’ADN 

chromosomique de la souche Arthrobacter sp. AD1 (Cai et al., 2003) et plus récemment les 

gènes trzN et atzBCD dans l’ADN chromosomique de la souche Arthrobacter sp. strain MCM 

B-436 (Vaishampayan et al., 2007). 

De nombreuses bactéries du sol dégradant l’atrazine ont maintenant été isolées 

(Tableau I-2) et différentes combinaisons de gènes sont observées (Rousseaux et al., 2001; 

Rousseaux et al., 2002). Ces combinaisons peuvent être plus ou moins efficaces dans la 

dégradation. Parmi les bactéries dégradantes isolées jusqu’à maintenant, la souche 

Arthrobacter aurescens TC1 (Strong et al., 2000) qui possède les gènes trzN, atzB et atzC est 

la plus efficace (Shapir et al., 2007). Ses gènes de dégradation sont portés par le plasmide 

pTC1 qui a été séquencé, il possède 6 copies de trzN ce qui doit augmenter le niveau 

d’expression de TrzN et être à l’origine de la grande efficacité de la souche. De plus ce grand 

nombre de copies du gène trzN fournit un avantage compétitif à A. aurescens TC1 par rapport 

à des souches telles que Pseudomonas sp. ADP qui ne possèdent qu’une seule copie de atzA 

pouvant être ainsi plus facilement perdu dans des conditions de croissance sans pression de 

sélection adéquate (Mongodin et al., 2006). Alors que le gène atzA agit sur une gamme de 

substrat très restreinte, trzN possède un spectre d’action plus large, lui conférant un autre 

avantage qui pourrait être à l’origine d’une plus grande dispersion dans l’environnement 

(Seffernick and Wackett, 2001; Shapir et al., 2005; Shapir et al., 2007). Les amidohydrolases 

codées par les gènes atzB et atzC agissent également sur différentes molécules s-triazine et 

particulièrement AtzB qui catalyse à la fois des réactions de déamination et de déchlorination 

(Shapir et al., 2002; Seffernick et al., 2007). 
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L’isolement de consortia dégradants permet d’appréhender la complexité des 

processus de dégradation de l’atrazine dans le sol. Il a été montré que jusqu’à 8 bactéries 

différentes pouvaient intervenir dans le processus de dégradation de l’atrazine (de Souza et 

al., 1998a; Smith et al., 2005; Chirnside et al., 2007; Kolic et al., 2007). Alors que certaines 

étapes de la dégradation peuvent être fonctionnellement redondantes parmi les bactéries de la 

communauté dégradante, d’autres sont spécifiques à un microorganisme que l’on pourra 

qualifier de clé dans le processus (Smith et al., 2005). Plusieurs voies de dégradation peuvent 

être utilisées simultanément et la dégradation est généralement plus rapide que lorsqu’elle est 

réalisée par une seule bactérie grâce aux interactions synergiques entre chaque bactérie 

membre (Smith et al., 2005).  

L’ensemble de ces connaissances ouvre la possibilité d’utiliser ces bactéries et/ou leurs 

gènes dans des objectifs de bioremédiation de sols contaminés (bioaugmentation). Strong et 

al. (2000) ont par exemple utilisé une souche d’Escherichia coli recombinante possédant le 

gène atzA sur un sol accidentellement contaminé à l’atrazine et ont observé une réduction de 

77% des concentrations d’atrazine en 8 semaines. Une autre alternative consiste à stimuler des 

bactéries dégradant l’atrazine initialement présentes dans le sol en apportant les nutriments 

appropriés (biostimulation) (Wackett et al., 2002). Enfin, l’utilisation combinée de la 

bioaugmentation et de la biostimulation semble être le traitement le plus efficace (Strong et 

al., 2000). 

 

5. Les outils moléculaires en écologie fonctionnelle : de la diversité aux 

fonctions des bactéries 

 

Grâce au développement de la biologie moléculaire, les connaissances sur la 

diversité des bactéries du sol, leur activité et leurs fonctions se sont multipliées. Alors que 

seul 1% de l’ensemble de cette diversité a été cultivée et caractérisée (Torsvik and Ovreas, 

Tableau I-2 : souches bactériennes dégradant l’atrazine isolées de sols 

souche gènes métabolites finaux référence
Rhodococcus  sp. TE1 cytochrome P-450 DEA, DIA Behki et al., 1993
Pseudomonas  sp. strain YAYA6 CO2 + NH2, acide cyanurique Yanze-Kontchou et Gschwind, 1994
Rhodococcus  sp. NI86/21 cytochrome P-450 DEA, DIA Nagy et al. 1995
Pseudomonas  sp. ADP atzABCDEF CO2 + NH2 Mandelbaum et al. 1995
Ralstonia basilensis  M91-3 CO2 + NH2 Radosevich et al. 1995
Clavibacter michiganese  ATZ1, Pseudomonas  sp. strain CN1 consortium, atzABC CO2 + NH2 Alvey and Crowley, 1996
Agrobacterium radiobacter  J14a CO2 + NH2 Struthers et al. 1998
Nocardioides  C190 trzN N -ethylammelide Topp et al. 2000
Pseudaminobacter  sp. C147 atzABC CO2 + NH2 Topp et al. 2000
Chelatobacter heintzii  strain Cit1 atzABC , trzD CO2 + NH2 Rousseaux et al. 2001
Arthrobacter aurescens  TC1 trzN , atzBC acide cyanurique Sajjaphan et al. 2004
Nocardioides  sp. SP12 trzN , atzBC acide cyanurique Piutti et al. 2003
Arthrobacter  sp. strain MCM B-436 trzN , atzBCD CO2 + NH2 Vaishampayan et al. 2007
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2002) et qu’au maximum 10% des microorganismes sont cultivables (Torsvik et al., 1998), 

ces nouveaux outils basés sur l’étude des acides nucléiques ont permis d’appréhender 

l’importance de ces microorganismes du sol dans les processus supportés par cet écosystème 

(figure I-19).  

 

5.1. La diversité des bactéries du sol 

 

La diversité des bactéries du sol peut être estimée à différents niveaux de résolution 

selon les outils et les techniques utilisées. Ainsi, une estimation grossière et à large échelle de 

la diversité bactérienne peut être obtenue en étudiant la composition en base nucléotidiques 

exprimée sous la forme d’un pourcentage molaire en guanine et cytosine (% G + C) déterminé 

par l’analyse des points de fusion des ADNs et les vitesses de réassociation d’ADNs simples 

brin dénaturés (Torsvik et al., 1998). Cette technique donne une estimation de la complexité 

génétique totale des bactéries présentes (diversité globale) et permet de comparer différents 

échantillons d’ADN environnementaux. Néanmoins elle ne permet ni de détecter des petites 

différences entre échantillons, ni d’identifier les bactéries présentes. 

L’apparition de la technique de polymérisation en chaîne (PCR) (Mullis et al., 1986) 

permet le développement de techniques moléculaires de plus haute résolution qui donnent 

accès à la détection des bactéries à l’échelle de l’espèce (Nannipieri et al., 2003). Ainsi dans 

Figure I-19 : techniques moléculaires utilisées communément en écologie microbienne (Lynch et al., 2004) 
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les 30 dernières années, les techniques ciblant les gènes codant l’ARN ribosomique (ARNr) et 

plus spécifiquement l’analyse du gène codant pour la petite sous unité d’ARNr 16S ont 

révolutionné la systématique des procaryotes. Du au rôle fondamental des ribosomes dans la 

synthèse protéique, ces gènes sont très conservés et sont partagés par l’ensemble des 

organismes vivants. Les ARNr sont des molécules qui se sont formées très tôt dans l’histoire 

évolutive, elles n’ont pas été affectées par les changements de l’environnement dans lequel se 

trouve l’organisme et leurs fonctions sont universelles et constantes. Les données 

mutationnelles pour les gènes codant les ARNr sont de très bonne qualité phylogénétique avec 

des phénomènes d’homoplasie (similitudes non héritées) moins fréquents que pour de 

nombreux autres gènes. Ainsi et parce que les ARNr contiennent une quantité considérable 

d’information génétique et ne sont pas transmis par transfert de gène horizontal, ils sont 

utilisés comme base moléculaire pour la reconstruction phylogénétique (Rossello-Mora and 

Amann, 2001). 

Parmi les techniques utilisant les séquences du gène codant l’ARNr 16S, la DGGE et 

la TGGE (Gel d’électrophorèse en gradient de dénaturation et de température) possèdent des 

niveaux de résolution intermédiaires (Muyzer et al., 1993). Ces techniques permettent de 

séparer des fragments d’ADNr 16S amplifiés par PCR selon leur point de fusion par 

migration sur gel de polyacrylamide en présence d’un gradient de dénaturation chimique ou 

par une augmentation de température. Cette technique est simple, rapide et peu coûteuse et 

présente l’avantage de pouvoir étudier les bandes d’intérêt par hybridation avec des sondes 

spécifiques ou extraction puis séquençage (Muyzer and Smalla, 1998). Néanmoins, il existe 

des biais liés à la PCR. Ainsi, l’amplification peut être inhibée par des contaminants, elle peut 

être sélective ou encore elle peut former des molécules d’ADN chimériques (Nannipieri et al., 

2003). Les autres limites liées à la technique en elle-même sont que la DGGE et la TGGE ne 

révèlent que les populations dominantes, qu’une bande ne correspond pas forcément à une 

espèce car des fragments d’ADN de séquences différentes peuvent avoir la même mobilité sur 

gel de polyacrylamide et enfin, qu’une espèce bactérienne peut également être à l’origine de 

plusieurs bandes (Gelsomino et al., 1999).  

La RFLP (Restriction Fragment Length Polymorphim) ou ARDRA (Amplified 

Ribosomal DNA Restriction Analysis) est une technique se basant également sur le 

polymorphisme du gène codant l’ARNr 16S pour l’étude de la diversité. Elle consiste à 

digérer les fragments d’ADN amplifiés par PCR avec des enzymes de restriction. Les 

fragments sont ensuite séparés sur gel d’agarose ou gel de polyacrylamide (Liu et al., 1997). 

Cette technique est utile pour détecter des changements de structure des communautés 
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microbiennes mais ne peut mesurer la diversité ou détecter des groupes phylogénétiques 

spécifiques (Liu et al., 1997; Kirk et al., 2004). 

La T-RFLP (Terminal Restriction Fragment Length Polymorphim) consiste à digérer 

par des enzymes de restriction des produits d’amplification provenant d’une PCR utilisant des 

amorces marquée par des fluorochromes. Cela permet la détection spécifique et très fine des 

fragments terminaux de restriction (T-RFs) (Liu et al., 1997) et l’analyse de communautés 

complexes. Ainsi cette technique fournit une information sur la diversité car chaque T-RF 

détecté correspond dans l’idéal à une unité taxonomique opérationnelle (OTU) (Tiedje et al., 

1999). Cette technique permet de déterminer la richesse spécifique et la distribution des 

communautés ainsi que les similarités entre échantillons (Liu et al., 1997). Elle est 

reproductible et robuste (Osborn et al., 2000). De plus, son automatisation permet l’analyse 

d’un grand nombre d’échantillons. Outre les biais liés à la PCR, on ne peut négliger le biais 

associé à la digestion enzymatique. Pour augmenter la résolution de l’outil, il convient de 

choisir judicieusement différentes enzymes de restriction qui génèrent des signatures de 

diversité différentes pour un même échantillon biologique (Dunbar et al., 2000). Pour éviter 

de surestimer la diversité par la présence de produits d’amplification partiellement digérés 

(Osborn et al., 2000), la réalisation de réplicats vrais est indispensable (Vandenkoornhuyse et 

al., 2003). Une limite de la technique de T-RFLP est la difficulté voire l’impossibilité de relier 

un T-RF à une espèce (Anderson and Cairney, 2004). Néanmoins, la T-RFLP a un niveau de 

résolution équivalent ou supérieur à ceux de la DGGE et de la TGGE (Clement et al., 1998), 

c’est une technique puissante et reproductible qui a été utilisée pour mesurer des changements 

spatiaux et temporels de communautés bactériennes (Lukow et al., 2000), pour étudier la 

structure des communautés bactériennes dans la rhizosphère (Blackwood and Paul, 2003) ou 

encore pour comparer des communautés de champignons mychorizien (Vandenkoornhuyse et 

al., 2003). 

Outre le gène codant l’ARNr 16S, l’espaceur intergénique (IGS) localisé entre les 

gènes codant pour l’ARNr 16S et l’ARNr 23S est également utilisé pour étudier la diversité et 

la structure des communautés bactériennes. Cette région présente la particularité d’un 

polymorphisme de taille très important permettant de différencier des espèces ou des groupes 

bactériens (Kirk et al., 2004). Cette technique appelée RISA (Ribosomal Intergenic Spacer 

Analysis) consiste à amplifier l’IGS par PCR, les produits obtenus sont séparés sur un gel de 

polyacrylamide et les bandes obtenues peuvent ensuite êtres séquencées mais les analyses 

phylogénétiques sont limitées par le faible nombre de séquences disponibles dans les bases de 

données. Néanmoins la RISA est une technique hautement reproductible et a été utilisée pour 
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étudier la structure des communautés bactériennes du sol dégradant l’atrazine (Martin-Laurent 

et al., 2004), pour comparer la diversité microbienne dans le sol (Borneman and Triplett, 

1997a) ou encore dans des sols contaminés (Ranjard et al., 2000). 

 

Tableau I-3 : Avantages et limites des techniques d’étude de la diversité des communautés bactériennes (d'après 
Kirk et al., 2004). 

 

Toutes ces techniques permettent d’accéder à la composition des communautés d’une 

façon plus ou moins robuste mais aucune ne permet de relier la diversité à la fonction. 

 

5.2. Fonctions et activités des bactéries du sol 

 

Les techniques de biologie moléculaire permettent également l’étude de gènes 

fonctionnels en dessinant des amorces ciblant leur amplification spécifique et les produits de 

PCR peuvent être analysés par les techniques présentées précédemment (Prosser, 2002). 

Néanmoins les gènes fonctionnels étudiés doivent être choisis avec soin car tous ne sont pas 

de bons candidats pour réaliser ces analyses (trop ou pas assez de diversité entre les séquences 

par exemple). Braker et al. (2001) ont par exemple déterminé la structure des communautés 

dénitrifiantes dans des sédiments marins en réalisant une analyse T-RFLP du produit 

d’amplification du gène nirS codant pour la nitrate réductase. La comparaison des 

phylogénies obtenues à partir du gène codant l’ARNr 16S et celles de gènes fonctionnels issus 

d’un même échantillon montre que la fonction n’est pas toujours reliable aux groupes 

phylogénétiques. Cela peut être interprété par l’occurrence de transferts horizontaux des gènes 

fonctionnels et aussi par le fait qu’ils peuvent être portés par des plasmides (Prosser, 2002). 

Méthode Avantages Inconvénients
G+C Pas de biais liés à la PCR Nécessite de grandes quantité d'ADN

Inclue tous les ADNs extraits Dépend des efficacités de lyse et d'extraction
Quantitatif Niveau de résolution grossier
Inclue les membres 'rares' de la communauté

Hybridation ADN total extrait Manque de sensibilité
et réassociation des acides nucléiques Pas de biais liés à la PCR Les séquences doivent être en grand nombre de copies pour être détectées

Etude de l'ADN et de l'ARN Dépend des efficacités de lyse et d'extraction
Peut être étudié in situ

DGGE et TGGE Un grand nombre d'échantillons peut être analysé simultanément Biais liés à la PCR
Fiable, reproductible et rapide Dépend des efficacités de lyse et d'extraction

La conservation des échantillons peut modofier les communautés
Une bande peut représenter plus d'une seule espèce
Ne détecte que les espèces dominantes

ARDRA ou RFLP Détecte les changements structuraux des communautés microbiennes Biais liés à la PCR
Les profils de bandes sont spouvent trop complexes

T-RFLP Profils de bandes plus simple qu'avec la RFLP Dépend des efficacités de lyse et d'extraction
Automatisable, traitement d'un grand nombre d'échantillons Biais liés à la PCR
Très reproductible Le type de Taq peut augmenter la variabilité
Compare des différences entre des communautés microbiennes Choix des amorces universelles

Choix des enzymes de restriction

RISA Très reproductible Nécessite de grandes quantité d'ADN
Profils de communauté Faible résolution
Automatisable (ARISA) Biais liés à la PCR
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Initialement appliquée au gène codant l’ARNr 16S, les puces à ADN constituent un 

outil rapide et spécifique pour la détection de gènes fonctionnels présents dans un échantillon 

environnemental. Des centaines de gènes fonctionnels peuvent ainsi être recherchés 

simultanément (Kelly, 2003; Kirk et al., 2004). Les puces à ADN ont par exemple été utilisées 

pour détecter des gènes impliqués dans le cycle de l’azote dans plusieurs sédiments. Selon les 

propriétés physico-chimiques des échantillons, des profils d’hybridation différents ont été 

obtenus impliquant des communautés bactériennes dénitrifiantes et nitrifiantes différentes 

(Taroncher-Oldenburg et al., 2003). 

La quantification des gènes fonctionnels présents dans le sol apporte une information 

importante sur la taille des groupes fonctionnels impliqués dans différents processus. 

Différentes techniques de quantification existent dont la PCR compétitive et la PCR en temps 

réel (ou qPCR). La PCR compétitive est basée sur l’ajout d’un fragment d’ADN compétiteur 

dans l’échantillon lors de la réalisation de la PCR. Ce compétiteur est ajouté en quantité 

connue et doit pouvoir être amplifié avec les mêmes amorces que l’ADN cible mais il doit 

être distinguable (par sa taille, son profil de restriction…). Ainsi, lors de la PCR, il y a une 

compétition d’amplification entre le compétiteur et l’ADN cible, et plus la quantité de 

compétiteur est importante par rapport à l’ADN cible, moins l’ADN cible sera amplifié. Ainsi 

la quantité d’ADN cible peut être déterminée par comparaison avec la concentration de 

l’ADN compétiteur. Cette technique est précise mais les amorces peuvent ne pas avoir la 

même affinité pour l’ADN cible et l’ADN compétiteur (Sharma et al., 2007). Le principe de 

la PCR en temps réel est quant à lui basé sur la détection d’un signal de fluorescence émis 

suite à la synthèse des amplicons par l’ADN polymérase. La quantité d’ADN présente dans la 

réaction peut être suivie à tout instant pendant la PCR. Le principe consiste à placer des 

sondes fluorescentes dans le mélange réactionnel. Ces sondes se fixent soit sur l'ADN double 

brin (technologie SYBR) soit sur une séquence d'ADN précise (technologie Taqman et 

Beacon) et ne fluorescent qu'une fois fixées à l'ADN (soit à cause d'un "quencher" soit car la 

fluorescence nécessite un ADN double brin). Le nombre de cycle de PCR (appelé Ct pour 

Cycle Threshold) correspondant à l’instant où la quantité d'ADN permet aux sondes 

fluorescentes de dépasser un seuil de fluorescence fixé est à la base des calculs pour quantifier 

l'ADN. La quantification absolue de l’ADN nécessite l’utilisation de standards correspondants 

au gène d’intérêt cloné dans un vecteur et utilisé en dilution sériées comme référence. Les 

limites de la qPCR sont principalement liées à l’utilisation d’appareillages spécifiques 

(thermocycleur, programme informatique, amorces) et au fait que les amplicons doivent être 

de taille limitée. De plus l’utilisation du SYBR green implique une détection non spécifique. 
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Néanmoins, la qPCR présente de nombreux avantages tels que sa reproductibilité, sa 

précision, son utilisation en haut débit, sa faible limite de détection… (Sharma et al., 2007). 

Alors que les techniques de mesure de l’activité microbienne dans les sols étaient 

principalement basée sur des mesures de respiration (basale ou induite), de minéralisation de 

l’azote ou encore de contenu en ATP, l’utilisation des techniques moléculaires peut 

augmenter la précision de détermination de cette activité (Nannipieri et al., 2003). L’ARN 

peut ainsi être utilisé comme indicateur de l’activité des bactéries dont l’étude a franchi un 

grand pas avec le développement de protocoles d’extraction d’ARN de sol efficaces. En effet, 

plus un organisme est actif et croît rapidement, plus il possède de ribosomes et donc d’ARNr 

16S s’il s’agit de bactéries. Ainsi en comparant des profils de communautés bactériennes de 

sol (DGGE par exemple) obtenus à partir d’ADN ou d’ARN extrait d’un même échantillon il 

est possible de distinguer les populations actives et inactives et de déterminer quels membres 

de la communauté deviennent actifs sous des conditions particulières. De plus la détection de 

ARNm d’un gène particulier peut être utilisée afin d’évaluer l’expression de ce gène et de 

déterminer la réponse d’une fonction précise suite à des changements des conditions 

environnementales (Griffiths et al., 2000; Hurt et al., 2001; Prosser, 2002). Une fois extrait du 

sol, l’ARN peut également être utilisé pour quantifier l’expression des gènes en utilisant des 

techniques telles que les puces dédiées à l’analyse de transcrits, une PCR quantitative couplée 

à une transcription reverse ou encore une RT-PCR compétitive (Saleh-Lakha et al., 2005; 

Leininger et al., 2006; Nicolaisen et al., 2008). Ici encore ces approches ne permettent que 

d’établir un lien indirect entre la diversité des taxons et les fonctions qu’ils supportent. 

 

5.3. Un nouvel objectif : relier la diversité aux fonctions du sol 

 

De nouvelles approches basées sur le séquençage des génomes entiers de l’ensemble 

des communautés bactériennes dans un environnement (métagénome) sont en plein 

développement. L’analyse combinée des gènes codant l’ARNr et des gènes fonctionnels 

apporterait à la fois des informations sur la diversité phylogénétique et la diversité 

fonctionnelle potentielle des communautés bactériennes (Rondon et al., 2000). La 

métagénomique est basée sur l’extraction d’ADN à partir d’un échantillon environnemental 

puis sur l’analyse des séquences et des génomes présents. La construction de banques 

métagénomiques permet de sélectionner les clones pour leur expression d’une fonction 

spécifique telles qu’une activité enzymatique ou une production d’antibiotique (Handelsman, 

2004). Des études de métagénomes ont révélé l’ampleur de la biodiversité dans une large 
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gamme d’environnements ainsi que des nouvelles fonctions portées par les communautés 

(Dupre and O'Malley, 2007). Ainsi, des banques métagénomiques réalisées à partir de sol ont 

permis d’isoler des gènes codant pour de nouvelles fonctions enzymatiques (Courtois et al., 

2003) ou encore d’appréhender la diversité des bactéries, archaea, champignons et virus dans 

le sol (Fierer et al., 2007). 

Les approches de métagénomique apportent de nouvelles connaissances sur 

l’ensemble de la diversité et des fonctions présentes dans un milieu donné, ces approches 

permettent de prédire les fonctions exercées par les différents acteurs d’un milieu et de relier 

diversité et fonction (Allen and Banfield, 2005; Mou et al., 2008). Cette relation revêt un 

intérêt fondamental en écologie pour une meilleure compréhension du fonctionnement 

écosystémique et l’utilisation des isotopes stables pour le marquage des acides nucléiques 

permet de révéler expérimentalement et de manière directe le lien entre l’acteur et la fonction 

et de répondre précisément à la question ‘qui fait quoi ?’. Des travaux datant de 1958 et 

étudiant la réplication de l’ADN ont montré qu’après marquage avec du 15N, les ADNs 

marqués pouvaient être séparés des ADNs des cellules filles moins marqués grâce à un 

gradient de centrifugation établit dans du chlorure de césium (Meselson and Stahl, 1958). En 

se basant sur ces travaux, la technique de ‘stable isotope probing’ (SIP) a été développée 

(Radajewski et al., 2000). Elle consiste à apporter un substrat marqué avec un isotope stable 

(15N, 13C ou 18O) à un échantillon environnemental. Au fur et à mesure de la consommation 

du substrat, les acides nucléiques des microorganismes impliqués dans le processus vont 

incorporer l’isotope stable. Après extraction, ces acides nucléiques vont pouvoir être séparés 

par ultracentrifugation en fonction de leur masse moléculaire et donc de l’incorporation ou 

non de l’isotope stable. Par cette stratégie il est possible d’accéder à la diversité des 

microorganismes impliqués dans la dégradation du substrat en séquençant les gènes codant 

l’ARNr présents dans la fraction lourde du gradient. Les premiers résultats obtenus 

correspondaient à des substrats carbonés simples tels que le méthanol ou le méthane 

(Radajewski et al., 2000; Morris et al., 2002) puis la technique a été appliquée à des substrats 

plus complexes comme le phénol, le salicylate, le naphthalène, le phenanthrène ou encore le 

2,4-D (Manefield et al., 2002; Singleton et al., 2005; Cupples and Sims, 2007). Initialement 

utilisé avec l’ADN, le SIP est maintenant utilisé sur l’ARN qui représente un meilleur 

marqueur car il est synthétisé plus rapidement et en quantités plus importantes que l’ADN, sa 

synthèse n’est pas dépendante de la réplication des bactéries et il est caractéristique des 

bactéries actives (Manefield et al., 2002). Le SIP-ARN a ainsi été utilisé pour identifier les 

bactéries et archeae impliquées dans la dégradation du propionate dans un système sol-
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anaérobie (Lueders et al., 2004) ou encore pour étudier les interactions étroites existant entre 

les champignons mycorhiziens et les racines des plantes (Vandenkoornhuyse et al., 2007). La 

technique de SIP-ARN permet donc de révéler très finement la diversité fonctionnelle, et de la 

relier à la composition de la communauté toute entière. De plus, cette technique peut être 

associée à des analyses métagénomiques pour la détection de nouveaux gènes impliqués dans 

la dégradation du substrat étudié (Dumont et al., 2006). 
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6. Objectifs du travail de recherche 

 
Considérant les différents éléments énoncés ci-dessus, les travaux présentés dans ce 

manuscrit ont pour objectif de mieux comprendre les interactions étroites existant entre la 

macrofaune lombricienne et les bactéries du sol. Nous nous sommes placés dans un contexte 

de pollution des sols par les herbicides en s’appuyant sur un service écologique rendu par cet 

écosystème: la dégradation d’un polluant modèle, l’atrazine. Cette molécule présente 

différents intérêts : les bactéries du sol sont adaptées à sa dégradation, les connaissances sur 

sa dégradation sont étendues apportant une quantité d’informations utile à nos travaux et il 

s’agit toujours d’un des polluants majeurs actuel des eaux souterraines et de surface que ce 

soit en France, où son utilisation a pourtant été interdite en 2003, ou sur le continent 

Américain. 

Ce travail de recherche a reçu le soutien du Conseil Régional de Bretagne par 

l’attribution d’une bourse doctorale régionale sur le projet POLLUSOL et via le plan état-

région CPER intitulé ‘Transferts des matières en suspension et des polluants associés (métaux 

lourds, phosphore, pesticides). Ces travaux s’inscrivent également dans un programme de 

recherche national EC2CO intitulé ‘Approche génomique de l’action et réponse des 

communautés bactériennes, en relation avec la bioturbation, dans l’écodynamique des 

polluants organiques (herbicides) en sols tempérés’ associant 4 laboratoires (UMR CNRS 

6553 ECOBIO à Rennes, UMR CNRS 5005 AMPERE à Lyon, UMR INRA 1229 à Dijon et 

l’Ecole Nationale de la Santé Publique (ENSP) à Rennes). Ce projet comportait trois objectifs 

majeurs : identifier la diversité de la fraction des bactéries du sol effectivement impliquée 

dans la dégradation de l’atrazine, examiner si certains gènes d’intérêt pour la dégradation 

s’expriment différemment dans les microsites de sol proximaux mais spatialement 

indépendant générés par la bioturbation et argumenter si la bioturbation du sol a une 

signification écologique particulière dans les transferts horizontaux de gènes entre bactéries 

du sol. Mon travail de thèse s’est intégré dans les deux premiers objectifs de ce projet 

EC2CO. 

Les interactions biotiques entre la macrofaune lombricienne et les bactéries 

dégradant l’atrazine ont été peu étudiées jusqu’à présent et la plupart des études s’appuient sur 

une interaction indirecte liée à une modification de la disponibilité et de la rétention de la 

molécule suite à l’action des vers de terre dans le sol (Edwards et al., 1993; Sigua et al., 1995; 

Meharg, 1996; Farenhorst et al., 2000b; Farenhorst et al., 2000a; Gevao et al., 2001; 

Alekseeva et al., 2006). A notre connaissance, seule l’étude de Kersante et al. (2006) propose 
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des résultats sur l’action des lombriciens sur les communautés bactériennes dégradantes, 

montrant une diminution du potentiel génétique dégradant dans les microsites générés par la 

bioturbation du sol par L. terrestris.  

La réalisation de ce travail de recherche a nécessité un développement 

méthodologique important et les principales étapes de mise au point ainsi que les détails 

méthodologiques sont présentés dans le chapitre II, matériels et méthodes.  

Les deux chapitres suivants présentent les résultats des travaux expérimentaux 

réalisés durant cette thèse et traitent de l’impact de la bioturbation du sol par la macrofaune 

lombricienne sur les communautés bactériennes dégradant l’atrazine. Les différentes analyses 

ont été réalisées sur des microsites de sols issus de l’activité des vers de terre (paroi de 

galerie, turricules, contenus digestifs). 

Dans le chapitre III, nous nous sommes intéressés à l’impact de la bioturbation sur le 

nombre et l’activité des bactéries indigènes et celles dégradant l’atrazine dans le sol. Ainsi 

dans un premier temps le gène codant l’ARNr 16S et le gène atzA intervenant dans la 

dégradation de l’atrazine ont été quantifiés par qPCR en parallèle de la mesure de la 

minéralisation de l’atrazine en présence ou non de la souche Pseudomonas sp ADP ou de 

Chelatobacter heintzii. Afin d’apporter des compléments d’interprétation, une seconde étude 

a été réalisée cette fois-ci en quantifiant le ARNr 16S et l’expression des gènes atzA et atzD 

par RT-qPCR dans deux sols aux capacités dégradantes différentes. Nous testons l’hypothèse 

que les lombriciens modifient l’abondance et l’activité des bactéries dégradant l’atrazine dans 

les microsites de sol générés par leur action de bioturbation. 

Complémentaires à ceux du chapitre III, les objectifs des travaux présentés dans le 

chapitre IV étaient d’identifier les bactéries activement impliquées dans la dégradation de 

l’atrazine en utilisant la technique de SIP-ARN. Dans un premier temps, une phase de mise au 

point de la technique a été réalisée dans des conditions optimales. Outre le côté 

développement de protocole, une question scientifique a été posée derrière ce travail : l’ajout 

de différents substrats carbonés simples va-t-il générer des réponses différentes des bactéries 

vivantes du sol et ces réponses dépendent-elle de l’état d’activité du microsite étudié (‘hot 

spot’ ou non).  Dans un second temps, la technique de SIP-ARN a été appliquée à l’atrazine et 

les bactéries activement impliquées dans cette dégradation ont été identifiées à différents 

temps et dans différents microsites de sol issus de la bioturbation par les lombriciens afin 

d’observer un impact de la bioturbation sur la composition des communautés bactériennes 

dégradant l’atrazine. 
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Dans une dernière partie les conclusions générales de l’ensemble de ces travaux 

seront exposées ainsi que les perspectives se profilant à l’issue des résultats obtenus.  
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Ce chapitre matériels et méthodes a pour objectif i) d’apporter des précisions sur la 

méthodologie et sur certains protocoles décrits dans les articles et ii) de développer les 

différentes étapes de mise au point réalisées en amont des expérimentations présentées dans 

les articles. Il comprend également un article scientifique issu de la mise au point d’un 

protocole d’extraction d’ARN de sol. 

 
1. Dispositif expérimental et production de microsites de sol 

1.1. Matériel biologique 

1.1.1. Les lombriciens 

 
Une seule espèce de lombriciens a été utilisée au cours de ce travail de recherche, 

l’espèce Lumbricus terrestris (Linné, 1758) (figure II-1). Il s’agit d’un ver de terre anécique, 

c'est-à-dire à forte capacité fouisseuse très répandu dans les sols agricoles tempérés (Le 

Bayon et al., 2002) et pour lesquels l’élevage en microcosme est maîtrisé. Les vers 

proviennent d’une prairie permanente (Beaulieu, Rennes). Ils ont été collectés par la méthode 

au formol (Bouché and Aliaga, 1986), puis rincés à l’eau plusieurs fois. Ils sont ensuite élevés 

à 12°C dans le sol agricole qui servira aux expérimentations à venir, des mottes d’herbe avec 

leurs racines assurant leur nutrition. 

Figure II-1:A. Lumbricus terrestris, B et C. Méthode au formol 

 

Deux jours avant l’expérimentation et leur introduction dans les microcosmes de sol, les 

vers sont triés puis regroupés en lots homogènes de trois individus en fonction de leur 

biomasse et de leur maturité sexuelle (juvénile/subadulte/adulte) (annexe 1). Tous les lots 

possèdent des biomasses totales proches. 

 
 
 

 
A B C 
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1.1.2. Les souches bactériennes dégradant l’atrazine 

 

Deux souches bactériennes dégradant l’atrazine ont été utilisées pour inoculer le sol 

dans certaines expérimentations : Pseudomonas sp. ADP (Mandelbaum et al., 1995) et 

Chelatobacter heintzii SR3 (Rousseaux et al., 2001) qui possèdent respectivement les gènes 

atzABCDEF et atzABC – trzD portés sur des plasmides. Ces souches sont conservées sur 

boîtes de pétri avec un milieu minimum (MS) (mineral salt medium (Topp et al., 2000b) 1.6 

g.L-1 K2HPO4, 0.4 g.L-1 KH2PO4, 0.2 g.L-1 MgSO4,7H2O, 0.1 g.L-1 NaCl, 0.02 g.L-1 CaCl2, 

1mL.L-1 solution trace métaux et 1mL.L-1 solution de vitamine) contenant de l’atrazine (0.5 

g.L-1) comme seule source d’azote et du citrate (1 g.L-1) comme source de carbone.  

Pour la préparation des inocula, une colonie de Pseudomonas sp. ADP ou de C. heintzii 

SR3 est tout d’abord utilisée pour ensemencer 5 ml de milieu MS contenant 30 mg.L-1 

d’atrazine et 1 g.L-1 de citrate. Les cultures sont placées à 28°C sous agitation continue (150 

rpm). La présence des différents gènes de dégradation est vérifiée par PCR. Un millilitre de 

ces cultures mères est ensuite utilisé pour inoculer 300 ml d’un milieu riche TY (5 g. L-1 de 

bacteriotryptone, 3 g.L-1 d’extraits de levure et 66 mg.L-1 de CaCl2). Les cultures sont placées 

à 28°C sous agitation continue (150 rpm) pendant 15h. La D.O. à 600 nm est mesurée en fin 

d’incubation afin d’ajuster la concentration des futurs inocula (une unité de D.O. à 600 nm 

correspond à 108 unités formant des colonies (CFU)). Les cellules bactériennes sont 

récupérées par centrifugation à 6000 rpm pendant 10 min et les culots sont lavés deux fois 

avec du milieu minimum KNAPP (1 g l-1 K2HPO4, 1 g l-1 KH2PO4, 40 mg l-1 MgSO4,7 H2O, 4 

mg l-1 FeCl3, pH 6.6). Les culots sont finalement remis en suspension dans un volume de 

milieu KNAPP calculé pour que 30 ml permettent l’inoculation du sol de chaque microcosme 

à une concentration de 1.6 x 107 CFU par g de sol sec. 

 

1.2. Le sol 

 

Deux sols différents ont été utilisés durant ce travail de thèse (tableau II-1). Les sols ont 

été prélevés dans l’horizon superficiel (0-30 cm) de parcelles agricoles situées sur les 

domaines expérimentaux de l’INRA d’Epoisses (21, Bourgogne) et de Vezin le Coquet (35, 

Bretagne).  
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Tableau II-1 : Caractéristiques des sols utilisés pour les microcosmes 

 

La parcelle du sol d’Epoisses a été cultivée pendant une dizaine d’années jusqu’en 2000 

avec du maïs sous traitement d’atrazine. A partir de cette date une rotation blé tendre/orge 

d'hiver a été mise en œuvre. Ce sol est capable de rapidement minéraliser l’atrazine 

(Rousseaux et al., 2001). 

La parcelle du sol de Vezin est cultivée en alternance maïs/plante légumineuse depuis 

au moins 1993 et a donc été régulièrement traitée à l’atrazine jusqu’à son interdiction en 

2003. Ce sol minéralise lentement l’atrazine (Kersante et al., 2006). 

Ces sols sont tamisés à 4 mm et conservés frais (environ 20% d’humidité) à 4°C jusqu’à 

leur utilisation. 

 

1.3. L’atrazine 

 

Le détail des différentes molécules d’atrazine utilisées est présenté dans le tableau II-2. 

Avant chaque expérimentation, le sol a été prétraité avec 1.5 mg d’atrazine par kg de sol sec 

puis un second traitement correspondant à 1 kg d’atrazine par hectare a été réalisé après la 

construction des microcosmes, ces deux doses correspondent chacune aux recommandations 

d’usage couramment appliquées au champ. Selon les expérimentations, les microsites de sol 

générés par la macrofaune lombricienne et récoltés suite à la destruction des microcosmes ont 

été traités soit avec 1.5 mg d’atrazine par kg de sol sec soit avec 25 mg d’atrazine par g de sol 

sec. 

 

Tableau II-2 : molécules d’atrazine utilisées 

 
1.4. Les microcosmes de sol 

 
Deux types de microcosmes ont été utilisés en fonction du sol manipulé. Pour le sol de 

Vezin, les microcosmes sont ceux décrits par Binet et Trehen (1992) et Kersanté (2003). Ils 

Fournisseur Pureté chimique Pureté radiochimique Activité spécifique enrichissement isotopique
atrazine froide Sigma-Aldrich 99%
atrazine froide Syngenta 98%
14C-ring atrazine Sigma-Aldrich 98% 910 MBq.mmol-1
14C-ring atrazine UMR Ecobio / Sigma-Aldrich 91% 383 MBq.mmol-1
14C-ethyl atrazine INRA Dijon / IsotopChim 98% 1776 MBq.mmol-1
13C-ethyl atrazine Innovation et Chimie Fine >97% >98%

% de matière

argile limon sable organique
Epoisses 43.2 50.3 6.5 7.5 3.25
Vezin 14.3 72.2 13.5 6.4 1.8

Sol
Composition (%)

pH
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sont formés de deux cylindres de polychlorure de vinyl (PVC) superposés et la partie 

supérieure contient le sol et constitue donc l’habitat des vers (figure II-2A). Elle mesure 9.4 

cm de diamètre intérieur et 30 cm de hauteur. 

Les propriétés physico-chimiques du sol d’Epoisses étant différentes de celles du sol 

de Vezin, les colonnes ont du être adaptées pour permettre un bon démoulage. Ainsi, ces 

microcosmes consistaient en des cylindres de PVC de 11.6 cm de diamètre intérieur et de 21 

cm de hauteur fermés à leur extrémité inférieure par une toile de nylon (figure II-2D). Ces 

microcosmes s’ouvrent en deux dans leur longueur ce qui permet d’accéder facilement au sol.  

Dans chaque cas, la colonne de sol est formée à partir de sol frais (22% d’humidité) et 

le sol est compacté sur une hauteur de 15 cm pour obtenir une densité de 1.4 et 1.2 g de sol 

sec par cm3 pour les sols de Vezin et d’Epoisses respectivement. 

 
Figure II-2: A. microcosme pour le sol de Vezin, B. Démoulage de la colonne, C. le microcosme et la colonne de 
sol qu’il contenait, D. microcosme pour le sol d’Epoisses, E. et F. Dispositif expérimental dans la chambre 
climatique 

 
Ainsi, pour chaque expérimentation, la procédure d’obtention des microsites de sol issus 

de la bioturbation du sol par la macrofaune lombricienne est identique. Le sol prétraité à 

l’atrazine et inoculé ou non par des souches bactériennes dégradantes est placé dans les 

microcosmes qui sont incubés dans une chambre climatique à 12°C avec une photopériode 

12 : 12. Les vers de terre sont ensuite déposés à la surface de la colonne de sol. Une fois qu’ils 

ont pénétré dans le sol, un second traitement à l’atrazine est réalisé. Les turricules, sauf les 

premiers émis après la pénétration des vers, sont récoltés tous les deux jours. Après une 

dizaine de jours, les microcosmes de sol sont déstructurés, les vers sont récupérés, pesés, 

A B C

D E F
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ébouillantés et leur contenu digestif (endentère) est récupéré. Les deux premiers millimètres 

des parois de galeries sont récoltés à l’aide d’une fine spatule et l’ensemble des parois de 

galerie récupéré pour un microcosme est regroupé en un seul échantillon (annexe 1). Enfin, du 

sol environnant non bioturbé  (‘bulk soil’) par le ver est récupéré comme sol contrôle. 

L’ensemble de ces microsites de sols caractéristiques de la bioturbation du sol par les vers de 

terre est conservé à -20°C jusqu’à son utilisation. 

 
2. Mesure de l’activité de minéralisation de l’atrazine 

 

Le suivi de la minéralisation a été réalisé par respirométrie selon deux techniques en 

fonction des expérimentations. Les cinétiques de minéralisation réalisées à l’INRA de Dijon 

ont été effectuées en dispositifs miniaturisés. Les échantillons de sol (de 250 à 500 mg de sol 

frais) traités à l’atrazine marquée au 14C sont incubés dans des plaques à micro-puits, 

recouvertes d’un papier Whatman trempé avec une solution d’hydroxyde de barium (BaOH) 

(Soulas, 1999). Le 14C-CO2 provenant de la minéralisation de l’atrazine est précipité sur le 

papier Whatman et après 2 h de séchage à 80°C, les membranes sont scannées à l’aide d’un 

phosphore imager (Storm®, Molecular Dynamics, Sunnyvale, Ca, USA). Les données 

obtenues sont analysées avec le programme ImageQuant (Molecular Dynamics, Sunnyvale, 

Ca, USA).  

Les cinétiques de minéralisation réalisées à Rennes ont été effectuées sur 10 g de sol 

frais traités à l’atrazine marquée au 14C et incubés dans des bocaux en verre en présence d’un 

piège à CO2 (30 ml de NaOH 0.5N) (figure 3B). Un millilitre de ce piège est ajouté à 5 mL de 

liquide scintillant (ACSII, Amersham) et le 14C-CO2 piégé est mesuré avec un compteur à 

scintillation liquide (Tricarb 1900Tr, Packard). En parallèle, la respiration totale a également 

été déterminée. Pour cela 5 mL du piège à CO2 dilués avec 5 mL d’eau distillée auxquels sont 

ajoutés 5 ml de BaCl2 pour bloquer la fixation de CO2 sont titrés avec de l’acide 

chlorhydrique 0.25N en présence de phénolphthaléine comme indicateur coloré. La quantité 

de CO2 respirée est mesurée par différence avec un blanc (figure II-3A).  

Dans chaque cas, 5 répétitions ont été réalisées pour chaque condition. 
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Figure II-3: A. Dispositif expérimental pour le suivi de la minéralisation de l’atrazine et de la respiration, B. 
Bocaux de verre dans lesquels est incubé le sol avec les pièges à CO2. 

 

3. Extraction des acides nucléiques de sol 

3.1. Extraction d’ADN de sol 

 

Le protocole d’extraction d’ADN de sol utilisé a été développé à l’INRA de Dijon et 

correspond à une modification de la ‘MS laboratory method’ (tableau II-3) publiée par 

Martin-Laurent et al. (2001). 

 

Tableau II-3 : protocole d’extraction d’ADN de sol (MS laboratory method modifiée, (d’après Martin-Laurent et 
al. 2001) 

 

La composition du tampon d’extraction est la suivante : 1 mL TRIS 1M, 2 mL EDTA 

0.5M, 1 mL NaCl 1M, 1 mL SDS 20%, 0.5 mL PVP 20%, 4.5 mL H2O. 

 

 

Lyse cellulaire 250 mg sol frais
500 mg billes de verre 106 µm
2 billes 2 mm
1 mL tampon extraction
vibrobroyage 1600 rpm 30 sec

Extraction acides nucleiques 70°C 10 min
centrifugation 14000 g 1 min 4°C → surnageant
0.1 vol NaAcétate 3M pH 5.2
10 min glace
centrifugation 14000 g 5 min 4°C → surnageant
1 vol isopropanol froid
30 min -20°C
centrifugation 13000 rpm 30 min 4°C → culot
lavage ethanol 70%
repris dans 100 µL H2O stérile

Purification ADN colonne PVPP
colonne Sépharose 4B

A B
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3.2. Extractions d’ARN : développement d’un protocole 

 

En travaillant sur les microsites de sol issus de la bioturbation du sol par les 

lombriciens, nous avons été confrontés au fait que la taille de nos échantillons était limitée. 

Alors que la majorité des protocoles d’extractions d’ARN de sol connus sont basés sur des 

quantités initiales de sol allant de 1 à 10 g pour des rendements d’ARN de qualité extrait 

souvent très bas (Tsai and Olson, 1991; Moran et al., 1993; Felske et al., 1996; Borneman and 

Triplett, 1997b; Duarte et al., 1998; Burgmann et al., 2003), nous avons travaillé avec des 

échantillons de l’ordre de 250 mg. De plus, dans l’objectif de réaliser de la RT-qPCR, nous 

avions besoin d’un protocole d’extraction d’ARN de sol permettant d’obtenir des quantités 

suffisamment importantes. Nous avons donc développé un nouveau protocole d’extraction 

d’ARN de sol qui est présenté sous la forme d’un article scientifique. Cet article reprend les 

différentes étapes d’optimisation réalisées et montre leur impact sur la qualité et les 

rendements d’extraction. Ce protocole a été testé efficacement sur différents sols et les ARNs 

étaient à chaque fois amplifiables par RT-PCR. De plus, la quantification des expressions de 

l’ARNr 16S et d’un gène fonctionnel codant pour la dégradation de l’atrazine (atzD) a été 

réalisée à partir des ARN extraits levant ainsi un verrou pour l’étude des fonctions supportées 

in situ par le sol. 
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Abstract 

One of the mainstreams of the current research in ecology is the understanding of the 

functions of microorganisms in soils. Whereas most of these microorganisms are not 

cultivable, culture independent molecular tools allow access to this diversity and to the 

functions sustained in soils. However, these methods require nucleic acid extraction from soil 

that is a complex matrix of mineral and organic matter, thus optimized protocols must have 

been developed. Contrarily to DNA, RNA is degraded very rapidly by RNases and is present 

in soil in small amount as it is only synthesized by active bacteria. Its extraction from soil to 

study in situ metabolic activity is so a significant challenge. Thus gene expression in soils of 

active microorganisms involved in the ecological processes has been rarely addressed until 

now because of the difficulty to extract high quantity of high quality RNAs from soil samples. 

We have developed and optimized a method to extract the total RNAs from small soil samples 

by testing different parameters for the cellular lysis, the isolation of nucleic acids and the 

separation of RNA from DNA. This method was reproducible, allowed recovery of RNA 

from 250 mg of fresh soil at the same or even improved yield as the available method 

published in the literature and was shown useable for the five soils tested. Furthermore, we 

demonstrate that these RNAs were of good quality and not contaminated because they were 

amplifiable (RT-PCR) and quantifiable (RT-qPCR). Highly represented transcripts as SSU 

rRNAs and lowly expressed gene as atzD were both suitable for detection and quantification 

for the soils tested. This optimized method allowed in situ transcriptional analysis to study 

functional diversity and activity in soils. Furthermore, we speculate that this new method of 

RNAs extraction will be useable for a wider range of sample than soils. 
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1. Introduction 
 

Soil bacteria are numerous and highly diverse (Fierer et al., 2006; Torsvik et al., 1990), 

sustaining mainly functions implied in the cycling of the nutrients and in organic compounds 

degradation (Nannipieri et al., 2003). Thus the study of the bacterial functions in their habitat 

is a mainstream of research in ecology and environmental microbiology  

Classical microbiological methods are based on the cultivation of microorganisms prior 

to analyses but it has been estimated that, in soils, the major reservoir of microorganisms on 

earth, only 1% of the 109 bacterial cells per gram of soil were culturable in laboratory 

conditions (Davis et al., 2005). The development of culture independent methods greatly 

improved our ability to analyze and investigate natural microbial communities whatever the 

habitat including soils. Thus, molecular techniques using DNA isolated from soil have been 

much developed (e.g. Johnston et al., 1996; Ogram et al., 1987; Selenska et al., 1992; Steffan 

et al., 1988; Tsai et al., 1991; Zhou et al., 1996). Soil DNA is often used as template for PCR 

amplification of bacterial 16S rRNA genes and community analysis. Even if really 

informative, DNA analyses suffer about the obvious limit in the understanding of bacterial 

functioning in soils or in other habitats as they take into account active, along with dormant, 

and also dead microorganisms. Thus, RNA analysis allows to describe active bacterial 

community solely from an environmental sample since only this metabolic state of bacteria 

synthesize RNAs (Wagner, 1994). In addition to rRNA, the recovery of mRNA allows to 

study the functions expressed by the genomes at a given sampling date since its half life is 

short (Burgmann et al., 2003; Kelly, 2003; Sessitsch et al., 2002). 

As for DNA, RNA extraction from soil is difficult because soil is a complex matrix 

composed of mineral and organic matter that can interfere with extraction. Clay particles 

adsorb nucleic acids limiting their extraction and phenolic compounds (humic and fulvic 

acids) coextracted with nucleic acids and are inhibitors of DNA polymerase and thus PCR. 

(Dong et al., 2006; Purdy, 2005). Moreover recovery of high quality RNA from soil samples 

is a significant challenge as RNA could be degraded very rapidly by RNases and is only 

synthesized by active bacteria.  

Since the last decades, different protocols of RNA extraction from soils have been 

developed (Borneman et al., 1997; Burgmann et al., 2003; Duarte et al., 1998; Felske et al., 

1996; Hurt et al., 2001; Moran et al., 1993; Sessitsch et al., 2002; Tsai et al., 1991) however 

the low yield of good quality extracted RNAs recovered requires to work with ‘large’ soil 

samples (apart from Borneman et al., 1997; Burgmann et al., 2003). Because, in many cases 
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the sample size is limited, the first aim of this study was to develop an efficient protocol to 

extract total RNAs from small amount of soil (250 mg of fresh soil). The second aim was to 

have a method that is useable for a variety of soil types and the third objective was to have a 

good yield of high quality of extracted RNAs to make possible the analyses of gene 

expression by RT-qPCR. To do so, we have tested different protocols and made modifications 

and optimizations to improve the methods of cellular lysis, the isolation of nucleic acids and 

the separation of RNA from DNA. We are providing results highlighting the applicability and 

robustness of our optimized method of RNA extraction from soils.   

 

 2. Materials and methods 
 
2.1. Soil samples 
  

 Soils were collected from the upper layer (0-20 cm) of 5 different agricultural sites in 

France: Epoisses (Côte d’Or), Vezin (Ille et Vilaine), La Côte Saint André (LCSA) (Isère), 

Montrond (Isère) and Kerguehennec (Morbihan). These soils were chosen because they 

differed in their particles size distribution, their pH and their organic matter content (Table 1). 

These 5 soils were sieved at 4 mm and kept at 4°C until use.  

 
Table 1: Soil characteristics and RNA extraction yields  

a LCSA La Côte Saint André 

 
2.2. Optimization of RNA extraction from small soil samples 
 

 Three optimization steps were performed to develop an effective protocol for RNA 

extraction from small quantities of soil (Table 2). These steps were realized using 250 mg of 

Epoisses soil.  

 

Organic µg of RNA per
clay loam sand matter (%) g of fresh soil

Epoisses 46.1 47.2 6.7 6.7 3.25 1.27

Vezin 14.3 72.2 13.5 6.4 1.80 2.47

LCSAa
17 35.3 47.7 7 2.10 3.76

Kerguehennec 16.6 46.3 37 6.3 3.80 3.86

Montrond 18.2 38.2 43.6 5.9 6.70 4.22

pH
Particle size distribution (%)

Soil
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Table 2: Optimization steps of the soil RNA extraction protocol 

 

2.2.1. pH for mechanical lysis 
 
 Cellular lysis was performed in presence of phenol and 3 different pH were tested: 

phenol saturated with 100 mM of Tris-HCl pH 8.0, with 100 mM phosphate buffer pH 6.6 or 

with 100 mM sodium acetate pH 5.0. The soil was first mixed with 370 µl of buffer 

corresponding to the one used to saturate the phenol. Cellular lysis was then performed by 

bead beating with 500 mg of 106-µm-diameter glass beads (Sigma-Aldrich, St Louis, MO), 

35 µl 20% sodium dodecyl sulfate (SDS), 5 mg of diatomaceous and 600 µl phenol (Sigma-

Aldrich, St Louis, MO). The effect of phenol pH on RNA quality and quantity was estimated.  

 

2.2.2. Nucleic acids isolation and purification 
 After cellular lysis, two ways of nucleic acids isolation were tested. (i) Nucleic acids 

were precipitated with 0.1 volume of sodium acetate 3M and two volumes of cold ethanol 

(Sambrook et al., 2001). (ii) Before nucleic acids precipitation, a purification step was 

performed with addition of phenol/chloroform/isoamyl alcohol (25:24:1). This procedure 

removes proteins that are often coextracted with nucleic acids (Purdy, 2005; Sambrook et al., 

2001). Nucleic acids were then precipitated with 0.1 volume of LiCl 8 M and 2.5 volumes 

cold ethanol as LiCl does not efficiently precipitate DNA, protein or carbohydrates (Barlow et 

al., 1963).  

 

2.2.3. Separation of RNA from DNA 
 Two different RNA extraction procedures were tested. (i) Commercial columns were 

first used to separate RNA from DNA. The Qiagen RNA/DNA Mini Kit (Qiagen, Hilden, 

Germany) was used following the manufacturer recommendation for isolation of total RNA 

from bacteria. RNA was then purified using the protocol of RNA cleanup of the Qiagen 

RNeasy mini kit. (ii) One milliliter of Trizol (TRI REAGENT, Sigma-Aldrich, St Louis, MO, 

USA) was added to the nucleic acids isolated previously (Chomczynski, 1993; Chomczynski 

et al., 1987; Sambrook et al., 2001). The samples were vortexed and 200 µl of chloroform 

were added. DNA and protein are extracted into the organic phase, remaining the RNAs in the 

Optimization steps Conditions tested
phenol pH 8.0
phenol pH 6.6
phenol pH 5.0

precipitation with 0.1 volume sodium acetate and 2 volumes ethanol
purification with phenol/chloroform/isoamyl alcohol (25:24:1) + precipitation with 0.1 volume LiCl 8M and 2.5 volumes ethanol

Qiagen RNA/DNA Mini Kit + Qiagen RNeasy mini kit
1 ml Trizol + 200 µl chloroform + precipitation with 500 µl isopropanol

Cellular Lysis

Nucleic acids isolation and purification

Separation of RNA from DNA
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aqueous phase which can be precipitated by adding 500 µl of isopropanol as described by the 

manufacturer. 

 
2.3. Extraction of RNA from diverse soils 
 

The optimized method to extract RNAs from soil samples is provided in Figure 1. This 

protocol was used to extract RNA from 5 different soils in 3 replicates. All RNA extracts 

were subjected to treatment with RNase-free DNase I in presence of RNasin® Plus RNase 

inhibitor (Promega, Madison, WI, USA). 
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Fig. 1. Unitary steps of the optimized protocol for the extraction of RNAs from soil samples. 

 
 
 
 

250 mg fresh soil + 370 µl phosphate buffer 100 mM pH 6.6
+ 500 mg glass beads
+ 5 mg diatomaceous
+ 33.5 µl SDS 20%
+ 600 µl phenol pH 6.6
+ 0.2 %β-mercaptoethanol

Bead-beating 1,800 rpm 1 min 30 sec + freeze with liquid N2, 3 times

Collect the supernatant by centrifugation (12,000 rpm, 10min, 4 C)

Extract supernatant with one volume phenol pH 6.6/chloroform/isoamylic alcohol (25/24/1)
Centrifugation 16,400 rpm, 15 min, 4 C

Precipitate nucleic acids in supernantant with 0.1 volumeof LiCl and 2.5 volumes of ethanol
Overnight at -80 C

Centrifugation 16,400 rpm, 30 min, 4 C

Suspend nucleic acid pellet in 100 µl ultrapure water

Add 1 ml Trizol and 200 µl chloroform and centrifuge (16,400rpm, 10 min, 4 C)

Organic phase containing DNASupernatant containing RNA

Precipitate RNAwith 500 µl isopropanol,
Centrifugation 16,400 rpm, 10 min, 4 C

Treat RNAwith Rnase-free Dnase I

Extract supernatant with one volume chloroform/isoamylic alcohol (24/1)
Centrifugation 16,400 rpm, 15 min, 4 C
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2.4. Evaluation of RNA quality and quantity 

 

 RNA was quantified spectrophotometrically with a NanoDrop® ND-1000 

spectrophotometer at 260 nm and RNA purity was estimated by calculating the 260/280 and 

260/230 absorbance ratios (NanoDrop Technologies, Wilmington, MA, USA). RNA quality 

was also assessed either by (i) 1% agarose/Tris-Borate-EDTA (TBE) gel electrophoresis and 

detection under UV after incubation with ethidium bromide and by (ii) microfluidic 

electrophoreses using the Experion Automated Electrophoresis System and the RNA 

HighSens lab-chips (Bio-Rad Laboratories, Richmond, CA, USA). 

 

2.5. RT-PCR and RT-qPCR 

 

 RNA quality was assessed by RT-PCR using the total RNAs extracted (up to 1.5 ng) 

from the 5 different soil samples using the Titan One Tube RT-PCR Kit (Roche Applied 

Science, Mannheim, Germany). The reactions were carried out in a final volume of 50 µl with 

10 pmol of the primers Eub_519f and Eub_1390r specific for bacteria (Vandenkoornhuyse et 

al., 2007).  

RT-qPCR reactions were also performed on the total RNAs extracted from the Epoisses 

and Vezin soils to quantify the 16S rRNA and atzD gene expressions since both soils have a 

history treatment by atrazine. This RT-qPCR experiment was done as a control of 

amplificability of the extracted RNAs.  Reactions were performed as described by Devers et 

al. (2004) with 125 ng of RNA. The 515R 5’-TTACCGCGGCTGCTGGCAC-3’ (Xia et al., 

2000) and the Dr 5’-GGGTCTCGAGGTTTGATTG-3’ (Devers et al., 2004) primers were 

used as reverse primers for the reverse transcription of the 16S rRNA and atzD mRNA 

respectively. Ten units of AMV-RT and 200 units of MMLV-RT (Promega, Madison, WI, 

USA) were used as reverse transcriptases. The quantitative PCRs were carried out in an ABI 

Prism 7900HT (Applied Biosystems, Foster City, CA, USA) apparatus with QuantiTect 

SYBR Green PCR Kit (Qiagen, Hilden, Germany). The 25 µl reaction mixtures contained 

12.5 µl of SYBR Green PCR master mix containing ‘HotStar’ Taq DNA polymerase, 0.3 µM 

forward primer (341F 5’-CCTACGGGAGGCAGCAG-3’ (Muyzer et al., 1993) and Df 

5’TCCCACCTGACATCACAAAC-3’ (Devers et al., 2004) for the amplification of the 16S 

rRNA and the atzD genes respectively), 0.3 µM reverse primer (515R and Ar, see above), 5 

µl of DNA template, 1 µl of T4 gp 32 (QBiogene, Illkirch, France) and 5 µl of ultrapure 

water. The thermal cycling conditions for the 16S rRNA sequence amplification consisted of 
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an initial step of 2 min at 50°C and 10 min at 95°C followed by 35 cycles at 95°C for 15 sec, 

60°C for 30 sec, 72°C for 30 sec and 81°C for 15 sec. The last cycle consisted of 15 sec at 

95°C, 15 sec at 60°C and 15 sec at 95°C. The thermal cycling conditions for atzD 

quantification were identical except for the initial step which consisted of 10 min at 95°C 

followed by 40 cycles instead of 35. 

 

3. Results 
 
3.1. RNA separation from DNA 
 
 The use of Qiagen columns and the one of Trizol were compared for RNA separation 

from DNA after cellular lysis and nucleic acids isolation. RNA was still reverse transcribed 

and amplified after passage through the two Qiagen columns (data not shown), despite the 

fact that most of the RNAs was lost (Fig. 2). Before passage through the columns, 3.15 µg of 

nucleic acids g-1 dry soil were detected and in the flow through of the RNeasy mini kit 

column, only 0.42 µg of RNA g-1 dry soil was recovered. Similarly, most of the RNAs were 

lost using Trizol to separate RNA from DNA. From the 18.14 µg of nucleic acids g-1 dry soil 

initially detected, only 0.46 µg of RNA g-1 dry soil was found. However, the RNA quality 

obtained with the use of Trizol was better compared to the extracted RNAs from the Qiagen 

method (Fig. 3 columns 1, 2, 3 and 4). The two separation methods did not differ significantly 

in terms of 260/280 and 260/230 absorbance ratios (data not shown). At the end of each 

procedure, the ratios indicated the presence of contaminants such as proteins absorbing at 280 

nm and others absorbing at 230 nm. According to these results, the Trizol reagent was used to 

separate RNA from DNA in the next optimization steps. 
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Fig. 2. Nucleic acids on 1% agarose/TBE/EtBr gel from Epoisses soil. (M) 1 kb ladder, (1) nucleic acids before 
passage through the Qiagen columns, (2) RNA in the flowthrough from the RNA/DNA Mini Kit, (3) RNA in the 
flowthrough from the RNeasy mini kit. 
 
 
 

Fig. 3. Microfluidic electrophoresis of RNA from Epoisses soil adjusted at 2 ng.µl-1. (M) ladder, (1) RNA before 
passage through the Qiagen columns, (2) RNA in the flowthrough from the RNeasy mini kit, (3) RNA before 
Trizol separation, (4) RNA after Trizol separation, (5) RNA obtained with phenol pH 5.0 extraction, (6) RNA 
obtained with phenol pH 6.6 extraction and (7) RNA obtained with phenol pH 8.0 extraction. 

 
 
 
 

M 321

DNA

LSU-rRNA

SSU-rRNA

LSU-rRNA

SSU-rRNA

M 321 4 65 7
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3.2. Optimization of nucleic acid isolation and purification 

  

 After cell lysis, when nucleic acids were purified with phenol/chloroform/isoamyl 

alcohol (25:24:1) before their precipitation with LiCl and ethanol, the 260/280 absorbance 

ratio was significantly higher than with direct precipitation of nucleic acids with sodium 

acetate and ethanol (1.74 vs 1.26). This indicated that this additional step for nucleic acids 

purification using LiCl instead of sodium acetate improve the removal of proteins coextracted 

with nucleic acids. The RNA recovered at the end of the extraction procedure was highly 

increased as on average 1.9 µg of RNA g-1 dry soil were obtained when using the 

phenol/chloroform/isoamyl alcohol (25:24:1) and LiCl while only 0.46 µg of RNA g-1 dry soil 

were obtained using conventional precipitation with sodium acetate 3M and two volumes of 

ethanol. According to these results, purification of nucleic acids with 

phenol/chloroform/isoamyl alcohol (25:24:1) and precipitation with LiCl were applied in the 

next optimization step. 

 

3.3. Optimization of phenol pH during cellular lysis 

 

 Among the three phenol pH tested during cellular lysis, the result obtained with phenol 

pH 5.0 was the less effective in terms of quantity (0.66 µg RNA g-1 dry soil were extracted) 

and quality as shown in Fig. 3 (column 5). The use of phenol pH 6.6 and 8.0 allows extraction 

of similar quantities of RNA (1.92 and 1.9 µg RNA g-1 dry soil respectively) but RNA quality 

differed greatly (Fig. 2, columns 6 and 7). The use of Phenol pH 6.6 provided better results to 

perform the cellular lysis. 

 

3.4. Extraction of RNA from different soils 

 

The optimized method is described in Figure 1 and was tested with 5 different soils samples. 

After RNA precipitation, the pellet obtained with the Epoisses soil was the only colored less, 

pellets from the other soils were brownish. However, the 23S and 16S rRNA bands were 

clearly observed for all the RNAs extracts from the five soils (Fig. 4) but differed in 

intensities. As the method was optimized with the Epoisses soil, good quality RNA was 

obtained from this soil. The same result was observed with the Montrond soil (Fig. 4). 

Spectrophotometrically RNA quantification differed between the 5 soils and was confirmed 

by microfluidic electrophoresis quantification. Despite optimizations were realized with the 
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Epoisses soil, the extraction yield in this soil was the lowest (Table 1) with the smallest 

260/280 absorbance ratio (1.29). The higher RNA extraction yield was obtained with the 

Montrond soil. Interestingly, all the RNA extracts from the 5 soils were suitable to perform 

reverse transcription and PCR amplification (data not shown). Direct PCR amplification from 

the RNA extracts did not produce any amplification product showing the efficiency of DNase 

treatment (data not shown).  

 

Fig. 4. Microfluidic electrophoresis of RNA from different soils adjusted at 2 ng.µl-1. (M) ladder, (1) Epoisses 
soil, (2) Vezin soil, (3) LCSA soil, (4) Kerguehennec soil and (5) Montrond soil. 
 

The 16S rRNA quantified from the Epoisses and Vezin soils ranged from 3.46 1011 to 

6.81 1011 and from 9.12 1010 to 2.5 1011 copy number g-1 dry soil respectively. The mRNAs 

extracted from these soils were also amplifiable by RT-PCR. The expression of the atzD gene 

was quantified in Epoisses and Vezin soils. This gene was expressed at different levels in 

these two soils. On average 1.82 107 copies of atzD g-1 dry soil were obtained in Epoisses soil 

while only 5.1 105 copy g-1 dry soil were detected in Vezin soil. 

 

 

M 321 4 5

LSU-rRNA

SSU-rRNA
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4. Discussion 

 

Soil is a complex environment where diversity of active microorganisms is huge 

(Handelsman, 2004; Torsvik et al., 1990) and sustains a high number of functions (Prosser, 

2002). To link microbial diversity to functions in soils, different molecular techniques are 

now available (Nannipieri et al., 2003). However, the use of DNA in microbial ecology 

implies that the entire microbial communities is assessed regardless of their activity (Prosser, 

2002). Dead, dormant and active microorganisms are thus analyzed at the same level and 

simultaneously, likely inducing bias. For example, if the huge diversity of microorganisms in 

soil is widely acknowledged, there are few available studies which have focused on the active 

microorganisms (Chen et al., 2007; Felske et al., 1998) and quantification of functional gene 

expression has just been developed (Han et al., 2004; Nicolaisen et al., 2008). This lack in the 

knowledge is mainly due to the difficulty to access to the soil RNAs. Extracting RNAs from 

soil is considered as a difficult task compared to DNA as in addition to the difficulties 

associated to the mineral and organic matters of the complex soil matrix, RNA is more prone 

to degradation by nuclease and synthesized in lower amounts than DNA. Thus, RNA 

extractions from soil are still considered as a challenge in ecology and environmental 

microbiology although methods have been proposed (Borneman et al., 1997; Burgmann et al., 

2003; Duarte et al., 1998; Felske et al., 1996; Hurt et al., 2001; Moran et al., 1993; Sessitsch 

et al., 2002; Tsai et al., 1991). Compared to these pre-existing methods, the optimized 

protocol provided herein is novel for three different aspects. Firstly, the total soil RNA can be 

extracted from small quantities given the yield of extraction and reproducibility. Secondly, we 

report herein that the method can be used with different soil matrixes. Given the fact that soil 

samples can be considered as ‘harsh’ for RNAs extractions we can speculate that this protocol 

should provide satisfying results for most soil samples and more widely most biological 

samples. Thirdly, the quality of the extracted RNAs is better than other protocols such as the 

Qiagen method (Fig. 3). From this protocol, we highlight herein the feasibility of in situ 

transcriptomic analyses by RT-qPCR analyses targeting the highly expressed 16S rRNAs and 

also genes transcripted at a lower copy number such as atzD mRNA.  

The first optimization step highlighted the importance of the mechanical lysis 

associated with chemical lysis and mostly the pH of the lysis buffer. Some RNA extraction 

procedures previously described realized mechanical cell lysis at pH 8.0 (Borneman et al., 

1997; Burgmann et al., 2003) but, maybe due to higher RNA stability, a better efficiency was 

obtained when using acid phenol and SDS as previously did Duarte et al. (1998). However, 
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this latter published procedure is an indirect two steps approach, consisting in a first step of 

cell extraction from soil followed by a second step of bead beating cell lysis realized on 

extracted cells. In the present procedure the mechanical lysis was directly applied on soil 

samples. The optimized lysis buffer pH might also depend on soil pH. However, the pH of the 

5 soils tested did not differ significantly so the optimum lysis buffer pH (6.6) obtained with 

the soil from Epoisses (pH 6.7) might have corresponded to the other soils. 

We observed that the simultaneous use of LiCl and ethanol to precipitate nucleic acids 

increased the yield of soil RNA extraction. Indeed, LiCl lowers the solubility of large RNAs 

(e.g. rRNAs and mRNAs) which precipitate and can be then recovered as pellet after 

centrifugation. This precipitation of RNA is known to be suitable to perform reverse 

transcription (Sambrook et al., 2001). 

As proposed by Hurt et al. (2001), if quantitative recover of the DNA fraction is not 

particularly important, the use of Trizol is successful, because it is quicker and less expensive 

than commercially available anion exchange reagent systems. Our results agreed this 

observation. Moreover the RNA quality obtained with Trizol was higher than the one with the 

commercial columns. Furthermore, simultaneous extraction of DNAs and RNAs is possible 

since DNA can be recover from the interphase and organic phase formed after Trizol and 

chloroform addition. Thus this method is suitable for both analyses of DNA and RNA from 

the same sample. The use of Trizol is commonly used in medical science to extract microbial 

or viral RNA (e.g. Li-Korotky et al., 2007; Xiang et al., 2001), but it has been tested only 

once on soil sample (Hurt et al., 2001).  

Among the 5 soils used herein, the yield of RNAs extracted varied from 1.6 to 5.6 µg 

g-1 dry soil which corresponded or even improved the one obtained with existing protocols 

(Borneman et al., 1997; Duarte et al., 1998; Felske et al., 1996; Moran et al., 1993 who 

extracted 1.9 µg RNA g-1, 0.2 µg RNA g-1, 3 µg RNA g-1 and 1 µg of rRNA g-1 respectively). 

By comparing the RNA extraction yields between the five soils tested, we observed that 

higher sand contents increased the amount of RNA recovered. The yield of soil RNA 

extraction did not seem to be correlated to another soil characteristic (organic matter, soil 

moisture). Hurt et al. (Hurt et al., 2001) observed significant relationship between RNA yield 

and soil moisture content but this relation was not observed in this study even if the highest 

RNA yield (5.6 µg g-1 dry soil) was obtained with the Montrond soil that had the highest 

moisture content (33.1%).  

As the present procedure was developed with the Epoisses soil, contamination with 

humic acids coextracted was not observed by the RNA pellet color at the end of the extraction 
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procedure contrarily to the other soils. However, all the RNA extracted supported reverse 

transcription and PCR amplification. Quantification of bacterial activity and function 

expression was also feasible as tested with two soil samples. In agreement to recent studies 

(Han et al., 2004; Nicolaisen et al., 2008) the results obtained with this optimized RNA 

extraction method indicated that detection and quantification of in situ active bacterial 

community is feasible along with analysis of the gene expressions in soil, allowing to go 

further into the role of microorganisms in soil functioning. 
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4. Analyses moléculaires 

 

Les différents outils moléculaires utilisés durant ce travail ont nécessité l’amplification 

spécifique au préalable de différents gènes. L’ensemble des amorces utilisées est présenté 

dans le tableau II-4.  

 

Tableau II-4 : Amorces utilisées pour les différentes analyses moléculaires 
 

 
4.1. PCR quantitative 

4.1.1. Rappels du principe 

 
L’ensemble des PCRs quantitatives ont été réalisées à l’INRA de Dijon et le SYBR 

Green a été utilisé comme marqueur fluorescent (figure II-4). 

 

Figure II-4 : Principe de la qPCR avec l’utilisation de SYBR Green 

 
Quand le nombre de cycles de PCR augmente, la quantité d’amplicons augmente. Le 

nombre de molécules de SYBR green intercalées étant proportionnel au nombre d’ADN 

double brins synthétisé, le niveau de fluorescence est donc relié à la quantité d’amplicons 

Gene ciblé Amorce Séquence nucléotidique (5'→ 3') Réference
16S rRNA 341f CCTACGGGAGGCAGCAG Muyzer et al. 1993

515r TTACCGCGGCTGCTGGCAC Xia et al. 2000
EUB_519f GTTTCAGCMGCCGCGGT Vandenkoornhuyse et al. 2007
EUB_1390r GTTTGACGGGCGGTGTGT
27f AGAGTTTGATCMTGGCTCAG Rousseaux et al. 2001
1492r TACGGHTACCTTGTTACGACTT

IGS 72f TGCGGCTGGATCACCTCCTT Gürtler and Stainisich, 1996
38r CCGGGTTTCCCCATTCGG

atzA Af ACGGGCGTCAATTCTATGAC Dever et al. 2004
Ar CACCCACCTCACCATAGACC

atzD Df TCCCACCTGACATCACAAAC Dever et al. 2004
Dr GGGTCTCGAGGTTTGATTG

trzN trzNf CACCAGCACCTGTACGAAGG Martin-Laurent et al. 2006
trzNr GATTCGAACCATTCCAAACG

trzD trzDf CCTCGCGTTCAAGGTCTACT Martin-Laurent et al. 2006
trzDr TCGAAGCGATAACTGCATTG

insert vecteur T7 TAATACGACTCACTATAGGG
SP6 TATTTAGGTGACACTATAG
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obtenus provenant des cibles amplifiées (figure II-5). La quantification se réalise à partir du 

cycle seuil (cycle threshold, Ct) qui correspond au point où la fluorescence dépasse de 

manière significative le bruit de fond. Ce Ct est corrélé au nombre de copies initiales d’ADN 

cible et il est déterminé grâce à une gamme standard de dilution dont les quantités d’ADN 

sont connues (figure 6A). Globalement, si on a deux fois plus d’ADN cible initial, le Ct est 

inférieur d’un cycle. Il est ainsi possible de corréler le nombre de copies d’ADN cible et le Ct 

(figure II-6B). 

 

 
Figure II-5 : principe de la qPCR, fluorescence en fonction du nombre de cycle de PCR pour un échantillon 
d’ADN 

 
Figure II-6 : Détermination du Ct (A) et relation avec le nombre de copies (B). 
 
 

4.1.2. Préparation des standards 

 
L’utilisation de standards est donc une étape clé dans la réalisation de la qPCR. Les 

standards ont été réalisés pour les gènes ADNr 16S, atzA et atzD. Le gène codant pour 

l’ARNr 16S provient d’une souche dégradant la simazine, Pseudoxanthomonas mexicana et 
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les gènes atzA et atzD proviennent de la souche Pseudomonas sp. ADP (Mandelbaum et al., 

1995). Ces gènes sont amplifiés avec les couples d’amorces 27f/1492r, Af/Ar et Df/Dr 

(tableau II-4), respectivement. Les produits d’amplification obtenus sont clonés (voir partie 

4.5., ligation dans pGEM-T, transformation dans E. coli compétentes, criblage, PCR SP6/T7) 

et séquencés afin de connaître la séquence exacte de l’insert. A partir de ces clones, le 

plasmide est extrait (kit Qiagen miniprep) et linéarisé par restriction avec l’enzyme SalI. Les 

séquences de pGEM-T et de son insert étant connues, la masse molaire (g.mol-1) peut être 

calculée par la formule : 617.7 (A + T) + 618.4 (G + C) + 157.9 

La concentration d’ADN contenue dans les échantillons de vecteurs linéarisés est déterminée 

par mesure de l’absorbance à 280 nm et le nombre de copies d’ADN dans l’échantillon peut-

être calculée par la formule : [ADN] (g.L-1) x nombre d’Avogadro x volume (L) / masse 

molaire (g.mol-1) 

Le nombre d’Avogadro correspond au nombre de molécules présentes dans une mole et est 

égal à 6.02 1023. 

Une fois que l’on connaît le nombre de molécules d’ADN (nombre de copie du vecteur avec 

l’ADN cible inséré), des dilutions au 10ème sont réalisées pour obtenir une gamme allant de 

103 à 108 copies par échantillon pour le gène codant pour l’ARNr 16S et de 10 à 106 copies 

par échantillon pour les gènes atz.  

 

4.2. RISA (Ribosomal Intergenic Spacer Analysis) 

 

Le principe de cette technique, brièvement abordé dans le chapitre introductif, consiste à 

étudier l’espace situé entre les gènes codants pour l’ARNr 16S et 23S, appelé espace 

intergénique bactérien (IGS). Cette zone est non codante et donc soumise à moins de pression 

de sélection. Elle est donc susceptible de présenter plus de variation que l’ADN codant. Les 

IGS sont tout d’abord amplifiés avec les amorces 72r et 38r (tableau II-4, Gürtler and 

Stanisich, 1996) et les produits d’amplification sont séparés par migration pendant 16h à 

19mA dans un gel d’acrylamide 6%. Les gels sont ensuite révélés avec du SYBR green II 

(Molecular Probes, Leiden, The Netherlands) selon le protocole décrit par Martin-Laurent et 

al. (2001). Les profils RISA sont analysés avec le programme One-DScan 2.03 (Scanalytics 

program). Les matrices de covariances déduites des gels (présence/abscence et intensité 

relative de chaque bande) sont analysées en analyse de composantes principales (ACP) avec 

le logiciel ADE-4 (Thioulouse et al., 1997). 
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4.3. T-RFLP 

 

Cette technique permet l’analyse des communautés bactériennes présentes dans le sol en 

produisant des signatures de diversité. Cette méthode est particulièrement appropriée à 

l’analyse de communautés complexes, ce qui est le cas des communautés microbiennes du 

sol. Cette méthode a donc été choisie en couplage à la technique SIP-ARN pour l’analyse des 

communautés bactériennes consommant le glucose et l’acétate. Le principe présenté en 

introduction est rappelé figure II-7. 

Figure II-7 : principe de la technique de T-RFLP (Terminal Fragment Length Polymorphism). 
 

Les deux amorces utilisées sont marquées par des fluorochromes (Eub_519f marquée 

par une carboxyfluorescéine (6-FAM) et Eub_1390r marquée par un dérivé d’hexamidine 

(HEX), tableau II-4) et les produits de PCR sont digérés parallèlement par deux enzymes de 

restriction ce qui permet d’augmenter le niveau de résolution de la T-RFLP en générant un 

polymorphisme de fragments terminaux de restriction pour les brins sens et antisens 

respectivement (Johnson et al., 2004). Les enzymes de restrictions ont été choisies selon des 

cartes de restrictions obtenues à partir de séquences bactériennes provenant d’échantillons de 

sol. Ainsi, HinfI et StyI (figure II-8) généraient des fragments terminaux polymorphes offrant 

une bonne discrimination (Bougon, 2007).  



Figure 

 

Les différentes étapes de la technique de T

tableau II-5.  

 

Tableau II-5 : Résumé des étapes de la technique de T

 

Pour s’assurer de la présence réelle de chaque fragment terminal de restrictio

les analyses sont réalisées en réplicats. Ainsi, à partir de chaque ARN extrait, deux RT

sont réalisées et chaque produit d’amplification est ensuite traité identiquement selon le 

tableau II-5. Seuls les T-RFs présents dans les deux réplicat

l’analyse des données. 

A partir de l’analyse des T

RFs (paire de bases) et leur importance (fluorescence). Néanmoins, l’analyse comparée des 

réplicats nous a montré que dans notre cas, l’importance des T

réplcats. C'est-à-dire que dans des réplicats, la hauteur de pic d’un même T

significativement. Cela peut être du à des différences d’efficacité entre les deux RT

entre les restrictions. Nous avons aussi constaté des variations importantes entre capillaires 

sur le séquenceur automatique utilisé (ABI3730xl). Ainsi, dans notre étude seule la taille des 

T-RFs est prise en compte.   

Les tailles des T-RFs sont codées comme 

fragment) afin de réaliser un traitement statistique. En l’occurrence, des approches de type (i) 

ACP (Quinn and Keough, 2002; Vandenkoornhuyse

(Vandenkoornhuyse et al., 2003)

communautés). L’utilisation combinée de ces deux approches permet d'augmenter la 

Etapes
RT-PCR avec amorces marquées par fluorochrome
vérification de l'amplification et de la taille des produits sur gel d'agarose 1%
Purification des produits de PCR
Restriction Hinf I et Sty I
Précipitation des produits de digestion 
dilution 1/10 dans solution formamide/400HD ROX
Analyse séquenceur automatique 
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Figure II-8 : enzymes de restrictions utilisées pour la T-RFLP

Les différentes étapes de la technique de T-RFLP sont brièvement détaillées dans le 

de la technique de T-RFLP 

Pour s’assurer de la présence réelle de chaque fragment terminal de restrictio

les analyses sont réalisées en réplicats. Ainsi, à partir de chaque ARN extrait, deux RT

sont réalisées et chaque produit d’amplification est ensuite traité identiquement selon le 

RFs présents dans les deux réplicats sont pris en compte pour 

A partir de l’analyse des T-RFs, deux informations peuvent être traitées, la taille des T

RFs (paire de bases) et leur importance (fluorescence). Néanmoins, l’analyse comparée des 

e dans notre cas, l’importance des T-RFs n’est pas conservée entre 

dire que dans des réplicats, la hauteur de pic d’un même T

significativement. Cela peut être du à des différences d’efficacité entre les deux RT

re les restrictions. Nous avons aussi constaté des variations importantes entre capillaires 

sur le séquenceur automatique utilisé (ABI3730xl). Ainsi, dans notre étude seule la taille des 

RFs sont codées comme des variables discrètes (présence/absence d’un 

fragment) afin de réaliser un traitement statistique. En l’occurrence, des approches de type (i) 

(Quinn and Keough, 2002; Vandenkoornhuyse et al., 2003), (ii) parcimonie maximale 

(Vandenkoornhuyse et al., 2003), permettent une analyse fine des données (comparaison de 

communautés). L’utilisation combinée de ces deux approches permet d'augmenter la 

Matériels et fournisseurs
RT-PCR avec amorces marquées par fluorochrome Titan One Tube RT-PCR Kit, Roche
vérification de l'amplification et de la taille des produits sur gel d'agarose 1%

High Pure PCR Product Purification Kit, Roche
Promega

dilution 1/10 dans solution formamide/400HD ROX Applied Biosystems
ABI PRISM 3130xl , plateforme Ouest Génopole 
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RFLP 

RFLP sont brièvement détaillées dans le 

Pour s’assurer de la présence réelle de chaque fragment terminal de restriction (T-RF), 

les analyses sont réalisées en réplicats. Ainsi, à partir de chaque ARN extrait, deux RT-PCRs 

sont réalisées et chaque produit d’amplification est ensuite traité identiquement selon le 

s sont pris en compte pour 

RFs, deux informations peuvent être traitées, la taille des T-

RFs (paire de bases) et leur importance (fluorescence). Néanmoins, l’analyse comparée des 

RFs n’est pas conservée entre 

dire que dans des réplicats, la hauteur de pic d’un même T-RF peut varier 

significativement. Cela peut être du à des différences d’efficacité entre les deux RT-PCRs ou 

re les restrictions. Nous avons aussi constaté des variations importantes entre capillaires 

sur le séquenceur automatique utilisé (ABI3730xl). Ainsi, dans notre étude seule la taille des 

des variables discrètes (présence/absence d’un 

fragment) afin de réaliser un traitement statistique. En l’occurrence, des approches de type (i) 

(ii) parcimonie maximale 

, permettent une analyse fine des données (comparaison de 

communautés). L’utilisation combinée de ces deux approches permet d'augmenter la 

Matériels et fournisseurs
Titan One Tube RT-PCR Kit, Roche

High Pure PCR Product Purification Kit, Roche

, plateforme Ouest Génopole 
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robustesse des interprétations (Losos, 1996; Vandenkoornhuyse et al., 2002). La comparaison 

de la structure de communautés est réalisée par une procédure de parcimonie maximale avec 

le logiciel PAUP 4.0 β 10. Pour l’analyse de parcimonie, une recherche heuristique avec un 

réarrangement des branches par scissions des sous-arbres et reconnections (procédure TBR) a 

été utilisée pour trouver l’arbre le plus court. L’addition des séquences étant réalisée par tirage 

aléatoire avec 500 réplicats. Les valeurs de Bootstrap (technique de simulation pour tester la 

robustesse des nœuds basée sur la création de jeux de données artificiels produits par pseudo 

ré-échantillonnage, tirage de colonnes avec remise) sont estimées à partir de 1000 réplicats. 

 

4.4. Clonage et séquençage 

 

Les différentes étapes permettant de cloner un produit d’amplification sont brièvement 

présentées dans le tableau II-6. 

 

Tableau II-6 : Résumé des étapes de clonage de produit de PCR 

 
 

Les clones positifs récupérés après criblage sont mis en culture une nuit à 37°C dans du 

milieu de culture Luria Bertani (LB). La présence et la taille du fragment inséré sont vérifiées 

par PCR avec les amorces T7 et SP6 correspondant à des séquences portées sur le plasmide de 

part et d’autre du site d’insertion (tableau II-4) puis migration du produit d’amplification par 

électrophorèse en gel d’agarose 1%. Les produits d’amplification de taille attendue sont 

séquencés par la méthode de Sanger sur un séquenceur automatique ABI3730xl.  

 

4.5. Analyse des séquences, arbres phylogénétique et parcimonie maximale 

 

Les séquences des brins sens et anti-sens sont assemblées avec Sequencher 4.5 

(GeneCodes) et vérifiées une par une. Puis, chaque séquence est comparée aux séquences 

contenues dans la base de donnée de la banque de gènes internationale par analyse 

d’alignement local BLASTn (Basic Local Alignment Search Tool nucleotide) sur le site du 

NCBI (Altschul et al., 1997). Un alignement global et multiple du jeu de séquences obtenu 

Etapes Matériels et fournisseurs
PCR 
Purification produits de PCR High Pure PCR Product Purification Kit, Roche
Overhanging (optionel), 72°C 20 min Taq Polymerase (Applied Biosystems), dATP (Promega)
Ligation, une nuit 4°C pGEM-T (Promega), T4 DNA Ligase (Invitrogen)
Transformation, 30 min sur glace, 1 min 15 42°C et 2 min sur glace Escherichia coli  DH5α (Invitrogen)
Croissance, étalement et criblage LB + agar bactériologique + ampicilline (125 mg.L-1)

 + X-Gal (20 mg.L-1) + IPTG (0.1 mM)
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(séquences environnementales + meilleurs BLASTn + séquences de microorganismes de 

référence) est réalisé avec CLUSTAL-X 1.81 (Thompson et al., 1997) puis optimisé à l’œil. 

La présence de chimères générées par l’amplification par PCR est vérifiée avec le principe 

des plus proches voisins en utilisant l’application CHIMERA CHECK qui est un outil 

d’analyse de Ribosomal Database Project II (RDP) 

(http://rdp8.cme.msu.edu/cgis/chimera.cgi?su=SSU, Maidak et al., 1999). 

Les matrices de données étant importantes, des algorithmes approchés (heuristiques) 

sont utilisés pour permettre l’obtention d’un résultat en un temps de calcul raisonnable. Ces 

algorithmes trouvent soit le meilleur arbre, soit une topologie voisine de la topologie 

optimale. Les autres méthodes (NJ-K2P et ML, voir ci-dessous) ne nécessitent pas une 

approche heuristique  

L’analyse phylogénétique des séquences est réalisée par trois méthodes avec à chaque 

fois un calcul de bootstrap pour estimer la robustesse de la phylogénie:  

• Neighbor-Joining, méthode de clusterisation relaxant l’hypothèse d’horloge 

moléculaire des méthodes d’UPGMA en utilisant le modèle de distance de Kimura à 2 

paramètres (pondération des transition par rapport aux transversions) en utilisant CLUSTAL-

X 1.81. 

• Maximum de parcimonie, méthode basée sur le calcul du nombre de pas nécessaires 

pour une construction donnée, l’arbre le plus court étant celui qui est retenu. Les matrices de 

données étant importantes en taille (nombre de lignes), des algorithmes approchés 

(heuristiques) sont utilisés en maximum de parcimonie pour permettre l’obtention d’un 

résultat en un temps de calcul raisonnable. Ces algorithmes trouvent une topologie voisine 

sinon la topologie optimale (addition de séquences aléatoire, procédure de réarrangement des 

branches TBR) (dans PAUP 4.0 β 10) (annexe 2). 

• Maximum de vraisemblance (Maximum Likelihood), méthode très robuste de calcul 

de phylogénie consistant à analyser par rapport à un modèle de distance choisi la meilleure 

solution probabiliste de reconstruction. Le résultat obtenu par cette méthode dépend donc de 

manière implicite du modèle de distance choisi. Pour choisir le plus judicieusement possible 

le modèle, l’outil Modeltest 3.7 (Posada and Crandall, 1998) est utilisé. Il permet de tester 

contre le jeu à analyser 56 modèles différents. Tous ces calculs sont réalisés en utilisant 

PAUP 4.0 β 10. (annexe 3) 

Les phylogénies obtenues par ces trois méthodes sont comparées pour vérifier la 

congruence des topologies et relever les incertitudes. Les arbres obtenus à partir des données 
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de séquences de bactéries sont enracinés en choisissant comme ‘outgroup’ un Crenarchaeota 

(AJ347774).  

 

5. Mise en place du Stable Isotope Probing à partir d’ARN 

5.1. Principes et particularités de la technique 

 

La technique de SIP est présentée dans la figure II-9. Brièvement, un substrat marqué 

avec un isotope stable (13C dans notre cas) est apporté à des communautés microbiennes. Les 

microorganismes actifs dans la dégradation de ce substrat vont incorporer l’isotope stable 

dans leurs acides nucléiques (ARN dans notre cas) qui, après extraction, pourront être séparés 

des acides nucléiques non marqués (provenant des microorganismes qui ne sont pas 

intervenus dans la dégradation du substrat) par ultracentrifugation. Cette technique donne 

ainsi accès à la diversité des microorganismes actifs dans la dégradation d’un substrat 

spécifique. 

 

Figure II-9 : Principe de la technique SIP-ARN 

 

L’étape d’ultracentrifugation est primordiale pour l’établissement du gradient 

isopycnique (gradient de densité à l’équilibre) et une bonne séparation des ARN marqués et 

non marqués. Cela se traduit par une efficacité de rotors et différents paramètres entrent en 

jeu (figure II-10):  

• la vitesse maximum de rotation et le rayon maximum (rmax): ces deux paramètres 

contribuent à la force maximum (en g) générée par le rotor. 
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• le rayon minimum (rmin): détermine la force centrifuge qui s’exerce sur les particules 

situées en haut du tube, plus rmin est élevé, plus la force centrifuge en haut du tube est 

importante et plus la séparation sera rapide. 

• le ‘pathlength’ (distance à parcourir) : c’est la différence entre le rayon minimum et le 

rayon maximum, plus le ‘pathlength’ est court, moins la particule aura de distance à parcourir 

pour culoter contre la paroi du tube. Le ‘pathlength’ dépend de l’angle d’inclinaison du tube 

dans le rotor, plus cet angle est aigu, moins le ‘pathlength’ est grand. 

Figure II-10 : ensemble des caractéristiques du rotor à prendre en compte pour l’ultracentrifugation 

 

L’ensemble de ces paramètres est pris en compte dans l’efficacité globale d’un rotor qui 

est déterminée par le calcul d’un facteur k : k = (2.53 105 x ln (rmax/rmin)) / (rpm/1000)2 

Ainsi, quand le facteur k diminue, l’efficacité du rotor augmente et la séparation est plus 

rapide. Ce facteur k permet également de transposer des conditions de centrifugation entre 

deux rotors grâce à la formule : trotor1 x krotor1 = trotor2 x krotor2, avec t le temps de centrifugation. 

 Dans nos conditions expérimentales, nous avons utilisé le rotor Ti90 (Beckman-

Coulter) avec des tubes de 13.5 mL et une vitesse de centrifugation de 45000 rpm ce qui 

correspond à un facteur k de 100.7. Après 48 h d’ultracentrifugation, nous avons pu mesurer 

le gradient isopycnique établit (figure II-11). 
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Figure II-11 : Gradient de densité établit dans nos conditions d’ultracentrifugation, moyenne de 6 mesures 
indépendantes 
 

5.2. Mise au point en conditions optimales 

 

Afin de maîtriser la technique et de bien discerner les fractions légères et lourdes dans le 

gradient d’ultracentrifugation, nous nous sommes placés dans des conditions optimales pour 

l’incorporation des carbones du substrat dans les ARNs bactériens. Pour cela, 1 g de sol 

d’Epoisses est placé en suspension dans 10 ml de milieu de culture minimum (Topp et al., 

2000b) avec comme seule source de carbone du 12C-glucose ou du 13C-glucose (0.2 g.L-1). 

Ces cultures de sol sont placées sous agitation (150 rpm) à 30°C. Après 24 h, 3 ml sont 

prélevés, centrifugés 5 min à 10000 rpm et les ARNs sont extraits du culot obtenu selon le 

protocole présenté tableau II-7 (Courty et al., soumis). 

 
Tableau II-7 : Protocole d’extraction d’ARN de sol (Courty et al., soumis) 

 

Lyse cellulaire culot + 200 µl H2O DEPC
1 h à -80°C
500 mg billes de verre 106 µm
33.3 µl SDS 20 %
167 µl solution diatomées (1.24 g dans 40 ml H2O DEPC)
583 µl de Tris buffered phenol
vibrobroyage 1600 rpm 2 min 30 sec

Extraction acides nucleiques centrifugation 14000 g 10 min 4°C → surnageant
36.7 µl de NaAcétate 3M
478 µl ethanol 100 %
1 nuit -20°C
centrifugation 14000 g 10 min 4°C → culot
lavage ethanol 70%
repris dans 25 µL H2O DEPC

Purification ARN RNA:DNA MiniKit (Qiagen)
Rneasy Plant MiniKit, protocole RNA Cleanup (Qiagen)

1,7

1,75

1,8

1,85

1,9

1,95

2

0 5 10 15 20 25

G
ra

di
en

t d
e 

de
n

si
té

 (g
. m

L-1
)

Haut du tube bas du tube
Numéro de fraction



Chapitre II: Matériels et méthodes 

88 

Les ARNs extraits sont quantifiés par mesure de l’absorbance à 280 nm et 50 ng sont 

utilisés pour l’ultracentrifugation (48 h, 45000 rpm) dans du trifluoroacétate de césium 

(CsTFA 2 g.mL-1, Amersham Biosciences). Les tubes sont ensuite délicatement récupérés, 

fixés sur une potence et, à l’aide d’un guide, 23 fractions sont prélevées à la seringue tout le 

long du tube (figure II-12). Les ARNs contenus dans chaque fraction sont précipités et des 

RT-PCRs ciblant le gène codant pour l’ARNr 16S (amorces EUB_519f et EUB_1390r, 

tableau 4) sont réalisées sur les 23 fractions. Les résultats obtenus montrent que les ARNs 

extraits des cultures de sol contenant du 12C-glucose sont présents dans les fractions 

supérieures 1 à 13 alors que les ARNs issus des cultures de sol contenant du 13C-glucose sont 

détectés sur l’ensemble des 23 fractions du gradient. Suite à ces résultats nous avons décidé 

de prélever deux fractions caractéristiques des ARNs non marqués (12C-ARN) et des ARNs 

marqués (13C-ARN), soit les fractions 10 (1.83 g.mL-1) et 17 (1.9 g.mL-1), respectivement. 

  
Figure II-12 : A. prélèvement des fractions le long du gradient d’ultracentrifugation, B. guide pour le 
prélèvement des 23 fractions le long du gradient d’ultracentrifugation 

 

5.3. Mise au point sur sol avec l’atrazine 

5.3.1. Détermination de la quantité d’atrazine à apporter 

 

Dans le cas d’une molécule complexe telle que l’atrazine, la maîtrise de la technique de 

SIP à partir d’ARN repose sur deux paramètres qui sont particulièrement importants à 

définir : le choix du marquage de la molécule et les quantités de 13C et donc de molécule 

marquée à apporter. 

 

 

 

A B
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Quelle quantité de 13C apporter pour du SIP à partir d’ARN extrait de sol ? 

La quantité d’atrazine à apporter à nos échantillons de sol a été déterminée d’après les 

travaux de Lueders et al. (2004), seule publication traitant de SIP à partir d’ARN extrait de sol 

qui était disponible au début de nos travaux. En vaporisant du 13CH3OH dans des fioles de 

verre contenant des suspensions de sol (sol de rizière, 50 g en poids sec), cette étude a permis 

l’identification des microorganismes méthylotrophes présents et actifs. Après 42 jours 

d’incubation à 25°C, 30.5 mmol de 13CH3OH étaient incorporées par le sol et 27.3 mmol de 
13CO2 étaient récupérées dans les pièges à CO2, 52.77 % du 13C apporté sous forme de 
13CH3OH gazeux se retrouvait donc incorporé dans le sol et potentiellement dans la biomasse 

microbienne. Le taux d’assimilation de 13C par le sol est donc de 28 µmol de 13C par g de sol 

sec et par jour, ce qui représente 52.77 % de l’apport initial. Ce premier paramètre a été 

retenue pour notre étude. 

 

Quel marquage de l’atrazine utiliser ? 

En ce basant sur la bibliographie disponible (Radosevich et al., 1996; Rousseaux et al., 

2001) nous avons opté pour un marquage sur les chaînes carbonées latérales de la molécule et 

non sur son cycle. En effet, les carbones du cycle sont plus rapidement minéralisés que ceux 

des chaînes ce qui laisse penser que les carbones des chaînes sont préférentiellement 

incorporés dans la biomasse microbienne. Cette différence de minéralisation a été confirmée 

dans nos expérimentations (figure II-13). 

Comme Radosevich et al. (1996), nous avons trouvé 33 % moins de 14C-CO2 issus de 

l’atrazine lorsque la molécule était marquée sur les chaînes par rapport à un marquage sur le 

cycle, nous avons ainsi supposé que ces 33 % de carbones manquant avaient été incorporés 

dans la biomasse microbienne du sol. 
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Figure II-13: A. Molécule d’atrazine et les carbones marqués pour la minéralisation, B. Minéralisation de 
l’atrazine avec le marquage 14C sur les chaînes ou sur le cycle. 

   

Quelle quantité de 13C-éthyl atrazine apporter pour du SIP à partir d’AR N extrait 

de sol ? 

Afin d’éviter les biais liés notamment au ‘cross feeding’, nous avons choisit de nous 

baser sur des temps d’incubation courts, soit 13 jours pour l’étude de la consommation de 

l’atrazine dans notre sol d’Epoisses. Ainsi, en 13 jours, dans les conditions de Lueders et al. 

(2004), le taux d’assimilation est de 13 x 28 µmol = 0.36 mmol de 13C par g de sol sec. 

Néanmoins cette quantité correspond à un pourcentage d’assimilation dans la biomasse 

microbienne de 52.77 % de l’apport initial alors que pour l’atrazine le pourcentage 

d’assimilation dans la biomasse microbienne a été estimé à 33 %. Il faut donc appliquer un 

facteur correctif pour se placer dans les mêmes conditions puisque l’atrazine est assimilée par 

la biomasse microbienne du sol 1.6 fois moins bien que le méthanol. Ainsi, la quantité 

d’atrazine à apporter pour 13 jours d’incubation est de : 0.36 x 1.6 = 0.576 mmol de 13C par g 

de sol sec. Si l’atrazine est marquée au 13C sur les 5 carbones des chaînes éthyles, il faut donc 

apporter 0.115 mmol d’atrazine par g de sol sec soit 25 mg d’atrazine par g de sol sec (masse 

molaire atrazine = 215 g.mol-1). 

 

Quelle est la toxicité de l’atrazine appliquée à forte concentration dans le sol ? 

Les quantités d’atrazine normalement appliquées au champ sont de 1.5 mg par kg de sol 

sec, la quantité calculée ci-dessus (25 mg d’atrazine par g de sol sec) représente donc 104 fois 

plus. Nous avons voulu nous assurer de la bonne réaction du sol suite à l’application d’une 

telle dose d’atrazine et vérifier que même si il y avait un effet toxique, la dégradation était 

toujours réalisée. Pour cela nous avons mesuré la respiration du sol et réalisé des cinétiques de 

minéralisation de 14C-ring atrazine appliquée à 1.5 mg par kg de sol sec et à 25 mg par g de 
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sol sec à 20°C (figure II-14). Ainsi, appliquée en forte quantité l’atrazine semble avoir un 

effet négatif sur les communautés microbiennes dégradantes car la minéralisation s’initie plus 

lentement et est moins rapide (figure 14B). Néanmoins, dans les premiers jours d’incubation, 

la respiration du sol est identique quelle que soit la quantité d’atrazine apportée. Toutefois, les 

quantités totales d’atrazine minéralisées lorsqu’elle est appliquée en forte dose sont largement 

supérieures et on peut supposer que les quantités incorporées dans la biomasse microbienne 

sont également supérieures. Nous avons donc validé l’utilisation de 13C-éthyl atrazine à une 

concentration de 25 mg par g de sol sec pour la réalisation du SIP à partir d’ARN extraits de 

sol. 

 

Figure II-14 : A. Respiration du sol, B. minéralisation de 14C-ring atrazine selon la quantité apportée au sol 

 

 L’ensemble de ces calculs et de ces expérimentations nous ont permis de valider 

l’utilisation de 25 mg d’atrazine par gramme de sol sec et le choix du marquage 13C de la 

molécule sur les chaînes éthyles. 

 

5.3.2. Expérience préliminaire avec 14C-éthyl atrazine 

 

Après avoir déterminé les quantités d’atrazine à apporter au sol pour la réalisation du 

SIP à partir d’ARN, nous avons voulu savoir à quels temps d’incubation l’incorporation des 

carbones de l’atrazine dans la biomasse bactérienne était la plus importante. Pour cela nous 

avons réalisé une expérimentation préliminaire en présence de 14C-éthyl atrazine. Plusieurs 

analyses ont été effectuées simultanément sur du sol contrôle et des microsites de sol issus de 

l’activité des lombriciens (paroi de galerie et turricules) afin de se placer dans les conditions 

les plus proches de celles qui seront appliquées pour l’expérimentation avec le 13C: 

Détermination du carbone présent dans la biomasse microbienne dans les trois 

microsites de sol avant l’apport de 14C-éthyl atrazine (figure II-15). Le ver a un effet négatif 
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sur la biomasse microbienne du sol (T0) mais 5 jours après l’apport de 25 mg d’atrazine par g 

de sol sec la biomasse microbienne s’est équilibrée (diminution dans le sol contrôle et 

augmentation dans les galeries et les turricules) et il n’y a plus de différence entre microsites 

de sol (T5). 

Figure II-15 : Carbone présent dans la biomasse microbienne (C échantillon fumigé – C échantillon non fumigé) 
avant le début de l’expérimentation (T0) et 5 jours après l’apport de 25 mg d’atrazine par g de sol sec (T5). 

 

Suivi de la minéralisation de 14C-éthyl atrazine (25 mg d’atrazine par g de sol sec) à 

20°C (figure II-16). 

 

Figure II-16 : minéralisation de 14C-éthyl atrazine dans les différents microsites de sol. Le 14C-éthyl atrazine a été 
apporté 5 jours après l’atrazine froide pour s’affranchir de la phase de latence observée figure II-14B. 

 

Détermination du 14C dans la biomasse microbienne par la technique de 

fumigation/extraction. Cette technique permet d’évaluer la biomasse microbienne dans les 

sols (Jenkinson and Powlson, 1976; Vance et al., 1987). Le principe est d’exposer les 

bactéries du sol à une atmosphère uniquement composée de chloroforme gazeux ce qui 

provoque leur mort par lyse cellulaire. Il y a alors libération dans le milieu de molécules 

organiques carbonées et azotées dont la concentration est proportionnelle à la biomasse 
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bactérienne de départ. Le dosage de ces molécules via la détermination des teneurs en C 

organique soluble, en rapport avec un témoin non fumigé, permet d’obtenir la biomasse 

bactérienne. Brièvement un même échantillon de sol est divisé en deux, l’un est fumigé et 

l’autre non, il sert de référence (témoin non fumigé). Ainsi 250 mg de sol sont placés dans une 

coupelle en aluminium dans une enceinte hermétique dans laquelle du chloroforme est 

vaporisé pendant 24 h (fumigation). Le carbone des échantillons fumigé et non fumigé est 

extrait sous agitation pendant 1 h avec 10 mL de K2SO4 0.5 M et le lysat est filtré 

consécutivement sur un filtre plissé Durieux puis sur un filtre 0.2 µm. Le C organique est 

ensuite dosé par oxydation thermique (1010 TOC Analyzer, OI Analytical) et le C organique 

présent dans la biomasse microbienne est déterminé en calculant la différence entre 

l’échantillon fumigé et celui non fumigé. 

Cette technique s’est avérée problématique avec le 14C-atrazine car à chaque fois (pour 

chaque prélèvement et chaque microsite), les quantités de 14C retrouvées dans le sol non 

fumigé étaient supérieures à celles retrouvées dans le sol fumigé c’est à dire après lyse des 

cellules microbiennes (figure II-17A). Cette perte de radioactivité dans les échantillons 

fumigés a eu lieu dans l’enceinte de fumigation, puisqu’une forte contamination a été 

retrouvée sur le joint de la porte ainsi que dans la graisse appliquée. Nous n’avons donc pas 

pu déterminer à quel moment le carbone issu de l’atrazine se retrouvait dans la biomasse 

microbienne. Néanmoins ces résultats nous montrent une diminution exponentielle de la 

quantité de 14C dans le sol avec le temps en parallèlement à la minéralisation de l’atrazine 

(figures II-16 et II-17). 

Figure II-17 : A. Pourcentage de 14C retrouvé dans le sol contrôle fumigé et non fumigé, B. Pourcentage de 14C 
retrouvé dans le sol contrôle, les galeries et les turricules non fumigés 

 

 Cette expérimentation ne nous a donc pas indiqué la fenêtre de temps durant laquelle 

les carbones de l’atrazine se retrouvent dans la biomasse microbienne. Suite à ces résultats, 

nous avons décidé de réaliser un suivi de la consommation de l’atrazine qui, relié aux 
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cinétiques de minéralisation déjà obtenues nous permettra de connaître les meilleurs temps 

d’incubation pour les extractions d’ARN. 

  

5.3.3. Cinétique de dégradation de l’atrazine  

 

La détection et la quantification de l’atrazine et de ses métabolites (DEA, DIA et 

hydroxyatrazine) dans nos échantillons de sol ont été réalisées par CL/SM au LERES de 

l’EHESP (Ecole des Hautes Etudes en Santé Publique, Rennes, France). Une phase de mise au 

point a été nécessaire pour adapter le protocole préexistant à des petites quantités de sol (250 

mg). Ainsi différents pourcentages d’humidité du sol ont été testés et les meilleurs résultats 

obtenus, notamment en terme de reproductibilité, correspondaient à un pourcentage 

d’humidité du sol de 50% qui sera donc utilisé par la suite.  

Pour la cinétique de dégradation nous nous sommes placés dans les mêmes conditions 

que la future expérimentation en présence de 13C-éthyl atrazine pour le SIP sur ARN de sol. 

Le sol contrôle a donc été humidifié à 50 % d’humidité, placé à 20°C, prétraité avec 25 mg 

d’atrazine par g de sol sec et 20 jours plus tard un second traitement de 25 mg d’atrazine par g 

de sol sec a été réalisé. Les consommations d’atrazine et de ses métabolites ont été suivies dés 

le prétraitement (figure II-18). Le DIA n’a jamais été détecté et les autres métabolites de 

l’atrazine (DEA et hydroxyatrazine) ont été détectés de manière sporadique pendant le 

prétraitement et plus régulièrement après le second traitement. Néanmoins les quantités 

détectées ont toujours été très faibles, juste au dessus du seuil de détection (au maximum 0.14 

et 0.13 mg de DEA et d’hydroxyatrazine respectivement par g de sol sec).  

Figure II-18 : suivi de la concentration d’atrazine apportée à T0 (prétraitement) et à 20 jours (traitement). 
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Ces résultats sont étonnants comparés à ceux obtenus par suivi de la minéralisation 

puisque les cinétiques sont différentes selon que l’on s’intéresse à la consommation ou à la 

minéralisation de l’atrazine. Cette étape de mise en place nous a néanmoins permis de 

mesurer l’importance du prétraitement car la disparition de l’atrazine est plus rapide lors du 

second apport que lors du premier. A partir de ces résultats nous avons décidé de réaliser les 

prélèvements pour les extractions d’ARN de sol à 2, 3, 4, 6 et 8 jours suivant le second 

traitement d’atrazine afin d’avoir accès aux premiers dégradants et d’éviter le ‘cross feeding’. 

La consommation d’atrazine sera mesurée en parallèle pour nous aider à choisir des temps 

d’incubations optimums pour les extractions d’ARN parmi ces 5 prélèvements réalisés. 

 

6. Traitements statistiques 

 

Selon les données, différents tests statistiques ont été utilisés : 

Non paramétriques : test Mann-Whitney (U-test) pour comparer les échantillons deux à 

deux 

Paramétriques : ANOVA à un facteur contrôlé suivie d’un test de Fischer pour tester la 

réponse des variables à un facteur et identifier les traitements significativement différents et 

ANOVA en Modèle Linéaire généralisé (GLM) pour tester la réponse des variables à 

plusieurs facteurs en testant leur interaction. 

Des Analyses en Composantes principales (ACP) ont été réalisées pour le traitement et 

la visualisation graphique des données obtenues suite aux RISA et aux T-RFLP. 

Le risque d’erreur est fixé à 5 % quelque soit le test utilisé. L’ensemble des tests 

statistiques ont été réalisés avec le logiciel Minitab 15.1.1.0 software (Minitab Inc) excepté 

les GLM réalisés dans l’article 2 ‘Combined effect of bioaugmentation and bioturbation on 

atrazine degradation in soil’ qui ont été implémentés dans R (http://www.r-project.org/ ) 

(annexe 4). Les ACP ont été réalisées avec le logiciel ADE-4 (Thioulouse et al., 1997). Les 

régressions linéaires sont réalisées sous Excel. 
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CHAPITRE III : Rôle de la bioturbation associée à la 
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1. Introduction 

 

Il est actuellement reconnu que les lombriciens modifient les communautés bactériennes 

du sol néanmoins leur incidence sur la biodégradation de l’atrazine et les bactéries impliquées 

dans ce processus restent encore très controversés. Les différentes études disponibles dans la 

littérature montrent des résultats contradictoires possiblement liés à des échelles d’observation 

différentes (Meharg, 1996; Farenhorst et al., 2000b; Gevao et al., 2001; Binet et al., 2006; 

Kersante et al., 2006). La bioturbation du sol par la macrofaune lombricienne est source 

d’hétérogénéité structurale dans les sols puisqu’elle génère des structures (microsites) 

différant en termes de porosité, de teneurs en matière organique, en carbone et azote (e.g. 

Binet and Trehen, 1992; Daniel and Anderson, 1992; Parkin and Berry, 1999; Jegou et al., 

2001). Nous nous sommes donc intéressés aux différents microsites issus de la bioturbation 

du sol par les vers (parois de galeries, contenus digestifs, turricules) en les comparant au sol 

non bioturbé. A cette échelle il est possible de discerner les impacts positifs ou négatifs des 

lombriciens sur les communautés bactériennes dégradant l’atrazine en les associant à chaque 

biostructure. 

Ce chapitre III analyse l’impact de la bioturbation du sol par la macrofaune 

lombricienne associée à la bioaugmentation sur la taille et l’activité des communautés 

bactériennes indigènes et sur la fraction bactérienne dégradant l’atrazine dans le sol. Dans un 

premier temps nous avons émis les hypothèses selon lesquelles les lombriciens modifient (i) 

l’abondance et le devenir de ces bactéries indigènes et dégradantes et (ii) l’activité de 

minéralisation de l’atrazine. Pour cela les gènes codant l’ARNr 16S et le gène atzA ont été 

quantifiés par qPCR dans du sol non bioturbé et dans différents microsites de sol issus de la 

bioturbation par les vers de terre (parois de galeries, contenus intestinaux, turricules). Par 

ailleurs un suivi de la minéralisation de l’atrazine a été effectué simultanément. Le sol de 

Vezin utilisé pour cette expérimentation étant faiblement capable de minéraliser l’atrazine, 

l’inoculation de bactéries dégradantes (Pseudomonas sp. ADP ou C. heintzii possédant 

respectivement les gènes atzABCDEF et atzABC, trzD) a également été testé.  

Les résultats obtenus à partir de cette première étude nous ont laissé apercevoir les 

limites de la quantification de gènes (expérimentation à partir d’ADN) et la nécessité de 

travailler sur l’ARN. Une seconde expérimentation basée sur la quantification de l’ARNr 16S 

et l’expression des gènes atzA et atzD a donc été réalisée. L’ARN a été extrait d’un sol non 

bioturbé et de microsites représentatifs de la bioturbation du sol par les lombriciens (parois de 
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galeries et turricules) inoculés ou non par la souche Pseudomonas sp. ADP dégradant 

l’atrazine. Cette étude a été réalisée sur les sols de Vezin et d’Epoisses qui diffèrent dans leur 

capacité à dégrader l’atrazine. L’une des hypothèses explorées est que l’impact de la 

bioturbation du sol par la macrofaune lombricienne sur l’activité totale et l’activité de 

dégradation de l’atrazine est différent selon le sol initial. Une cinétique de minéralisation de 

l’atrazine dans chaque microsite issu des deux sols a également été réalisée en parallèle. Les 

résultats issus des quantifications d’ARN de cette deuxième expérimentation complètent et 

expliquent ceux obtenus à partir des ADNs.  

Enfin, nous nous sommes intéressé à l’interaction entre la bioturbation et la 

bioaugmentation, solution potentielle pour la dépollution de sols pollués (Singer et al., 2005). 

Alors qu’à une échelle globale, Luepromchai et al. (2002) ont montré que la bioturbation du 

sol par les lombriciens associée à la bioaugmentation stimulait la dégradation des PCBs dans 

un sol contaminé, nous nous sommes intéressé à cette association à l’échelle des microsites de 

sols. En effet, à cette échelle, les lombriciens n’ont pas toujours un effet stimulant sur les 

bactéries inoculées dans le sol (Pedersen and Hendriksen, 1993; Heijnen and Marinissen, 

1995). Ainsi, en parallèle des deux expérimentations présentées dans ce chapitre nous avons 

étudiés l’impact de la bioaugmentation sur la structure des communautés bactériennes 

(analyses RISA) et sur l’activité des bactéries indigènes et dégradant l’atrazine (quantification 

de l’ARNr 16S et des ARNm issus des gènes atzA et atzD) sous contrainte de bioturbation du 

sol par les lombriciens. 
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2. Combined effect of bioaugmentation and bioturbation on atrazine 

degradation in soil (article 2) 
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Abstract 

Earthworms, because they change soil physical and chemical properties, are efficient 

engineers that act on soil microbial community and activity. Thus they may drive pollutant 

biodegradation in soil such as atrazine mineralization. We hypothesized that earthworms 

modify the abundance of indigenous soil bacteria and the fate and activity of atrazine-

degraders in the soil they engineer by bioturbation. Two bacterial strains: Pseudomonas sp. 

ADP and Chelatobacter heintzii, which have acquired the capacity to metabolize atrazine by 

carrying plasmidic atz A, B, C, D, E, F and atzA, B, C, trzD genes respectively, were used as 

bioaugmentation agents. We analyzed the interactions between earthworms (Lumbricus 

terrestris) and the indigenous and atrazine-degrading (indigenous and inoculated) bacterial 

communities by quantifying the 16S rRNA and the atzA gene sequence copies numbers, 

respectively, in different earthworm microsites. The kinetics of atrazine mineralization were 

measured to link the bacterial community changes with the degradation function. Digestion by 

earthworms significantly impacted the number of indigenous bacteria and atrazine 

mineralization in bioaugmented soils. Regarding the fate of the two atrazine-degraders tested, 

Pseudomonas sp. strain ADP survived better within the 10 days of experiment than C. heintzii 

in the bulk soil but the surviving fraction of C. heintzii was still metabolically active and able 

to mineralize atrazine. A positive “burrow-lining” effect on the atzA sequence copies number 

was observed in soil whether bioaugmented with C. heintzii or not (i.e. native indigenous 

atzA) thereby indicating that burrow-linings form a specific ‘hot spot’ for atrazine-degraders. 

The present study is the first to report the role of earthworms in selecting native catabolic key-

genes in soil (indigenous atzA). This catabolic gene selection through earthworm soil 

bioturbation could be important in sustaining the degradation (detoxification) function of soil. 

 

Keywords: Atrazine mineralization, Pseudomonas sp. ADP, Chelatobacter heintzii, 

Earthworms, atzA gene quantification 
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1. Introduction 

 

Bioturbation refers to the biological reworking of soils and sediments by inhabiting 

organisms such as plant roots and burrowing animals (Meysman et al., 2006). Earthworms are 

the predominant component of the soil fauna in temperate soils. They actively cause physical 

and chemical changes in soil by burying, feeding on organic matter, burrowing and casting 

that in turn affect the other biological components. Because soil bioturbation affects soil 

functioning (i.e. biogeochemical processes), earthworms are described as efficient ecosystem 

engineers (Jones et al., 1997).  

Bioturbation by the earthworms has been reported to affect the fate of pollutants in 

soils by changing pollutant mobility and enhancing sorption to the soil matrix (Farenhorst et 

al., 2000; Binet et al., 2006). Earthworms are also potential providers of hot spots in which 

microbial activity, specifically the bacterial degrading function, is expected to be higher than 

in bulk soil (e.g. Binet et al., 1998; Tiunov and Scheu, 2000; Schonholzer et al., 2002; Egert 

et al., 2004). This is either because the burrowed soil is more favourable for bacterial growth, 

due to additional C and N resources, or because the bacteria are more widely dispersed and 

more likely to encounter the substrate to be degraded (Lavelle et al., 2005; Van Elsas and 

Bailey, 2006). Thus soil bioturbation by earthworms may change the distribution and 

degradation of organic compounds such as pesticides.  

Atrazine (2-chloro-4-ethylamino-6-isopropylamino-s-triazine) is an s-triazine 

herbicide widely used for sorghum and maize crop protection (Smith et al., 2005). Specific 

soil bacteria, such as Pseudomonas sp. YAYA6 (Yanze-Kontchou and Gschwind, 1994), 

Ralstonia basilensis M91-3 (Radosevich et al., 1995), Pseudaminobacter sp. C147 and C195 

(Topp et al., 2000) and Chelatobacter heintzii (Rousseaux et al., 2001) are able to completely 

mineralize atrazine into CO2. These strains may serve as agents of bioremediation by 

bioaugmentation, i.e. addition to the soil of laboratory grown microorganisms capable of 

biodegrading a targeted contaminant (Silva et al., 2004). Soil bioaugmentation associated with 

earthworm bioturbation may also be relevant in enhancing soil pollutant degradation 

(Luepromchai et al., 2002). Moreover, indigenous bacteria may play a complementary role in 

the degradation process by supplying other genes that are involved in alternative and/or 

additional degradation pathways.  

Although soil bacteria degraders are important in degrading atrazine, their 

relationships with the soil macrofauna are poorly documented. The effects of earthworms on 
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atrazine mineralization remain unclear, with some published studies reporting enhanced 

mineralization (Meharg, 1996; Gevao et al., 2001) and others showing reduced degradation 

(Farenhorst et al., 2000; Binet et al., 2006). Changes in atrazine mineralization may result 

from the control exerted by earthworms on soil bacteria, as recently proposed by Kersante et 

al. (2006).  

The main objective of our studies was to understand the way in which soil 

bioturbation by earthworm impacts the indigenous and inoculated atrazine-degraders. We 

hypothesized that earthworms modify the abundance of indigenous soil bacteria and the fate 

and activity of atrazine-degraders in the soil they engineer by bioturbation. Two bacterial 

strains were used as bioaugmentation agents: (i) Pseudomonas sp. ADP (Mandelbaum et al., 

1995), which harbors the six enzymes involved in atrazine degradation encoded by atzA, B, C, 

D, E and F genes (de Souza et al., 1998a) and (ii) C. heintzii, which carries the first three 

atzA, -B and -C genes and the trzD gene (Rousseaux et al., 2001). The atzA gene was targeted 

by qPCR as this key-gene encodes atrazine chlorohydrolase and permits dechlorination of 

atrazine which is an obligatory step for its complete mineralization (Wackett et al., 2002; 

Smith et al., 2005). The 16S rRNA genes copies number was also estimated by qPCR to 

compare the number of indigenous bacteria in the soil and in L. terrestris microsites. Changes 

in the bacterial community in relation to the atrazine mineralization were compared by 

measuring 14C-atrazine degradation into 14CO2 in bioaugmented and/or bioturbated soil. 

 

2. Materials and methods 

 

2.1. Chemicals 

 

Atrazine (chemical purity 99%, Pestanal, Riedel-de Haen) and [ring-U-14C] atrazine 

(specific activity, 910 MBq.mmol-1, radiochemical purity, 98%) were purchased from Sigma-

Aldrich (St Louis, MO, USA). 

 

2.2. Soil 

 

Soil was collected in Spring 2004 from the top 0-30 cm horizon at an agricultural 

field site of the Institut National de Recherche en Agronomie (Vézin-Le-Coquet, Brittany, 

France). The field site had been cropped with maize/leguminous annual rotation since 1993 
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and thus the soil had been regularly treated with atrazine until 2003, at the time its use became 

forbidden in France. This soil was a silt loam (sand 11%, silt 74%, clay 15%, pH 6.4) with an 

organic matter content of 1.8%. The collected fresh soil was sieved at 4 mm, stored at 4°C 

and used after less than one week. The soil moisture content was 0.22 g of water per g of dry 

soil (105°C).  

 

2.3. Bacterial strains and culture media 

 

Pseudomonas sp. strain ADP and C. heintzii were cultured on solid atrazine medium, 

and a single colony was used to inoculate all liquid cultures using a 50 ml flask containing 10 

ml of atrazine (30 mg l-1 final concentration) medium (AM) (Rousseaux et al., 2001). Cultures 

were incubated aerobically under rotation (150 rev min-1) at 28°C. The purity of the bacterial 

cultures was checked by RFLP analyses of the 16S rRNA gene and tested for the presence of 

atzA sequences by PCR. Then, 1 ml of starter culture was used to inoculate 400 ml of 

tryptone-yeast (TY) medium (5 g l-1 peptones, 3 g l-1 yeast extract, 0.6 mM CaCl2) in a 1 l 

flask. Cultures were placed at 28°C under rotation (150 rev min-1). After 15 h of incubation, 

the cell densities of the bacterial cultures were assessed spectrophotometrically at 600 nm. 

Bacterial cells were then harvested by centrifugation at 6000 rev min-1 for 10 min. The 

bacterial pellets were washed twice with a mineral salt ‘KNAPP’ buffer composed of 1 g l-1 

K2HPO4, 1 g l-1 KH2PO4, 40 mg l-1 MgSO4,7 H2O, 4 mg l-1 FeCl3 (pH 6.6) and resuspended in 

300 ml of this KNAPP buffer, corresponding to an inoculum cell density of 8.1 x 1011 colony-

forming units (cfu) l-1. These prepared bacteria were used to inoculate the soil microcosms. 

 

2.4. Earthworms 

 

Adult specimens of the species Lumbricus terrestris were collected by formalin 

extraction (e.g. Binet and Le Bayon, 1999) from the same plot as the soil used in the 

microcosm experiment (see above). They were washed twice in water, placed in soil and fed 

with maize leaf litter for a one-week acclimation before the experiments were begun. Each 

microcosm then received three earthworms corresponding to a total average biomass per 

microcosm of 8.6 +/- 0.2 g. All the earthworms were still alive and active at the end of the 

experiment (11 days incubation), and the mean weight loss of 0.3 g per microcosm was not 

significant (U test: n = 12, W=170, P = 0.26). 
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2.5. Experimental design and soil microcosms preparation 

 

A 3 x 2 factorial design was used for the experiment: soil microcosms (i) without 

bioaugmentation or bioaugmented with either Pseudomonas sp. ADP or C. heintzii and (ii) 

with or without earthworms. In total, 30 microcosms were prepared with 5 replicates of each 

of the 6 treatments. Soil for bioaugmented microcosms was prepared by spraying the soil 

uniformly with 30 ml of Pseudomonas sp. strain ADP or C. heintzii cultures resulting in the 

inoculation of 1.6 x 107 cfu per gram of dry soil. Non-bioaugmented microcosms were 

prepared by adding an equivalent volume of 30 ml KNAPP buffer without bacteria. The 

experimental microcosms were then constructed as described by Binet and Trehen (1992). 

Each microcosm (PVC cylinder; 15 cm high, 10 cm diameter) was filled with 1520 g of 

corresponding soil which was compacted to a bulk-density of 1.46 g cm-3 (1992). The surface 

of each soil microcosm was then watered with 75 ml of distilled water to adjust the soil 

moisture to 0.28 g of water per g of dry soil (105°C). The microcosms were then randomly 

placed in a climate chamber at 12°C under a 12h:12h night/day photoperiod. After 2 days, 

worms were placed on the soil surface of the microcosms receiving earthworms and one day 

later all soil microcosms were treated with 25 ml of an aqueous atrazine solution (28 g l-1) 

which corresponds to the usual amount applied in the field i.e. 1 kg ha-1.    

Ten days after atrazine spraying, the soil microcosms were destroyed and 

representative soil microsites were collected from the microcosms with and without 

earthworms. Two soil microsites were sampled from the microcosms with earthworms: (i) 

burrow-linings (BL): the 2 mm thickness of soil carefully collected with a fine spatula from 

the sides of the entire burrow network, and (ii) surface-casts (SC): the faecal material 

deposited at the soil surface after 24 h. In addition, two worm microsites (i) midgut contents 

(MG) and (ii) hindgut contents (HG) were also sampled after dissecting earthworms 

previously killed by very short immersion (1 sec) in boiling-water. The amount of each soil 

microsite collected on fresh weight basis was 6.8 ± 3.8 g of burrow-linings, 0.7 ± 0.5 g of 

surface casts, 0.7 ± 0.2 g of midgut content and 0.7 ± 0.3 g of hindgut content. Only bulk soil 

(BS) was sampled from the microcosms without earthworms where there was no bioturbation. 

The bulk soil of the treatment without bioaugmentation was defined as control bulk soil. Prior 

to analysis, the water content of each soil microsite was measured after drying 500 mg of a 

soil aliquot over night at 105°C. 



Chapitre III 

107 

 

Each soil microsite was divided into two sub-samples which were used separately (i) 

to extract DNA in order to quantify the 16S rRNA and atzA genes and (ii) to investigate the 

kinetics of 14C-atrazine mineralization. These soil sub-samples were stored in plastic vials at -

20°C until used. 

 

2.6. Soil DNA extraction 

 

DNA was extracted from 250 mg of soil and gut content as described in the MS 

laboratory method of Martin-Laurent et al. (2001). DNA integrity was checked by 

electrophoresis on 1% agarose gels and the nucleic acids were quantified, in comparison with 

DNA standards, using a Biophotometer (Eppendorf, Hamburg, Germany).  

 

2.7. Quantification of 16S rRNA and atzA in microsites 

 

2.7.1. PCR primers 

Two sets of specific primer pairs were used to amplify a fragment of the 16S rRNA 

gene (341F: 5’CCTACGGGAGGCAGCAG and 515R: 5’TTACCGCGGCTGCTGGCAC) 

and a fragment of the atzA gene (A1-F: 5’ACGGGCGTCAATTCTATGAC and A1-R: 

5’CACCCACCTCACCATAGACC) (Devers et al., 2004). 

 

2.7.2. Standard curves 

Standard curves relating the number of 16S rRNA or the atzA sequence copies 

number and threshold cycle values (Ct) were generated from serial dilutions of known copies 

numbers of these 2 genes. Ct was related to the log of the copies number of the targeted gene 

using the following formula: 

Log T0 = -log E x Ct + log K                    (1) 

where E is the PCR efficiency, T0 is the initial amount of DNA and K is the calculated initial 

amount of DNA when Ct equals 0.  

To perform absolute quantification, cloned fragments were used as qPCR standards. 

The standards were prepared as follows: cultures of recombinant E. coli clones containing a 

SSU rRNA PCR fragment from a 341F/515R amplification and an atzA DNA fragment from 

an A1-R/A1-F amplification were used to prepare plasmid DNAs by lysing bacterial cells 
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with a Qiaprep Miniprep kit (Qiagen). The plasmid concentrations were measured with a 

biophotometer. 

 

2.7.3. Quantitative PCR amplification reaction mixture 

Quantitative PCRs were performed using an ABI Prism 7900HT (Applied 

Biosystems) apparatus with QuantiTect SYBR Green PCR Kit (Qiagen). The reaction was 

carried out in a final volume of  25 µl: 12.5 µl of SYBR Green PCR master mix containing 

‘HotStar’ Taq DNA polymerase, 0.3 µM forward primer, 0.3 µM reverse primer, 5 µl of DNA 

template, 1 µl of T4 gp 32 (QBiogene) and 5 µl of ultrapure water. The thermal cycling 

conditions for the 16S rRNA sequence amplification consisted of an initial step of 2 min at 

50°C and 10 min at 95°C followed by 35 cycles at 95°C for 15 sec, 60°C for 30 sec, 72°C for 

30 sec and 81°C for 15 sec. The last cycle consisted of 15 sec at 95°C, 15 sec at 60°C and 15 

sec at 95°C. The thermal cycling conditions for atzA quantification were identical except for 

the initial step which consisted of 10 min at 95°C followed by 40 cycles instead of 35. 

The calibration curves were as follows:  

Ct = - 3.68 x (number of 16S rRNA sequences) + 44.5 (R² = 0.992, n = 21)                          (2) 

and  

Ct = - 3.29 x (number of atzA sequences) + 38.4 (R² = 0.996, n = 21)                                    (3) 

The size of each qPCR product (174 bp and 203 bp for the 16S rRNA and atzA genes 

respectively) was checked by electrophoresis on 2% agarose gel. The absence of inhibitory 

effects of soil compounds on amplification of atzA genes was also checked in additional 

qPCR controls by adding 0.2 x 103 to 0.2 x 106 atzA sequence copies to the different 

environmental samples (data not shown). A coefficient K indicating the proportion of atzA 

sequence copies number in relation to the 16S rRNA sequence copies number (atzA/16S 

rRNA) was calculated (Table 1).  

 

2.8. Specificity of the atzA primers 

 

The atzA amplifications were performed in the same conditions as described above 

but without SYBRgreen. PCR products were purified after electrophoresis on 2% agarose gels 

using a minElute Gel Extraction Kit (Qiagen) and cloned into pGEM-T-Vector (Promega). Up 

to three clones were sequenced for each microsite, using the BigDye Terminator Sequencing 

Kit (Applied Biosystems) according to the manufacturer’s recommendations and analyzed 
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using the automatic sequencer ABI3130xl (Applied Biosystems). Sequences were edited using 

Sequencher 4.6 (Gene Codes Corporation) and submitted to the GenBank database under 

accession numbers EF110540 to EF110554. The sequences were compared to the nucleotide 

database by using BLASTn and a multiple alignment was performed to highlight differences 

between sequences. A phylogenetic reconstruction using the NJ-K2P strategy was done to 

cluster the detected sequences and check their similarity to the Pseudomonas sp. ADP or C. 

heintzii atzA gene (ClustalX 1.81). 

 

2.9. Atrazine-degrading bacterial activity 

 

The potential mineralization of atrazine was measured by radiorespirometric analyses 

(14CO2) using 14C-labelled atrazine. Mineralization kinetics were performed on bulk soils and 

on the two soil microsites generated by earthworms (burrow-linings and casts) in the 

bioaugmented or non-bioaugmented microcosms. Insufficient soil material from the mid- and 

hindguts was available for radiorespirometric analyses. Miniaturized experimental systems 

were used as described by Soulas (1993). Soil samples (0.5 g of dry soil or 0.25 g of casts) 

were moistened to 23% humidity, treated with 128 Bq of 14C uniformly labeled atrazine (910 

MBq mmol-1), on the basis of 1.5 mg per kg of dry soil and incubated in darkness for 28 days. 

The 14CO2 output was precipitated on Whatman paper soaked in H2BaO2 and after 2h at 80°C 

the membranes were scanned using phosphor imager (storm®, Molecular Dynamics, 

Sunnyvale, Ca, USA). The data were then analyzed with the ImageQuant program (Molecular 

Dynamics, Sunnyvale, Ca, USA). Atrazine degradation capacity was expressed as the 

percentage of 14C detected in the CO2 in relation to the initial quantity of 14C introduced from 

labelled atrazine. Also, the initial atrazine mineralization rates were calculated at 3 days.  The 

initial radioactivity was determined after quantification of 25 µL of 14C atrazine stock solution 

by liquid scintillation counting (Packard Tricarb 1900).  

 

2.10. Statistical analysis 

 

 Our qPCR dataset was analyzed using the Generalised Linear Model (GLM) after 

log transformation of the data. An analysis of deviance from the GLM was performed to 

assess the impacts of (i) earthworm bioturbation on 16S rRNA and atzA sequence copies 

numbers and (ii) bacterial bioaugmentation on 16S rRNA and atzA sequence copies numbers 
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in the different microsites. All these analyses were carried out using R (downloadable from 

http://www.r-project.org/). 

Additional non parametric tests, Mann-Whitney tests (U-test, P < 0.05) were 

performed by MINITAB software (version 13.31) to test for significant differences in (i) the 

number of atzA or 16S rRNA genes between microsites within each bioaugmentation 

treatment and (ii) K coefficient changes. 

Linear regression analysis was also used to test the relationship between the atzA 

sequence copies number and the mineralization of 14C-labelled atrazine at the beginning of the 

kinetic studies (day 3), expressed as percentage of the total radioactivity of the initially 

applied atrazine. 

 

3. Results  

 

3.1. Bacteria in soil microsites  

 

The number of copies of the 16S rRNA sequence in bulk soil, regardless of the 

bioaugmentation treatment, was approximately 2 x 109 copies per gram of dry soil (Fig. 1). As 

the number of 16S rRNA genes displayed by sequenced genomes of bacteria ranged from one 

to fifteen per cell (Fogel et al., 1999; Klappenbach et al., 2001), we estimated that the number 

of 16S rRNA copies in the soil would correspond to 1.3 x 108 to 2 x 109  bacteria per gram of 

dry soil. 

 



Chapitre III 

111 

 

 

Fig. 1 : 16S rRNA sequence copies number per gram of dry soil determined in bulk soil ‘bs’ and in earthworm 
microsites (burrow-linings ‘BL’, mid- ‘MG’ and hind-gut ‘HG’ and surface casts ‘SC’) without bioaugmentation 
with an atrazine-degrading strain (white bars), bioaugmented with 1.6 x 107 cfu.g-1 of either Pseudomonas sp. 
strain ADP (light grey) or C. heintzii (dark grey). Black bars indicate standard deviations (n = 5). Analysis of 
deviance from the Generalised Linear Model showed a significant impact of microsites, bioaugmentation and 
their interaction on the 16S rRNA sequence copies number. 
 
 

 We highlighted a negative effect of earthworms on the soil indigenous bacteria in 

the bulk soil, the burrow-linings and in casts (Mann-Whitney U test: P<0.001) but not in the 

hindgut (U test: n = 4, W = 6, P = 0.413) compared to the control bulk soil (Fig. 1). Whatever 

the bioaugmentation treatment, the number of 16S rRNA sequence copies was always the 

lowest in casts, after earthworm soil digestion. Bioaugmentation with either Pseudomonas sp. 

strain ADP or C. heintzii had no significant effect on the initial number of bacteria (U test: n = 

4, W = 4, P = 0.343 and n = 5, W = 7, P = 0.556) as the inoculated concentration was 100 

times lower than the total number in the original soil (Fig. 1). 

 

3.2. Specificity of atzA primers and diversity of atzA genes.  

 

The specificity of the primers used for atzA gene quantification was checked by 

sequencing of amplicons. The best hit of blast searches showed that all the sequences were 

atzA sequences. They exhibited 99.1% to 100% of homology compared to known sequences 

which was in agreement with a previous study by De Souza and colleagues (de Souza et al., 

1998b). The sequence alignment demonstrated that we had amplified both incorporated genes 
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from inocula and a non-negligible proportion of endemic atzA genes (5 out of 15 sequences) 

which differed from those added to soil by at a least one nucleotide (data not shown).  

 

3.3. Impact of earthworms on atrazine-degraders 

 

In non-bioaugmented soil the amounts of atzA genes were significantly enhanced in 

burrow-linings (13 times higher than in the control bulk soil on dry weight basis) but 

unchanged in casts. The number of atzA genes was the lowest in gut (only 446 and 277 copies 

of atzA gene per g of dry soil on average in the midgut and hindgut respectively) (Fig. 2). 

Bioaugmentation with Pseudomonas sp. strain ADP, contrary to bioaugmentation with C. 

heintzii, enhanced the atzA sequence copies number in the bulk soil although both were 

inoculated at the same concentration. The bulk soil in the microcosm bioaugmented with 

Pseudomonas sp. strain ADP exhibited 3.8 x 106 copies of atzA gene per g of dry soil 

compared with only 3.7 x 104 copies per g of dry soil in the bulk soil from the microcosm 

bioaugmented with C. heintzii, which closely corresponds to the number of atzA genes in the 

control bulk soil (Fig. 2). The atzA sequence copies number in soil bioaugmented with 

Pseudomonas sp. strain ADP decreased in all microsites compared to the bulk soil (Fig. 2, U 

test: n = 4, W = 20, 16, 16 and 12 in burrow-linings, midgut, hindgut and casts respectively, 

P<0.001). Interestingly, a positive “burrow-lining” effect on the atzA sequence copies number 

was observed in soil microcosms that had not received any inoculum (i.e. native indigenous 

atzA) or had received C. heintzii (Fig. 2, U test: n = 4, W = 10, P<0.05).  
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Fig. 2: atzA sequence copies number per g of dry soil determined in soil sample in bulk soil bs and in earthworm 
microsites (burrow-linings ‘BL’, mid- ‘MG’ and hind-gut ‘HG’ and surface casts ‘SC’) without bioaugmentation 
with an atrazine-degrading strain (white bars), bioaugmented with 1.6 x 107 cfu.g-1 of either Pseudomonas sp. 
strain ADP (light grey) or C. heintzii (dark grey). Black bars indicate standard deviations (n = 5). Analysis of 
deviance from the Generalised Linear Model showed a significant impact of microsites, bioaugmentation and 
their interaction on atzA sequence copies number. 
 

3.4. Proportion of atrazine-degrading bacteria in the indigenous bacteria 

 

After bioaugmentation with Pseudomonas sp. strain ADP, the proportion of atzA 

genes in relation to 16S rRNA genes in bulk soil was 1698 x 10-6 versus 5 x 10-6 without 

bioaugmentation, thus 324 times higher (Table 1). Such a high atzA increase was not observed 

after bioaugmentation with C. heintzii as K was only 19 x 10-6. The same proportion of atzA 

genes in relation to 16S rRNA genes was observed in burrow-lining, whatever the treatment 

(K range from 159 x 10-6 to 185 x 10-6, Table 1). The lowest K value was most often observed 

in gut parts, the atzA sequence copies number decreasing significantly in this microsite 

between the three treatments (Table 1, Fig. 2). This pattern was modified after soil excretion 

as positive atzA gene selection was observed in casts but with high variability. 
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Table 1 : Coefficient (K) indicating the ratio of atzA sequence copies number in relation to 16S rRNA sequence 
copies number (atzA/16S) in each microsite with or without bioaugmentation. ‘BS’ bulk soil, ‘BL’ burrow-
linings, ‘MG’ midgut, ‘HG’ hindgut and surface casts ‘SC’. 
 

 

 

3.5. Atrazine mineralization 

 

The amounts of mineralized atrazine in soil microsites that had not received bacterial 

strains were very low: less than 8% of the initially added atrazine was mineralized after 28 

days with initial mineralization rates ranging from 0.9 to 2.7 ng of atrazine per day (Fig. 3). 

Bioaugmentation with Pseudomonas sp. strain ADP and C. heintzii greatly increased atrazine 

mineralization, except in the casts in which the rate of mineralization was very low (< 1.6 ng 

of atrazine per day) and the amount of mineralized atrazine did not exceed 4% after 28 days 

(Fig. 3). Atrazine mineralization was initiated more slowly in the presence of C. heintzii than 

in the presence of Pseudomonas sp. strain ADP. For instance, the daily mineralization rates in 

bulk soil and burrow-linings were 13.9 vs 61.7 and 24.7 vs 36.3 ng of atrazine in presence of 

C. heintzii and Pseudomonas sp. strain ADP, respectively. Despite the apparent poor survival 

of C. heintzii, the atrazine mineralization after 28 days was similar to or even higher than that 

of Pseudomonas sp. strain ADP in bulk soil and in earthworm microsites (65% vs 65.9% in 

bulk soil, 66.3% vs 55.9% in burrow-linings and 2.8% vs 3.9% in casts) (Fig. 3). 

 

Microsites Average (10-6) SD (10-6) Average (10-6) SD (10-6) Average (10-6) SD (10-6)
BS 5.24 4.75 1698.14 655.26 18.58 8.02

BL 184.89 65.18 159.75 85.75 164.24 39.65

MG 22.22 25.69 0.02 0.00 0.15 0.12

HG 0.19 0.13 18.87 4.92 0.08 0.01

SC 52.40 33.40 353.14 283.77 250.26 277.03

without bioaugmentation Pseudomonas sp. strain ADP Chelatobacter heintzii
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Fig. 3: Mineralization of 14C-atrazine in the various microsites: bulk soil (straight line), burrow-linings (dot line) 
or casts (dash line) without bioaugmentation and bioaugmented with 1.6 x 107 cfu.g-1 of either Pseudomonas sp. 
ADP or C. heintzii. 

 

The amount of mineralized atrazine was dependent on the abundance of atzA genes 

in bulk soil (R² = 0.87, n = 15, P<0.001) i.e. the basically low atzA sequence copies number 

and atrazine mineralization rate in soil without bioaugmentation were both proportionally 

enhanced after bioaugmentation. This was not observed in soil burrowed by worms where 

similar atzA sequence copies numbers per g of dry soil in the burrow-linings resulted in 

different atrazine mineralization rates (R2 = 0.16, n = 15, P>0.05). 
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4. Discussion 

 

By using culture-independent tools such as qPCR, the present study provides 

evidence of the impact of soil bioturbation by earthworms on the fate of atrazine-degraders 

and their degrading activity. Soil bioturbation was thus found to sustain spatial heterogeneity 

in atrazine degradation. This study also brought new insights into the way earthworms drive 

indigenous soil bacteria. 

 

4.1. Earthworm soil digestion 

 

Earthworms interact with soil bacteria through their feeding activities which generate 

two kinds of biological interactions: predation, as earthworms may use soil bacteria as a 

nutrient source (Bohlen and Edwards, 1995) and mutualism, as the soil bacteria benefit from 

the organic material ingested by earthworms and from the intestinal mucus secreted in the gut  

(Lavelle and Gilot, 1994; Garvin et al., 2000).  

In the absence of bioaugmentation, a decrease of the indigenous bacteria during 

passage through the earthworm gut was observed in the midgut followed by an increase in the 

hindgut (Fig. 2). This could be explained by the decreased enzyme content (amylase, 

protease) (Tillinghast et al., 2001) and the absence of microbicidal activity of the gut fluid in 

hindgut compared to midgut (Khomyakov et al., 2007).  

In casts the atzA sequence copies number after bioaugmentation with C. heintzii or 

Pseudomonas sp. ADP were 6.6 x 104 and 3.5 x 104 per gram of dry soil respectively but no 

enhanced mineralization was observed (Figs. 2 and 3). This could be explained either by a 

negative impact of earthworm soil digestion on the metabolic activity of the two strains or by 

limited atrazine bioavailability in casts. Enhanced atrazine sorption to the soil that earthworms 

engineer has been shown to reduce the bioavailability of atrazine to soil microorganisms and 

in turn to decrease atrazine mineralization (Farenhorst et al., 2000; Binet et al., 2006). Soil 

ingestion by L. terrestris was also observed to reduce the size of the soil Pseudomonas sp. 

ADP population (Kersante et al., 2006). Thus bacterial digestion by earthworms may have 

reduced bacterial abundance and consequently atrazine mineralization in the casts as no 

increased mineralization was observed even with bioaugmentation (Fig. 3). Wolter and Scheu 

(1999) reported that the actual microorganisms were not assimilated by earthworms whereas 

other authors observed that soil ingestion by Lumbricus species reduced the microbial 



Chapitre III 

117 

 

biomass (Devliegher and Verstraete, 1995) and the abundance of bacterial inoculum (Heijnen 

and Marinissen, 1995). Our results, derived from culture-independent tools, reinforce the 

latter hypotheses that L. terrestris used the soil microorganisms as nutrient source when the 

soil organic matter content was low as (i) the number of indigenous bacteria decreased in 

casts and (ii) no enhanced atrazine mineralization after bioaugmentation was observed after 

soil digestion (Figs. 1 and 3). Moreover, the high variability in the changes of atzA genes in 

relation to 16S rRNA genes (Table 1) observed in casts likely indicated profound structural 

modifications within the microbial communities in relation to the microhabitat, as already 

suggested by Tiunov and Scheu (2000) and Scullion et al. (2003).  

 

4.2. Fate of the two atrazine-degraders tested for bioaugmentation.  

 

Survival of Pseudomonas sp. strain ADP in bulk soil, in the short term, was better 

than that of C. heintzii (Fig. 2). We suggest that C. heintzii may be less competitive towards 

indigenous bacteria but the surviving fraction was metabolically active and able to mineralize 

atrazine. Rousseaux and colleagues (2003) tested different inoculation rates of C. heintzii Cit1 

in two soils exhibiting poor ability to mineralize atrazine and showed that an increase in 

atrazine mineralization was obtained with an inoculum density as low as 104 cfu.g-1. Based on 

these results, we suggest that the atzA gene copies number found in our experiments should be 

high enough to explain the enhanced mineralization in bulk soil and burrow-linings. 

 

4.3. Burrow-linings, a special microsite for indigenous atrazine-degraders 

 

According to atzA gene sequencing, atrazine degradation in the soil microsites 

resulted from both indigenous and inoculated atrazine-degraders. The atzA gene retrieved 

from burrow-linings was derived from the indigenous soil bacteria rather than from the 

inoculated strains as shown by the comparison of atzA sequence copies numbers in soil 

microsites with or without bioaugmentation (Fig. 2). Thus burrow-linings formed a special 

microsite for indigenous atrazine-degrading strains whereas, strikingly, the number of 

indigenous 16S rRNA sequences decreased in this microsite (Figs. 1 and 2). The enhanced 

abundance of atzA relative to the 16S rRNA sequence copies number in burrow-linings was 

consistent with previous observations (Kersante et al. unpublished) showing higher 

concentration of hydroxyatrazine in burrow-linings compared with bulk soil. Furthermore, 
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burrow-linings of L. terrestris were found to concentrate more atrazine than the bulk soil, due 

to their higher organic matter content (Farenhorst et al., 2000; Binet et al., 2006). Park et al. 

(2003) also observed a chemotaxis phenomenon in Pseudomonas sp. strain ADP towards 

atrazine and demonstrated a possible access to sorbed atrazine in organic muck soil. They 

showed that significantly higher amounts of Pseudomonas sp. strain ADP were localized in 

the vicinity of sorbed atrazine. The aerobic conditions that prevail in burrow-linings would be 

expected to favor biotic atrazine mineralization (Goswani and Green, 1971; Shapir et al., 

1998). 

In the present study the atzA gene selection did not result in enhanced atrazine 

mineralization in burrow-linings of the soil without bioaugmentation. This suggests that the 

atrazine-degrading activity and/or gene expressions of indigenous bacteria harbouring atzA 

were not the same as those of the inoculated strains in this specific microsite. It might be that 

indigenous bacteria did not harbour the entire atrazine mineralization pathway. Thus the atzA 

sequence copies number did not necessarily reflect the level of mineralization (e.g. the atzA 

sequence copies number in burrow-linings in Fig. 2 was not related to the level of 

mineralization in Fig. 3). Another explanation is that indigenous atrazine-degrading bacteria, 

unlike the inoculated strains, might not be active or might only express the atzA gene at a low 

level thus displaying a low level of atrazine mineralization. Note that native atzA gene 

selection in burrow-linings in soil bioaugmented with C. heintzii resulted in accelerated 

atrazine mineralization compared to bulk soil. Although further analyses are required, we can 

speculate that even if C. heintzii remained at a low level, the atzB, atzC and trzD harbored by 

this strain was sufficient to complement the atrazine-degrading pathway of the indigenous 

strains. 

 

4.4. Conclusions 

 

It is clear from the results presented here that earthworm bioturbation produced 

profound changes in atrazine-degrading bacteria and atrazine mineralization. A correlation 

between the amounts of atzA genes and mineralization rates was observed in bulk soil but not 

in soil bioturbated by earthworms. This earthworm effect probably resulted from a 

combination of (i) the decrease of atzA genes harboured by atrazine-degrading strains such as 

Pseudomonas sp. ADP as previously reported by Kersante et al. (2006), (ii) the possible 

selection of indigenous bacteria harbouring atzA genes in the burrow-linings, as shown in the 
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soil treatment without bioaugmentation (Fig. 2) and (iii) the fact that the atzA gene copies 

number does not provide a direct estimation of the effectiveness of atrazine mineralization. 

Future work will therefore be focused on transcripts and a RT-qPCR strategy will be used to 

overcome this problem. 

As far as we know, this is the first report to describe the role of earthworms in 

sustaining native catabolic key-genes in soil (soil indigenous atzA). If one considers the large 

extent of earthworm burrow networks in soil (Kretzschmar, 1982; Edwards et al., 1990; 

Pitkanen and Nuutinen, 1997) the atzA gene selection in earthworm burrow-linings might 

have consequences on atrazine degradation at the field scale. These results call for a more 

strategic use of soil bioturbation by earthworms, as soil genoaugmentation, i.e. selection of 

catabolic genes, could be of great importance in sustaining the degradation function as well as 

in perspectives of bioremediation of atrazine-polluted soils. 
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Abstract 

Soil is a heterogeneous system with zones of enhanced biological activities called 

‘hot-spot’ that can result from soil bioturbation by roots growth or by inhabiting macrofauna. 

Soil sustains various services among which pollutant degradation mediated by adapted 

bacteria. Atrazine constitutes a good model of pesticide contaminating agricultural soil and its 

biodegradation pathways have been elucidated. The atzA gene encodes the enzyme 

responsible for atrazine dechlorination and the atzD gene the enzyme catalyzing the cleavage 

of the s-triazine ring. The expression of these two genes was investigated during in situ 

degradation of atrazine in soil drilosphère (burrow-linings and surface casts) and in bulk soil 

of two soils that differed in their ability to mineralize atrazine (Epoisses and Vezin soils able 

to rapidly and slowly degrade atrazine respectively). Mineralization rates were estimated by 

quantification of 14CO2 emission from degradation of 14C-atrazine. Interestingly, although 

atzA gene was present in both soils, its expression was not detected. As expected, atrazine 

mineralization was enhanced in soil microsites from the Epoisses soil where higher levels of 

atzD expression were observed compared to the soil microsites from the Vezin soil. 

Earthworm impacts on atrazine mineralization depended on the soil as enhanced 

mineralization was observed in casts from the Epoisses soil but in burrow-linings from the 

Vezin soil. However, in both cases, consistent higher levels of atzD mRNA were quantified in 

these microsites. The present study underlined the importance of soil heterogeneity in atrazine 

degradation. 
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Introduction   

 

Soil is a complex and dynamic system that sustains several functions corresponding to 

ecological services provided to humankind. Among these main ecological services, natural 

attenuation of pollutants relying on both the detoxification and the degradation is of prime 

interest for the environment (Daily et al., 1997; Swift et al., 2004). This soil ability is mainly 

supported through microbial adaptation to pollutants biodegradation (e.g. Cerniglia, 1992; 

Radosevich et al., 1995). This microbiological adaptation is thus of main importance as 

pollutant detoxification and degradation result also in ecosystem resistance and/or resilience. 

Atrazine constitutes a good model of pesticide contaminating agricultural soil as it has 

been used worldwide over the last 50 years. Its biodegradation in soil has been extensively 

studied and this process has been linked to i) high bacterial diversity through isolation and 

characterization of numerous atrazine-degrading bacterial strains (e.g. Behki et al., 1993; 

Yanze-Kontchou & Gschwind, 1994; Mandelbaum et al., 1995; Topp et al., 2000) and 

degrading bacterial consortia (Alvey & Crowley, 1996; Smith et al., 2005; Martin-Laurent et 

al., 2006) and ii) detection of atz and trz genes coding atrazine-degrading enzymes (de Souza 

et al., 1998; Martinez et al., 2001; Mulbry et al., 2002). Among these genes, (i) atzA and trzN 

encode the enzyme responsible for atrazine dechlorination, the first step of atrazine 

degradation, leading to the formation of hydroxyatrazine (de Souza et al., 1996; Mulbry et al., 

2002), while (ii) atzD and trzD genes encode enzymes catalyzing the cleavage of the s-

triazine ring which is then quickly metabolized (Eaton & Karns, 1991; Martinez et al., 2001). 

However, although atrazine degraders are well described and atrazine-biodegradation 

potentially well documented, the in situ expression of genes involved in atrazine degradation 

has to be demonstrated in soil. Indeed soil is a heterogeneous system (Ettema & Wardle, 

2002) in which bacterial activities, including pesticide degradation, greatly vary in time and 

space at the field scale, (Walker et al., 2002; Stenrod et al., 2006; El Sebai et al., 2007). 

Spatial heterogeneity in bacterial activities has often been shown to be related to 

discontinuities in nutrients resources in soils, with ‘hot spots’ such as the rhizosphere or the 

drilosphère (e.g. soil bioturbated by earthworms) harboring higher activities than elsewhere in 

soil (Nannipieri et al., 2003; Meysman et al., 2006). It has previously been shown that linked 

to the increase in the bacterial activity, the activity of atrazine degrading communities can be 

enhanced in the rhizosphere ‘hot spot’ (Piutti et al., 2002). 
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As first attempt, DNA-based assays have been used to link atrazine mineralization 

with degrading gene amounts in soil drilosphère (Kersante et al., 2006; Monard et al., 2008). 

However a better approach would be to focus on specific gene expression rather than to the 

genetic potential as mRNA is an indicator of in situ activity (Prosser, 2002). Thus, the 

expression of the atz atrazine degrading genes has been quantified by RT-qPCR and related to 

degradation kinetics in pure culture of two different degrading strains (Devers et al., 2004). 

Up to date, atrazine degrading gene expression has never been quantified in soil. With the 

development of effective RNA extraction protocols from soil samples that allows the recovery 

of high quantities of quality mRNA, in situ transcriptional analysis can be now performed. 

Recently, Leininger et al. (2006) successfully quantified amoA cDNA by real time PCR from 

ammonia-oxidizing bacteria and Archaea in agricultural soil. More recently Nicolaisen et al. 

(2008) have linked MCPA mineralization to the tfdA gene expression in soil bioaugmented a 

MCPA degrading strain. In line with these recent results, the present study relates atrazine 

mineralization with the expression of atrazine-degrading genes atzA and atzD in drilosphère 

as specific hot spot in soil. 

Thus, we first hypothesized that atrazine degrading gene expression depends on 

whether soil degrades easily atrazine or not, i.e. soil bacteria are adapted or not to atrazine 

mineralization. Regarding the spatial heterogeneity of genes expression in soil, we secondly 

tested the hypothesis that atrazine gene expression differs among various soil microsites that 

are closed but spatially independent. Soil microsites generated by earthworm bioturbation 

were then chosen to perform the transcriptional analysis of atrazine degrading genes.  

 

Materials and methods 

 

Soils 

Soils were collected from the upper layer (0-30 cm) of two different agricultural sites of the 

Institut National de Recherche en Agronomie in France: i) Epoisses (Côte d’Or), a soil with 

continuous maize crop, treated with atrazine from 1990 to 2000 and able to rapidly mineralize 

atrazine (Rousseaux et al., 2001) and ii) Vezin (Ille et Vilaine), a soil with rotation 

maize/bean, treated with atrazine from 1997 to 2003 but that displays a low capacity to 

mineralize atrazine (Kersante et al., 2006; Monard et al., 2008). Epoisses soil was a clay loam 

(sand 6.5%, silt 50.3%, clay 43.2%, OM 3.3%) and had a pH of 6.7 while Vezin soil was a silt 
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loam (sand 11%, silt 74%, clay 15%, OM 1.8%) with a similar pH of 6.4. The collected fresh 

soils were sieved at 4 mm and stored at 4°C until use.   

 

Determination of the atrazine degradation genetic pool 

Before experiments the atzA, atzD, trzN and trzD genes were screened in the soils from 

Epoisses and Vezin by PCR after DNA extraction. The DNA was extracted from 250 mg of 

each fresh soil using the DNeasy Plant Mini Kit from Qiagen (Qiagen) according to the 

manufacturer recommandation. PCR were performed in a 25 µl reaction mixture consisted of 

4 µl of 10-fold diluted RNA, 2.5 u of AmpliTaq DNA polymerase with 1X PCR Buffer 

(Applied Biosystems, Foster city, CA), 5 nmol of dNTP, 5 pmol of forward and reverse 

primers (Table 1). The PCR reactions were performed under the following conditions: 94°C 

for 4 min, 35 cycles of 94°C for 1 min, 1 min at 60°C for the atzA, atzD and trzN 

amplifications and at 55°C for the trzD amplification, 72°C for 2 min, plus an additional 15 

min cycle at 72°C. The presence of PCR products was observed by electrophoresis on a 1.5 % 

agarose gel. Since no trzN and trzD were detected in the two soils, further analyses by RT-

qPCR only targeted the atzA and atzD genes. 

 

TABLE 1: Sequence of the primer pairs used in this study 

 

Soil microcosms 

 Soil microcosms were prepared as described by Binet and Trehen (1992). Each microcosm 

(PVC cylinder; 15 cm high, 10 cm) was filled with 4 mm-sieved-fresh soil (water content of 

30% w/w) that was compacted to a bulk-density of 1.4 and 1.2 g cm-3 for the Vezin and 

Epoisses soils respectively. Five true microcosm replicates were performed for each soil. The 

microcosms were placed in a climate chamber at 12°C under a 12h:12h night/day photoperiod 

and treated with atrazine to simulate a field application rate of 1 kg ha-1. After one day, three 

Target gene Primer Nucleotidic sequence (5'→ 3') Reference
16S rRNA 341f CCTACGGGAGGCAGCAG Muyzer et al . 1993

515r TTACCGCGGCTGCTGGCAC Xia et al . 2000
atzA Af ACGGGCGTCAATTCTATGAC Dever et al . 2004

Ar CACCCACCTCACCATAGACC
atzD Df TCCCACCTGACATCACAAAC Dever et al . 2004

Dr GGGTCTCGAGGTTTGATTG
trzN trzNf CACCAGCACCTGTACGAAGG Martin-Laurent et al . 2006

trzNr GATTCGAACCATTCCAAACG
trzD trzDf CCTCGCGTTCAAGGTCTACT Martin-Laurent et al . 2006

trzDr TCGAAGCGATAACTGCATTG
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adult specimens of the earthworm species Lumbricus terrestris were added on the soil surface 

with a total average biomass of 10.4 +/- 0.2 g per microcosm. Every two days, earthworm 

surface casts were harvested and stored à -20°C until use and twelve days after earthworms’ 

addition, soil microcosms were destroyed. The bulk soil not burrowed by earthworms and the 

burrow-linings corresponding to the 2 mm thickness of soil carefully collected with a fine 

spatula from the sides of the entire burrow network were sampled and stored à -20°C until 

use. The whole casts (two days old casts) sampled from the same microcosm were pooled 

together. Each soil microsite (bulk soil, burrow-linings and casts) was divided in two 

subsamples: one fraction of 0.5 g to measure atrazine mineralization and the other fraction 

containing the remainder of soil microsite (from 1.5 to 7.3 g of burrow-linings, from 0.3 to 4.6 

g of casts and 10 g of bulk soil) to perform the RNA extractions. 

 

Atrazine mineralization  

The potential mineralization of atrazine was measured by radiorespirometric analyses (14CO2) 

using 14C-ring labeled atrazine. Mineralization kinetics were performed on bulk soils, burrow-

linings and casts from the Vezin and Epoisses soils microcosms. Miniaturized experimental 

systems were used as described by Soulas (1993). Soil samples (0.5 g) were moistened to 

23% humidity, treated with 128 Bq of 14C-labeled atrazine (910 MBq mmol-1), on the basis of 

1.5 mg per kg of dry soil and incubated in darkness for 27 days. The 14CO2 output was 

precipitated on Whatman paper soaked in H2BaO2 and after 2h at 80°C the membranes were 

scanned using phosphor imager (storm®, Molecular Dynamics). The data were then analyzed 

with the ImageQuant program (Molecular Dynamics). Atrazine degradation capacity was 

expressed as the percentage of 14C detected in the CO2 in relation to the initial quantity of 14C 

introduced from labeled atrazine. The initial radioactivity was determined after quantification 

of 25 µL of 14C atrazine stock solution by liquid scintillation counting (Packard Tricarb 

1900).  

 

RNA extraction 

While one of the two soil subsamples was treated with 14C-labeled atrazine for the 

mineralization experiment, the other was at the same time treated with similar amounts of 

unlabeled atrazine (1.5 mg of per kg of dry soil) to performed total RNAs extractions after 

different incubation time: i) Prior this unlabeled-atrazine treatment, RNA was extracted from 

the bulk soil of Epoisses and Vezin soil microcosms to determine the initial expression level 
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(T0) and ii) Seven and thirteen days following this second atrazine treatment, RNA was 

extracted from bulk soil, burrow-linings and casts of the five microcosm replicates from 

Epoisses and Vezin soils according to Monard et al. (submitted). For each soil sample and 

sampling date, total RNAs were extracted from two independent extractions of 250 mg of 

fresh soil and pooled at the end of the procedure to increase the RNA recovered. The RNA 

pellets were resuspended in 50 µl of ultrapure Dnase- and Rnase-free water. All RNA samples 

were treated with RNase-free DNase I in presence of RNasin® Plus RNase inhibitor 

(Promega). RNA quantity was calculated from absorption at 260 nm using a 

spectrophotometer (NanoDrop Technologies).  

 

Reverse transcription  

Reverse transcriptions were performed as described by Devers et al. (2004) with 125 ng of 

RNA. The 515r (Xia et al., 2000), Ar, Dr (Devers et al., 2004) primers were used as reverse 

primers for the reverse transcription of the 16S rRNA, atzA and atzD mRNA respectively 

(table 1). Ten units of AMV-RT and 200 units of MMLV-RT (Promega) were used as reverse 

transcriptases.  

 

Quantitative PCR 

The quantitative PCR were carried out in an ABI Prism 7900HT (Applied Biosystems) 

apparatus with QuantiTect SYBR Green PCR Kit (Qiagen). The 20 µl reaction mixtures 

contained 12.5 µl of SYBR Green PCR master mix containing ‘HotStar’ Taq DNA 

polymerase, 0.3 µM primers (table 1) for the amplification of the 16S rRNA, atzA and atzD 

cDNA respectively, 2 µl of RT products, 1 µl of T4 gp 32 (QBiogene) and 5 µl of ultrapure 

water. The thermal cycling conditions for the 16S rRNA sequence amplification consisted of 

an initial step of 2 min at 50°C and 10 min at 95°C followed by 35 cycles at 95°C for 15 sec, 

60°C for 30 sec, 72°C for 30 sec and 81°C for 15 sec. The last cycle consisted of 15 sec at 

95°C, 15 sec at 60°C and 15 sec at 95°C. The thermal cycling conditions for atzA and atzD 

quantifications were identical except for the initial step which consisted of 10 min at 95°C 

followed by 40 cycles instead of 35. 

 

 Statistical analysis 

The general linear model (GLM) was used to test the significance among differences in gene 

expression levels, initial mineralization rate (at 3 days) and total amounts of mineralized 
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atrazine at 27 days between the two soils and the three microsites. Data from each treatment 

were also compared by a single factor analysis of variance (ANOVA1) followed by a Post 

hoc test carried out with a Fisher’s test to identify which treatment were significantly different 

from which. The minitab 15.1.1.0 software (Minitab Inc.) was used to performed statistical 

analyses. 

 

Results 

 

Atrazine degradation genetic pool 

Among the four genes involved in atrazine degradation expected to be recovered in the two 

soils, only atzA and atzD were detected in Epoisses and Vezin soils. However, atzA was not 

expressed in any of the two soils whatever the microsite. To check if this lack of expression 

was due to a methodological bias, complementary experiments were performed on both soils. 

They were inoculated with the atrazine degrading strain Pseudomonas sp. ADP (1.6 x 107 cfu 

per g of dry soil) that is known to harbor the atzA gene (de Souza et al., 1996). In that 

particular case, atzA expression was detected but at a basal level (data not shown). This 

indicated that atzA gene can potentially be expressed in the two given soils and that our 

methodological procedure allowed detection of its expression. 

 

Atrazine mineralization activity  

Significant differences in atrazine mineralization activity (initial mineralization rate and 

maximum amounts of mineralized atrazine, Table 2, P<0.001) were observed between 

Epoisses and Vezin soils while significant differences between soil microsites were only 

observed for the initial mineralization rate (Table 2, P<0.05).  

 

TABLE 2: General linear modeling of i) the relative number of atzD mRNA, ii) the initial atrazine 
mineralization rate at 3 days and iii) the total atrazine mineralization at 27 days following soil atrazine treatment 
according to the soil types and microsites.   
 

 

Factors ddl Sum of squares F P ddl Sum of squares F P ddl Sum of squares F P
Soil 1 0.1 10-6 2.45 0.125 1 2923.37 867.3 0.000 1 19582.2 181.68 0.000
Microsite 2 1.5 10-6 8.02 0.001 2 27.02 4.03 0.034 2 31 0.16 0.854
Error 41 3.9 10-6 20 67.08 20 1952.7
Total 44 5.5 10-6 23 3017.47 23 20565.8

number of atzD  mRNA per 106 16S rRNA initial mineralization rate total mineralization at 27 days
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Atrazine mineralization in microsites from the Epoisses soil was significantly faster than the 

ones from the Vezin soil (Fig. 1). Thus, after 27 days of incubation, from 72 to 94% of 

initially applied atrazine were mineralized in the Epoisses soil microsites whereas only 18 to 

36% were mineralized in the Vezin soil microsites (Fig. 1). Initial daily mineralization rates 

also greatly differed between the two soils and the soil microsites. Thus 180 vs 7, 149 vs 6 

and 205 vs 2 ng atrazine were mineralized per day in 0.5 g of bulk soil, burrow-linings and 

casts of the Epoisses and the Vezin soil respectively. While in the Epoisses soil, the highest 

and the smallest amounts of mineralized atrazine were observed in casts and in burrow-linings 

respectively, the opposite was detected in microsites from the Vezin soil, indicating deep 

changes by soil bioturbation in gene expressions. 

 

Fig. 1: Kinetics of atrazine mineralization for 27 days following atrazine treatment (expressed as % of initially 
applied atrazine) from bulk soil (straight line), burrow-linings (dot line) and casts (dash line) from Epoisses (A) 
and Vezin (B) soil microcosms. 

 

0

20

40

60

80

100

0 5 10 15 20 25 30

%
 o

f 
in

iti
al

ly
 a

p
p

lie
d

 a
tr

az
in

e

days

A

B

0

10

20

30

40

50

0 5 10 15 20 25 30

%
 o

f 
in

iti
al

ly
 a

p
p

lie
d

 a
tr

az
in

e

days



Chapitre III 

134 

 

Quantification of 16S rRNA and atzD gene copy number expressions  

Among the different soil microsites from the Epoisses and Vezin soils, the quantified 16S 

rRNA varied from 1.7 1010 to 9 1012 copy number per g of dry soil but the differences were 

not significant because of the heterogeneity of the replicated measures (F=2.07, P=0.172, data 

not shown). The expression of the atzD gene did not either varied significantly (from 1.4 107 

to 9.1 107 copy number per g of dry soil) except lower levels of expression in bulk soil from 

the Vezin soil (5.1 105, 1.53 106 and 4.11 105 at T0, at 7 and 13 days respectively, data not 

shown). According to these results, the 16S rRNA was used to normalized quantification and 

the relative amount of atzD mRNA was calculated by the ratio: [atzD mRNA]/[16S rRNA]. 

This relative amount was expressed as number of copy of atzD mRNA per 106 16S rRNA. 

 

Expression of atzD in bulk soils with time  

Whatever the inoculation time, the atzD expression in the bulk soil from Vezin was always 

lower than the one observed in the bulk soil from Epoisses (Fig. 2). Regarding changes in the 

expression of atzD with time in bulk soils, expression increased to 146 and 49 mRNA per 106 

16S rRNA at 7 days and then decreased to 46 and 3 mRNA per 106 16S rRNA at 13 days in 

the Epoisses and Vezin soils, respectively (Fig. 2). However all these differences were not 

significant since the standard deviations were high. 

Fig. 2: Relative number of atzD mRNA per 106 16S rRNA measured in bulk soil from Epoisses (white bars) and 
in Vezin (grey bars) soil microcosms before atrazine amendment (T0) and after 7 and 13 days of incubation.   

 

Expression of atzD in soil microsites  

Whereas no significant difference in the atzD expression between the two soils was observed, 

atzD was significantly differently expressed in the soil microsites (Table 2, P<0.01). For 
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instance, in the Epoisses soil, 7 days after the atrazine treatment, the expression of atzD in  

bulk soil was lower than in burrow-linings and casts (146, 363 and 868 mRNA per 106 16S 

rRNA respectively, Fig. 3A). Irrespective to incubation times, atzD expression in burrow-

linings and casts was significantly different from the one in bulk soil (F=9.69, P<0.01 and 

F=8.72, P<0.05 respectively, data not shown). The relative number of atzD mRNA in burrow-

linings at 13 days was undetermined as quantification was obtained for one replicate only 

(Fig. 3A). In the Vezin soil, atzD mRNA copy number in soil microsites showed similar 

pattern at 7 and 13 days: atzD expression was the highest in burrow-linings and the lowest in 

bulk soil, with casts as intermediate (Fig. 3B). Regarding the two incubation times, only the 

atzD expression in burrow-linings significantly differed from the one in bulk soil (F=9.86, 

P<0.01, data not shown). In both soils and all microsites, the atzD mRNA copy number 

decreased from 7 to 13 days. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 

Fig. 3: Relative number of atzD mRNA per 10

linings (BL, pale grey) and in surface casts (SC, dark grey) from Epoisses (A) and Vezin (B) soil microcosms 

after 7 and 13 days of incubation. ND: Not determined. 

 

Discussion 

The use of RT-qPCR to quantify functional gene expression allowed detection of low 

abundance of mRNA (Saleh-Lakha et al., 2005)

technique requires the use of an internal reference to estimate gene expression as a relative 

amount of target mRNA and to normalized quantification. Quantification of specific mRNA is 

ideally made relative to a constitutively expressed household gene as often applied in studies 

on eukaryotic gene expression (e.g. Yuan

bacterial gene has yet been identified, mRNA levels have already been related to the 

mRNA per 106 16S rRNA measured in bulk soil (BS, white bars), burrow

linings (BL, pale grey) and in surface casts (SC, dark grey) from Epoisses (A) and Vezin (B) soil microcosms 

after 7 and 13 days of incubation. ND: Not determined.  

quantify functional gene expression allowed detection of low 

Lakha et al., 2005). Due to sample and processing variation, this 

technique requires the use of an internal reference to estimate gene expression as a relative 

target mRNA and to normalized quantification. Quantification of specific mRNA is 

ideally made relative to a constitutively expressed household gene as often applied in studies 

on eukaryotic gene expression (e.g. Yuan et al., 2000; Semighini et al., 2002). 

bacterial gene has yet been identified, mRNA levels have already been related to the 
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16S rRNA measured in bulk soil (BS, white bars), burrow-

linings (BL, pale grey) and in surface casts (SC, dark grey) from Epoisses (A) and Vezin (B) soil microcosms 

quantify functional gene expression allowed detection of low 

Due to sample and processing variation, this 

technique requires the use of an internal reference to estimate gene expression as a relative 

target mRNA and to normalized quantification. Quantification of specific mRNA is 

ideally made relative to a constitutively expressed household gene as often applied in studies 

, 2002). As no such 

bacterial gene has yet been identified, mRNA levels have already been related to the 
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simultaneous extracted DNA i.e. mRNA/DNA ratios (Leininger et al., 2006). However, in our 

experiments the 16S rRNA is synthesized at a relatively stable level and could be used as an 

internal reference in gene expression studies. As Devers et al. (2004), we chose to relate the 

levels of atzD mRNA obtained to the amount of 16S rRNA simultaneously present (i.e. 

mRNA/16S rRNA). This ratio corresponded to the proportion of active atrazine degraders 

(harboring atzD) in relation to the total active bacteria in the different soil microsites. 

As previously observed, the bulk soil from Epoisses was able to rapidly mineralized atrazine 

compared to the one from Vezin (Rousseaux et al., 2001; Kersante et al., 2006; Monard et al., 

2008). At the same time, the relative number of atzD mRNA was always higher in bulk soil 

from Epoisses (Fig. 2). The atrazine amendment applied two weeks before the beginning of 

the experiment might have allowed rapid and high mineralization activity in the soil from 

Epoisses similarly to the recent work performed with repeated amendments of MCPA 

(Nicolaisen et al., 2008). Thus, the mineralization curves in Epoisses soil microsites showed 

two segments: a steep slope segment and a plateau. It has been found that starved cells were 

able to maintain an elevated background pool of mRNA, providing an adaptation for rapid 

onset of degradation as soon as substrate again became available (Thorne & Williams, 1997; 

Bollmann et al., 2005). However, this adaptation occurs only if the genetic pool is initially 

present since this rapid atrazine mineralization was not observed in the soil from Vezin.  

Interestingly, no atzA expression was detected in both soils while it has been found to be basal 

without atrazine and enhanced in presence of atrazine in vitro for two bacterial strains 

(Martinez et al., 2001; Devers et al., 2004). Different explanations can be invoked. First, the 

level of expression might have been below the detection limit of our RT-qPCR analysis since 

atzA expression was detected after bioaugmentation with Pseudomonas sp. ADP. Secondly, 

the number of indigenous bacteria expressing this gene might have not been numerous enough 

to detect atzA mRNA. Moreover, in situ atzA expression might be different than the one 

observed in pure culture.  

As the dechlorination step was not supported by the trzN gene since it was not detected, other 

degradation pathways leading to formation of cyanuric acid, further degraded by the enzyme 

encoded by the atzD gene, might have been involved. Atrazine degradation to dealkyled 

metabolites (DEA and DIA) (Giardina et al., 1982) might occurs in both soils. Whereas this 

non-specific pathway of degradation leads to slow atrazine mineralization (Seffernick & 

Wackett, 2001; Shapir et al., 2007), its association with the ring cleavage through expression 

of atzD might have enhanced the mineralization kinetics as observed in the Epoisses soil. 
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Abdelhafid et al. (2000) observed that both hydroxyatrazine and dealkyled metabolites were 

detected in an ‘adapted’ and a ‘non-adapted’ soils and supposed that microorganisms 

responsible for atrazine ring mineralization were active only in the adapted soils. Our results 

showed that in non adapted soil the atzD gene, leading to atrazine ring cleavage and thus to 

ring mineralization, was expressed. The lower atrazine mineralization kinetic detected in 

‘non-adapted’ soil may be explain by a smaller level of expression of atzD gene probably 

associated with a lower atrazine availability as proposed by Barriuso & Houot (1996). In fact, 

it has been shown that atrazine availability decreases with residence time in soil which 

resulted in significant reduced biodegradation (Binet et al., 2006). 

The atzD mRNA relative number per 106 16S rRNA varied from 4 to 868 corresponding to 

values obtained with transcript quantification in pure cultures (Devers et al., 2004). In both 

bulk soils, the atzD gene expression was enhanced 7 days after atrazine addition. In contrast 

to atzA, atzD expression is activated by AtzR, a LysR-like regulator, in the presence of 

cyanuric acid in Pseudomonas sp. ADP (Garcia-Gonzalez et al., 2005). The trans regulation 

of atzD expression with cyanuric acid implied differences in expression level with incubation 

time, as observed in our experiments. According to the mRNA half life, that has been 

estimated to be of the order of minutes (Selinger et al., 2003), our results showed that in 

microsites from the Epoisses soil, atzD was still expressed at high level at the beginning of the 

plateau of degradation (at 7 days). This suggests that the adequate pool of degradation enzyme 

was not reached. When the plateau was attained, levels of expression decreased indicating that 

cyanuric acid concentration was too low to induce atzD transcription (Fig. 1 and 3).  

The atrazine mineralization kinetics and the relative number of atzD mRNA in the different 

soil microsites differed between the two soils. Thus, in the Epoisses soil, atrazine 

mineralization and the level of atzD gene expression in casts were higher than in bulk soil 

whereas in the Vezin soil the highest atzD expression was observed in burrow-linings. 

Though, atrazine mineralization was increased in the microsites generated by earthworm 

bioturbation confirming their ‘hot spot’ status towards microbial activities. However, the soil 

bioturbation differently impacted atrazine mineralization depending on the physical and 

chemical properties and the bacterial diversity and activity in the initial soil.  

In previous studies, no correlation between the amounts of atzA gene and atrazine 

mineralization in the soil drilosphere was observed (Kersante et al., 2006; Monard et al., 

2008). It was concluded that the quantification of atzA gene could not provide a direct 

estimation of the effectiveness of atrazine mineralization. According to the present results, 
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this lack of correlation between the amount of atzA gene and atrazine mineralization is 

explained as atzA might be present in soil but not expressed. 

In the present study, quantification of mRNA allowed us to focus on active bacteria contrarily 

to DNA. Higher relative number of atzD mRNA in casts from the Epoisses soil and in 

burrow-linings from the Vezin soil at 7 days was consistent with the higher amount of 

mineralized atrazine. However, this correlation between the atzD mRNA relative quantity and 

the atrazine mineralization should be noised by possible post-transcriptional regulation as 

suggested by our results. 

Because we performed transcriptional analysis by comparing two soils with different atrazine 

degrading abilities, the study underlined the importance of the soil heterogeneity in the 

atrazine degradation activity. As far as we know, the present study is the first that reported 

atrazine degradation gene expression in soil and the extent to which this expression can be 

impacted by soil bioturbation.  

 

(Muyzer et al., 1993)
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4. Bioturbation du sol par la macrofaune lombricienne associée à la 

bioaugmentation 

 
La bioaugmentation consistant à inoculer des bactéries dégradantes constitue une 

solution potentielle pour la dépollution de sols pollués. Afin d’estimer le devenir de ces 

bactéries exogènes dans le sol et leur impact in situ, nous nous sommes intéressés à l’impact 

de la bioaugmentation sur la structure des communautés indigènes du sol et sur la 

minéralisation de l’atrazine en interaction avec la bioturbation du sol par les lombriciens. 

Nous avons également étudié son effet sur l’expression des gènes de dégradation de l’atrazine 

(atzA et atzD) et donc sur l’activité des bactéries dégradantes dans différents microsites de sol 

générés par la bioturbation. Ces expérimentations ont été réalisées avec inoculation de 

Pseudomonas sp. ADP ou C. heintzii (1.6 x 107 CFU par gramme de sol sec). 

 
4.1. Structure des communautés bactériennes dans les différents microsites de sol 

générés par la bioturbation après ou non bioaugmentation : analyses RISA 

 
En parallèle des quantifications de gènes et des minéralisations de l’atrazine réalisées 

(l’article 2 ‘Combined effects of bioaugmentation and bioturbation on atrazine degradation in 

soil’) des analyses des communautés bactériennes présentes dans les différents microsites 

issus de la bioturbation du sol de Vezin par les lombriciens avec ou non inoculation d’une 

souche dégradante (Pseudomonas sp. ADP ou C. heintzii) ont été réalisées par RISA (pour 

plus de détails cf chapitre I partie 5.1 et chapitre II partie 5.2). A partir des ADNs extraits 

dans les différents échantillons, des PCRs ciblant les espaces intergéniques (IGS) bactériens 

(16S-23S) ont été réalisées et le polymorphisme des produits d’amplification obtenus a été 

analysé après séparation par migration dans un gel d’acrylamide. Les RISAs nous ont permis 

de mettre en évidence des profils complexes (figure III-1). Toutefois, les 5 réplicats 

expérimentaux réalisés présentent des profils similaires dans la plupart des cas. 
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Figure III-1 : Gels acrylamides (6 %) des RISA 16S-23S (PCR IGS) traduisant la diversité bactérienne dans les 
microsites de sol (A. Bulk soil (BS)-sol environnant, B. Burrow-linings (BL)-paroi de galerie, C. midgut (MG)-
endentère médian, D. hindgut (HG)-endentère postérieur et E. Surface casts (SC)-turricules). 

 

L’analyse en composante principale (ACP) basée sur l’intensité et le nombre de bandes 

observées nous a permis de différencier les communautés bactériennes associées au traitement 

de bioaugmentation (figure III-2A) et aux différents microsites générés par la bioturbation du 

sol par la macrofaune (figure III-2B). Ces ACPs montrent que la bioaugmentation ne modifie 

pas la structure des communautés bactériennes du sol contrairement à la bioturbation. 
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Figure III-2 : Analyse en composantes principales (ACP) des RISA 16S-23S sur l’ensemble des microsites de 
sols bioaugmentés ou non. A. Représentation en fonction du traitement (non bioaugmenté (NB), bioaugmenté 
avec Pseudomonas sp. ADP (P) et avec C. heintzii (Ch)) et B. Représentation en fonction des microsites de sol 
(Bulk soil (BS)-sol environnant, Burrow-linings (BL)-paroi de galerie, midgut (MG)-endentère médian,  hindgut 
(HG)-endentère postérieur et Surface casts (SC)-turricules)  

 

4.2. Minéralisation de l’atrazine après bioaugmentation 

 

Les cinétiques de minéralisation de l’atrazine dans le sol non bioturbés, les parois de 

galeries et les turricules issus des sols d’Epoisses et de Vezin après bioaugmentation de 

Pseudomonas sp. ADP (1.6 x 107 CFU par gramme de sol sec) sont présentées dans la figure 

III-3. 
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Figure III-3: cinétiques de minéralisation de l’atrazine pendant les 27 jours suivants l’apport de 14C-cycle 
atrazine (exprimé en % d’atrazine initialement appliquée) dans le sol environnant (trait plein), les parois de 
galeries (trait pointillé) et les turricules (tirets) issus des microcosmes des sols d’Epoisses (A) et  de Vezin (B) 
inoculés par Pseudomonas sp. ADP (1.6 x 107 CFU par gramme de sol sec). Pour comparaison avec cinétiques 
de minéralisation mesurées sans inoculation cf figure 1 article ‘Analysis of atz gene expressions during atrazine 
degradation in soil drilosphere’ (article 3). 
 
 

Etonnamment, dans tous les cas les quantités d’atrazine minéralisée sont plus faibles 

avec inoculation de la souche dégradante que sans (cf figure 1 article 3 ‘Analysis of atz gene 

expressions during atrazine degradation in soil drilosphere’). Les taux de minéralisation 

initiale (de 0 à 3 jours) sont également soient plus faibles soient identiques à ceux observés 

sans inoculation. Néanmoins, dans les deux traitements, la minéralisation est la plus 

importante dans le sol d’Epoisses. Ainsi, après 27 jours, de 63 à 81 % de l’atrazine 

initialement apportée est minéralisée dans les microsites du sol d’Epoisses alors que dans 

ceux du sol de Vezin seulement 15 à 31 % de l’atrazine a été minéralisée. Comme sans 

inoculation, dans le sol d’Epoisses la minéralisation de l’atrazine est la plus importante et la 

plus rapide dans les turricules alors que dans le sol de Vezin les cinétiques et taux de 
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minéralisation les plus élevé sont observés dans les parois de galeries et les plus faibles dans 

les turricules. 

 

 
4.3. Quantification de l’expression des gènes atzA et atzD dans les microsites 

après inoculation du sol par Pseudomonas sp. ADP 

 
L’expression de l’ARNr 16S et des gènes atzA et atzD a également été quantifiée 

après inoculation du sol avec la souche Pseudomonas sp. ADP (1.6 x 107 CFU par g de sol 

sec) dans les microcosmes de sol. L’expression de ces gènes a donc été quantifiée dans le sol 

non bioturbé, les parois de galeries et les turricules issus des sols d’Epoisses et de Vezin et la 

minéralisation de l’atrazine a été suivie en parallèle. 

 

4.3.1. Expression des gènes atzA et atzD dans le sol bioaugmenté non 

bioturbé 

 

Comme précisé dans l’article ‘Analysis of atz gene expressions during atrazine 

degradation in soil drilosphere’ (article 3), l’expression d’atzA a été détectée en présence de 

Pseudomonas sp. ADP mais, dans tous les cas, elle est plus faible que celle d’atzD (figure III-

4), notamment à 7 et 13 jours après l’apport d’atrazine. Ces quantités de gènes exprimés sont 

présentées sous forme de nombre relatif d’ARNm par million d’ARNr 16S correspondant à la 

proportion de bactéries dégradantes (possédant le gène atzD) par rapport au nombre de 

bactéries actives totales dans le sol. 
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Figure III-4 : Nombre relatif d’ARNm atzA  (blanc) et atzD (gris) par 106 ARNr16S dans le sol non bioturbé 
d’Epoisses inoculé par Pseudomonas sp. ADP (1.6 x 107 CFU par g de sol sec). 

 
Dans le sol non bioturbé d’Epoisses et de Vezin, l’expression d’atzA est toujours 

significativement inférieure après 7 et 13 jours d’inoculation que initialement au T0 (Tableau 

III-1). Aucune expression du gène atzA n’a été observée dans les turricules, quel que soit le 

sol. Dans le sol non bioturbé, l’expression relative du gène atzA est plus importante dans le 

sol de Vezin que dans celui d’Epoisses alors que pour atzD il n’y a pas de différence à cause 

des écarts types importants. L’expression relative du gène atzA varie significativement entre 

microsites (F=4.63, P<0.05) mais pas entre les deux sols (F=0.4, P=0.533). 

 

4.3.2. Expression du gène atzD dans les microsites de sol bioaugmentés 

 

Alors que sans inoculation atzD était significativement différemment exprimé entre 

les microsites de sol, cela n’est plus observé en présence de Pseudomonas sp. ADP (F=1.01, 

P=0. 377). Néanmoins, aucun effet significatif de l’inoculation sur l’expression d’atzD n’a été 

observée (F=1.71, P=0. 194). 

Parmi les microsites issus du sol d’Epoisses des différences d’expression du gène atzD 

étaient observée en l’absence d’inoculation ce qui n’est plus le cas avec Pseudomonas sp. 

ADP (Tableau III-1). Dans le sol non bioturbé de Vezin, l’expression d’atzD est 

significativement plus importante après inoculation mais cela n’est pas le cas dans les parois 

de galeries et les turricules (Tableau III-1). 
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Tableau III-1: Nombre relatif d’ARNm atzD par 106 ARNr 16S dans les différents microsites des sols d’Epoisses 
et de Vezin avec ou non inoculation de Pseudomonas sp. ADP (1.6 x 107 CFU par g de sol sec) au différents 
temps d’incubation. 

 
 

4.4. Discussion 

 
Comme observé par Cunliffe et al. (2006) dans le cadre de la dégradation de HAPs, 

l’inoculation d’une souche dégradante n’affecte pas la structure des communautés 

bactériennes indigènes du sol (figure III-2A). La bioaugmentation ne modifie pas non plus 

l’abondance des bactéries indigènes comme observé dans l’article ‘Combined effects of 

bioaugmentation and bioturbation on atrazine degradation in soil’ (figure 1). De plus, en 

association avec la bioturbation du sol par la macrofaune lombricienne, l’impact de la 

bioaugmentation sur la structure des communautés bactériennes indigènes du sol est masqué 

par celui généré de la bioturbation (figure III-2).  

Bien que la réaction de déchlorination réalisée par le gène atzA soit une étape clé 

dans la dégradation de l’atrazine, dans nos conditions expérimentales elle ne semble pas 

limiter la minéralisation du pesticide. En effet, les cinétiques de minéralisation de l’atrazine 

sont moins importantes en présence de Pseudomonas sp. ADP, alors que le gène atzA est 

exprimé, que sans inoculation et donc sans expression d’atzA. De plus, après l’apport 

d’atrazine les quantités d’ARNm atzA diminuent significativement par rapport aux quantités 

initiales. Ces résultats contredisent de précédentes observations qui avaient montré un effet 

Moyenne Moyenne
(atzD/106 16S rRNA) (atzA/106 16S rRNA)

Epoisses Non-inoculé Sol contrôle (BS) 0 30.6 22.7
7 146.3 126.5

13 45.9 65.5
Paroi de galerie (BL) 7 362.7 394.6

13 510.2  -
Turricules (SC) 7 867.9 367.1

13 46.1 20.9
 + P . ADP Sol contrôle (BS) 0 68.0 46.1 34.3 22.5

7 61.5 27.3 1.0 0.6
13 72.0 26.1 1.5 1.7

Paroi de galerie (BL) 7 9.1 6.9 1.4 1.2
13 70.4 60.1 0.9 0.6

Turricules (SC) 7 75.3 30.6
13 42.8 54.7

Vezin Non-inoculé Sol contrôle (BS) 0 3.6 2.0
7 49.2 73.9

13 3.5 3.1
Paroi de galerie (BL) 7 504.0 521.0

13 322.3 256.9
Turricules (SC) 7 256.9 438.6

13 58.1 77.7
 + P . ADP Sol contrôle (BS) 0 1106.8 1083.0 293.1 56.7

7 25.4 22.7 5.1 2.5
13 107.0 151.0 1.0 0.5

Paroi de galerie (BL) 7 284.6 260.7 48.2 72.9
13 90.4 88.4

Turricules (SC) 7 23.8 15.5
13 69.6 88.5

Sol Traitement Microsites Temps (jours) Ecart-type Ecart-type
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synergique des lombriciens et de l’inoculation de souches dégradantes sur la dégradation de 

PCB dans le sol (Luepromchai et al., 2002) ou encore une stimulation de la dégradation de 

l’atrazine après inoculation de Pseudomonas sp. ADP à une concentration de 1.1 x 108 CFU 

par g de sol sec (Newcombe and Crowley, 1999). Dans notre cas, il est possible que 

Pseudomonas sp. ADP soit entré en compétition avec la population bactérienne indigène. En 

effet, comme l’on montré Cunliffe et al. (2006), pour survivre les souches inoculées doivent 

envahir les communautés microbiennes indigènes du sol dont la diversité peut agir comme 

barrière de résistance limitant le maintien de la souche inoculée. 

En présence de la souche Pseudomonas sp. ADP le gène atzA est exprimé plus 

faiblement que le gène gène atzD. Cela se justifie par le fait que l’expression d’atzA ne 

dépend que de la souche inoculée alors que les quantités de gène atzD exprimées 

correspondent à la fois à Pseudomonas sp. ADP et aux bactéries indigènes du sol. De plus, 

une protéine de régulation (AtzR) de l’expression d’atzD en présence d’acide cyanurique a été 

identifiée dans la souche Pseudomonas sp. ADP (Garcia-Gonzalez et al., 2005) alors que 

même si l’expression d’atzA est stimulée en présence de forte concentrations d’atrazine (55 

mg.L-1) chez cette même souche, aucun système de régulation n’a encore été détecté (Devers 

et al., 2004).  

Comme l’avaient montré Kersanté et al. (2006), un effet négatif de la digestion du 

sol par le ver est de nouveau observé dans le sol de Vezin puisque dans les turricules, la 

minéralisation de l’atrazine est moins importante que dans les autres microsites ce qui est 

corrélé à une expression d’atzD plus faible. De plus, la digestion et l’excrétion du sol par les 

vers de terre a un effet négatif sur l’expression des gènes atzA car ce gène n’est pas exprimé 

dans les turricules issus des deux sols. Alors que le passage dans le tube digestif des vers 

stimule la germination d’endospores (Fischer et al., 1997; Drake and Horn, 2007) qui ne sont 

formés que par les bactéries Gram +, il semblerait que la digestion ait un effet négatif sur 

l’activité des bactéries Gram - telle que Pseudomonas sp. ADP. Néanmoins, dans le sol 

d’Epoisses une stimulation de la minéralisation de l’atrazine est observée dans les turricules, 

celle-ci n’est donc pas associée à l’expression du gène atzA mais à celle d’atzD. 

Dans des objectifs de dépollution de sols pollués, l’hétérogénéité du sol associée à la 

bioturbation du sol par la macrofaune lombricienne est à prendre en compte. Alors que le 

lombricien peut faciliter la dissémination des bactéries inoculées dans le sol (Luepromchai et 

al., 2002), à l’échelle des microsite qu’il génère et précisément des turricules la survie de ces 

bactéries n’est pas avérée (Heijnen and Marinissen, 1995). Afin de limiter cet impact négatif 
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de la digestion du sol par les lombriciens sur les bactéries dégradant l’atrazine inoculées, une 

solution serait de protéger préalablement les bactéries utilisées pour la bioaugmentation dans 

des particules d’argile comme proposé par Grundmann et al. (2007). 

 

Ces résultats obtenus en présence de la souche Pseudomonas sp. ADP additionnés à 

ceux observés sans inoculation montrent que l’expression de gènes fonctionnels et leur 

diversité exprimée ne sont pas directement corrélées au processus encodé et que l’inoculation 

de souches dégradantes n’augmente pas forcément la minéralisation de l’atrazine dans le sol. 
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5. Synthèse du chapitre III 

 
Comme précédemment observé, les quantifications de l’ARNr 16S et du gène le codant 

ainsi que l’analyse de communautés bactériennes dans les différents microsites générés par la 

bioturbation du sol par les lombriciens montre que les vers de terre modifient 

significativement les communautés bactériennes indigènes du sol (Schonholzer et al., 2002; 

Tiunov and Dobrovolskaya, 2002; Kersante et al., 2006). Alors que dans les différents 

microsites de sols générés par la bioturbation, les bactéries totales sont moins abondantes, 

aucune différence significative d’activité (ARNr 16S) n’a été observée. Ainsi, si le nombre de 

bactéries présentes diminue mais que l’activité totale ne varie pas, l’activité individuelle des 

bactéries présentes doit être stimulée. En plus de cet impact sur l’abondance et l’activité des 

bactéries indigènes du sol, les lombriciens modifient la structure et donc la composition de ces 

communautés, et particulièrement dans le sol ingéré confirmant les résultats obtenus par 

Kersanté et al. (2006). Ces communautés bactériennes présentes dans les endentères peuvent 

correspondre à i) des communautés bactériennes spécifiques au système digestif des 

lombriciens comme observé par Singleton et al. (2003), ii) des bactéries peu représentées dans 

le sol non bioturbé et stimulées par les conditions spécifiques aux endentères (humidité, 

anoxie, pH, présence d’enzymes digestives, de sucres...) (Fischer et al., 1997; Drake and 

Horn, 2007) et/ou iii) une nutrition sélective des vers de terre qui ingèrent préférentiellement 

du sol contenant de grandes concentrations en bactéries (Pedersen and Hendriksen, 1993). 

Néanmoins, il semblerait que chacune des parties du tube digestif du ver possède sa propre 

communauté bactérienne symbiotique et que l’abondance de celles-ci diffère entre les parties 

médianes et postérieures des endentères. Les bactéries ingérées avec le sol seraient alors 

faiblement représentées. Ainsi, après excrétion du sol, les communautés bactériennes 

présentes dans les turricules ne diffèrent que légèrement de celles du sol environnant. Lavelle 

et al. (2005) ont observé lors du vieillissement de ces microsites une évolution de la structure 

des communautés bactériennes vers celle du sol initial non bioturbé. Ainsi le passage dans le 

tube digestif du ver aurait surtout modifié le nombre et l’activité métabolique des bactéries du 

sol plutôt que leur structure.  

Pour étudier l’effet de la bioturbation du sol sur les communautés bactériennes 

dégradant l’atrazine, deux sols avec des capacités de minéralisation de ce pesticide différentes 

ont été utilisés. Ainsi le sol de Vezin est faiblement capable de minéraliser l’atrazine 

(Kersante et al., 2006) et l’expression du gène atzD y est plus faible que dans le sol 
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d’Epoisses à forte capacité de minéralisation (Rousseaux et al., 2001). Le sol de Vezin utilisé 

pour les expérimentations de quantification de gènes et d’ARN transcrit (articles 2 et 3) a été 

prélevé sur la même parcelle mais à deux années d’intervalle et malgré les variations 

annuelles probables à l’échelle bactérienne (Griffiths et al., 2001) la capacité de 

minéralisation de l’atrazine de ce sol reste inchangée. 

Alors que dans la première expérimentation nous nous sommes concentrés sur le 

gène atzA, nous montrons que l’expression de ce gène n’est pas détectée sans inoculation 

(article 3). Ce gène bien qu’étant présent dans les deux sols, n’est soit pas exprimé du tout, 

soit exprimé à un niveau trop faible pour être détecté par RT-qPCR. Cette absence 

d’expression justifie qu’aucune corrélation entre le nombre d’atzA et les cinétiques de 

minéralisation n’ai été retrouvée dans les microsites issus de la bioturbation dans l’article 

‘Combined effects of bioaugmentation and bioturbation on atrazine degradation in soil’ 

(article 2). Contrairement à notre hypothèse de départ, le gène atzA ne représente donc pas un 

bon candidat pour l’étude de l’expression des gènes de dégradation de l’atrazine in situ. 

D’autres gènes de dégradation de l’atrazine non recherchés dans ces expérimentations doivent 

constituer de meilleurs indicateurs de cette activité dégradante. 

En modifiant les communautés bactériennes indigènes du sol, la bioturbation agit 

également sur les bactéries dégradant l’atrazine initialement présentes dans le sol. Cette 

interaction semble dépendante du sol dans lequel le ver évolue. Dans le sol de Vezin, les 

bactéries indigènes dégradant l’atrazine sont sélectionnées dans les parois de galerie en 

relation avec un changement dans la structure des communautés bactériennes par rapport au 

sol non bioturbé, l’expression du gène atzD y est plus élevée et la minéralisation de l’atrazine 

y a été observée plus importante que dans les autres microsites. A l’opposé, dans le sol 

d’Epoisses la minéralisation de l’atrazine et l’expression d’atzD sont stimulés dans les 

turricules. Ainsi, dans les deux sols étudiés, les lombriciens génèrent des microhabitats 

favorables à l’activité de biodégradation de l’atrazine (‘hot-spots’) en fonction des 

caractéristiques initiales des sols. 

L’inoculation de Pseudomonas sp. ADP ou de C. heintzii stimule significativement la 

minéralisation de l’atrazine dans le sol de Vezin non bioturbé mais cela n’a pas été vérifié une 

seconde fois après bioaugmentation par la souche Pseudomonas sp. ADP. Ces résultats 

montrent l’importance de l’hétérogénéité du sol dans la réalisation des fonctions qu’il 

supporte et peuvent expliquer pourquoi l’impact de la bioturbation du sol par les lombriciens 

sur la dégradation de l’atrazine est controversé (Meharg, 1996; Farenhorst et al., 2000b; 
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Gevao et al., 2001; Binet et al., 2006; Kersante et al., 2006). Cette stimulation de la 

minéralisation de l’atrazine après bioaugmentation n’a pas non plus été observée pour le sol 

d’Epoisses. L’inoculation de souches dégradantes n’a donc pas toujours un effet positif sur la 

dégradation de l’atrazine et là encore, les propriétés physico-chimiques et biologiques du sol 

doivent intervenir. Ainsi, un rapport de compétition entre les souches inoculées et les 

bactéries indigènes du sol peut être observé selon l’abondance des bactéries indigènes du sol 

(occupation de la niche écologique) et les ressources disponibles (Cunliffe and Kertesz, 

2006). 

L’effet négatif de la digestion du sol par les lombriciens sur les bactéries inoculées 

est doublement observé : soit la minéralisation de l’atrazine est significativement réduite, soit 

le gène atzA n’est plus exprimé dans les turricules. Les deux bactéries utilisées étant des 

bactéries Gram -, elles doivent être plus sensibles au passage dans le tube digestif du ver que 

les bactéries Gram + qui ont été montrées stimulées par la digestion des lombriciens (Fischer 

et al., 1997).  

 

Ce chapitre III montre la difficulté des études fonctionnelles au sein d’une matrice 

complexe telle que le sol qui plus est dans un contexte de bioturbation par les lombriciens. 

Associés à la grande hétérogénéité de ce système, différents paramètres sont à prendre en 

compte, que ce soient les propriétés intrinsèques du sol, le gène cible à recherché ou encore 

les souches bactériennes à utiliser. Dans des perspectives de valorisation et de transferts vers 

des écotechniques, une étude préalable de ces différents éléments semble indispensable. 
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CHAPITRE IV : Rôle de la bioturbation sur la diversité 
des communautés bactériennes du sol actives et sur 

celles dégradants un substrat carboné simple ou 
complexe (atrazine) 
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1. Introduction 

 
Cette deuxième partie expérimentale présente les résultats obtenus au cours de 

l’étude de l’impact de la bioturbation sur la structure et la diversité des communautés 

bactériennes actives dans le sol. Elle regroupe l’ensemble des données obtenues avec 

l’utilisation du SIP à partir d’ARN.  

Le premier article (article 4) intitulé ‘Short-term response of soil bacteria to carbon 

enrichment in different soil microsites’ correspond à une validation de la mise au point et de 

l’optimisation de la technique de SIP basé sur l’ARN. Simultanément, cette validation visait 

des objectifs scientifiques concernant l’impact de la bioturbation sur la réponse des bactéries 

du sol à un enrichissement en carbone. Deux hypothèses ont ainsi été posées, (i) différentes 

sources de carbone initient différentes réponses des communautés bactériennes actives dans le 

sol et (ii) cette réponse à un enrichissement en carbone dépend du microsite de sol et plus 

particulièrement de l’activité microbienne initiale (i.e. ‘hot-spot’ ou non). Afin de vérifier ces 

hypothèses, du sol non bioturbé et des turricules de vers de terre ont été mis en culture en 

présence de 13C-glucose ou 13C-acétate comme seule source de carbone et les ARNs ont été 

extraits tout au long de la consommation des substrats. Après fractionnement des 12C-ARN et 
13C-ARN par ultracentrifugation, les communautés bactériennes actives (12C-ARN) et celles 

étant intervenues dans la dégradation du substrat carboné (13C-ARN) ont été analysées par T-

RFLP. Outre la réponse aux questions posées initialement, cette expérimentation nous a 

permis de développer la technique de SIP à partir d’ARN en optimisant les conditions: 

substrats facilement métabolisables et sol mis en culture. 

Après cette validation d’applicabilité de la méthode SIP-ARN aux microsites de sol, 

cette stratégie a été utilisée pour relier la fonction de dégradation de l’atrazine aux bactéries 

réellement impliquées dans ce processus dans du sol non bioturbé et dans des microsites de 

sol générés par la macrofaune lombricienne (parois de galeries et turricules). L’analyse des 
12C-ARNs nous a également permis d’identifier les bactéries actives dans les différents 

microsites de sol étudiés et de caractériser plus précisément l’impact de la bioturbation et de 

l’hétérogénéité qu’elle génère sur les bactéries du sol. Pour cela, de l’atrazine marquée au 13C 

a été apportée sur les différents microsites de sols et après 2 et 8 jours d’incubation à 20°C les 

ARNs ont été extraits et ultracentrifugés. Les ARNr 16S présents dans les fractions légères 

(12C-ARN) et lourdes (13C-ARN) ont été amplifiés par RT-PCR, clonés et séquencés afin 

d’accéder à la diversité des bactéries actives et de celles impliquées dans la dégradation de 
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l’atrazine dans les différents microsites. Ces résultats sont présentés dans l’article 5 

‘Identification of atrazine-degraders under soil bioturbation by earthworms by RNA-SIP . 
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ABSTRACT 

 

The fraction of bacteria responsive to carbon enrichment was studied by RNA-stable 

isotope probing with 13C labeled glucose and acetate in two soil microsites that differed in 

‘hot spot’ status, i.e. bulk soil and earthworm casts. The primary users of available carbon 

(primary consuming bacteria) were thus differentiated from the total living soil bacteria. First, 

glucose and acetate degradation kinetics in the two soil microsites were assessed and then 

RNA was extracted after enrichment with [13C]glucose and [13C]acetate. 12C-RNA and 13C-

RNA were separated by ultracentrifugation and the active bacteria in each fraction were 

compared by T-RFLP analysis of the 16S rRNA gene. Both soil microsite status and carbon 

enrichment were shown to rapidly select for different active bacterial communities which 

resulted in different degradation kinetics. Carbon substrate had a greater effect than soil 

microsite on the structure of the active bacterial communities, although both were shown to 

interact together. As indicated by the higher specific richness and diversity found in glucose-

enriched soil, the indigenous bacteria consuming glucose were more diverse than those 

consuming acetate. The primary glucose-consuming bacteria were a fraction of the total living 

soil bacteria in both soil microsites. However, a newly selected fraction of bacteria, little 

represented in the total living bacteria, was detected in the acetate-enriched casts and related 

to an enhanced acetate degradation rate. This confirmed the ‘hot spot’ status of the earthworm 

casts in which certain dormant bacteria became activated and/or poorly represented active 

bacteria were numerically enhanced compared to the bulk soil.  
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INTRODUCTION 

 

Soil is a complex heterogeneous system that comprises a variety of microhabitats with 

different physicochemical characteristics and discontinuous environmental conditions (38). It 

thus sustains an immense diversity of microorganisms. One gram of soil may harbor up to 10 

billion microorganisms of possibly thousands of different species (30) but, in general, less 

than 5% of the overall available space in soil is occupied by living microorganisms (27). 

However, zones of increased biological activities defined as ‘hot spots’ and characterized by 

more favorable physicochemical properties or organic matter enrichments are present in soils 

(27). The rhizosphere is considered as a ‘hot spot’ for microorganisms as plant root growth 

modifies soil structure and exudates secretion supplies organic nutriments (21). Earthworms, 

by their activity in soils, are also providers of such ‘hot spots’(7). Whereas most soil bacteria 

are in a state of dormancy (27, 35, 39) soil bioturbation by earthworms has been shown to 

increase soil bacterial activity (3, 31). Bioturbation acts on bacterial communities by 

modifying both the physical and chemical properties of soil (23). For instance, soil burrowing 

as well as the deposition of casts in soil changes the pore space (pore network) that can be 

inhabited by bacteria (2, 33). There is also clear evidence that moisture and nutrient (total and 

organic carbon, total and mineral nitrogen and available phosphorus) contents are increased in 

excreted soil compared to uningested soil (9, 10, 13, 24).  

Although soil is a major reservoir of organic carbon in earth and an important habitat 

for microorganisms (45), the available carbon concentrations are low and certainly among the 

major factors limiting bacterial growth in soil (1, 11). This limited availability of carbon is 

likely a major determinant of the bacterial community structure and function in soil (6). Thus 

carbon amendments have been used as a tool to study soil microbial activity or diversity. For 

instance, glucose has been added to measure the size of the soil microbial biomass and to 

determine the proportion of growing and non-growing microorganisms. Active (r) and 

dormant (K) fractions of the glucose-responsive biomass in soil have been quantified as well 

as the rate of transition between the two physiological states (35). Soil enrichments with 

simple carbon substrates such as acetate, propionate, benzoate, cellobiose, glucose, arginine, 

tryptone and leucine were also used to maximize bacterial diversity in soil cultures. Wawrik et 

al. (43) showed that dissimilar carbon sources select for dissimilar culturable bacterial 

communities and they concluded that the greatest possible diversity of growth substrates must  

be used to isolate the maximum possible bacterial diversity from soil. By adding 13C-acetate 
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to soil, Bohlen et al. (5) showed that soil microbial growth and assimilation of this substrate 

increased in earthworm middens in relation to surrounding soil. However the authors did not 

assess the diversity of acetate-consuming bacteria in the soil microsites. The papers published 

so far have reported the global response of soil microorganisms to an added substrate in terms 

of microbial activity, biomass or diversity. But it seems from the literature that the active 

microbial fraction that directly consumes the added carbon substrate, i.e. the primary users 

has rarely been investigated.   

The aims of the work presented herein were to examine in depth the responses of soil 

bacteria to available carbon enrichment by discriminating the primary users from the total 

living soil bacteria. This was made possible by using the RNA-SIP strategy with 13C labeled 

substrate. The SIP approach, initially applied to DNA, can now be successfully used with 

RNAs which are considered as more responsive biomarkers in that they are continuously 

synthesized by all living cells (25). Glucose and acetate were used as model substrates since 

these molecules are readily utilized and known to be metabolized through different metabolic 

pathways (44). We hypothesized i) that different carbon substrates initiate different short-term 

responses of the living soil bacterial communities but ii) that the short-term response to 

carbon enrichment depends also on the ‘hot spot’ status of the soil microsite (i.e. bulk soil or 

earthworm casts).  

 

MATERIALS AND METHODS 

 

Soil microcosms. Soil was collected from the top 0-30 cm horizon layer at the 

agricultural site of the National Institute of Research in Agronomy (Epoisses, France). This 

soil was a clay loam (sand 6.7%, silt 47.2%, clay 46.1%) with a pH of 6.7. The collected fresh 

soil was sieved through 4 mm mesh and stored at 4°C until used. Soil microcosms were 

prepared as described by Binet and Trehen (4). Each microcosm (PVC cylinder; 15 cm high, 

10 cm diameter) was filled with 1800 g of 4 mm-sieved fresh soil (water content of 22% 

w/w). The soil in each microcosm was compacted to a bulk-density of 1.53 g cm-3. The 

microcosms were placed in a climate chamber at 12°C under a 12h:12h night/day 

photoperiod. After 2 days, 3 adult specimens of the earthworm species Lumbricus terrestris 

were added to the soil surface to give a total average biomass of 12 +/- 0.3 g per microcosm. 

Every 3 days, the earthworm surface-casts were harvested and stored at -20°C until used and 
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twenty-six days after earthworm addition, the soil microcosms were destroyed. The bulk soil 

not burrowed by earthworms was sampled and stored at -20°C until used. 

Degradation kinetics and 13C-enrichment.  First the kinetics of glucose and acetate 

degradation were measured. Five grams of soil (bulk soil or casts) were suspended in 50 ml of 

a mineral salt medium (36) and placed at 30°C and 150 rev min-1. Glucose or sodium acetate 

(2.4 g C per g) was added as sole carbon substrate after solution sterilisation by filtration at 

0.2 µm. Glucose degradation was followed spectrophotometrically using the EnzyPlus kit 

(Diffchamb AB, Gothenburg, Sweden) and acetate degradation was measured by ionic 

chromatography (Dionex DX 120). For the 13C-labeled experiments, [13C]glucose (>98%, 

Cambridge Isotope Laboratories, Andover, MA) or [13C]acetate (>99%, Sigma-Aldrich, St 

Louis, MO) were added to soil samples as described above. Three millilitres of soil solution 

were sampled regularly from 5 to 24h of incubation, centrifuged 10 min at 10,000 × g and the 

pellets were stored at -20°C until RNA extraction. Additional control experiments were 

performed with unlabeled [12C]substrates to check for absence of 13C-RNA in the heavy 

fraction of the density gradient. 

Soil RNA extraction. RNA was extracted from soil pellets according to Courty et al. 

(P. E. Courty, M. Poletto, F. Duchaussoy, M. Buée, J. Garbaye, F. Martin, submitted for 

publication) by first bead-beating at 1,800 rev min-1 for 3 min in presence of 0.5 g of 106-µm-

diameter glass beads (Sigma-Aldrich, St Louis, MO), 30 µl of SDS 20%, 170 µl of a 

diatomaceous solution and 580 µl of TE saturated phenol (Sigma-Aldrich, St Louis, MO). 

After centrifuging at 14,000 × g for 15 min at 4°C, the supernatants were incubated over 

night at -20°C with 0.1 volume of 3M sodium acetate and 2 volumes of ethanol. After 

centrifugation at 14,000 × g for 10 min at 4°C the pellet was resuspended in 25 µl of 

ultrapure Dnase- and Rnase-free water. RNA was then extracted and purified with the Qiagen 

RNA/DNA Minikit and Rneasy Plant Mini kit (RNA Cleanup) according to the 

manufacturer’s instructions (Qiagen, Hilden, Germany). RNA was quantified at 260 nm and 

RNA purity was estimated by calculating the ratio between the absorbance at 260 nm and 280 

nm (NanoDrop Technologies,Wilmington, DE). RNA aliquots were stored at -80°C. 

Density gradient centrifugation and fractionation. The isopycnic 

ultracentrifugation was performed with 50 ng of purified RNA according to 

Vandenkoornhuyse et al. (41). Representative fractions of unlabeled (light density fraction) 

and 13C-labeled (heavy density fraction) RNA were taken along the ultracentrifugation 
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gradient. Each RNA fraction was then precipitated with two volumes of isopropanol. After 

centrifugation, the pellets were washed in 75% ethanol, dried and redissolved in 25 µl of 

ultrapure water (Invitrogen, Carlsbad, CA). 

RT-PCR. The presence of 12C-RNA and 13C-RNA in the light or heavy fractions of 

the density gradient were checked by performing RT-PCRs on a 4 µl aliquot of each light and 

heavy RNA fraction, using the Titan One Tube RT-PCR Kit (Roche Applied Science, 

Mannheim, Germany). The reaction was carried out in a final volume of  50 µl with 10 pmol 

of the primers Eub_519f and Eub_1390r specific for bacteria (28) modified by 

Vandenkoornhuyse et al., 2007 (41). The thermal cycling conditions consisted of a reverse 

transcription at 51°C for 30 min followed by PCR amplification with 2 min denaturation at 

94°C and 35 cycles of 30 sec at 94°C, 1 min at 52°C and 50 sec at 68°C, ending with a final 

extension step for 10 min at 68°C. The presence and size of each RT-PCR product (870 pb) 

were checked by electrophoresis on 1% agarose gel. 

T-RFLP. RT-PCRs were performed as described previously with the Eub_519f 

primer labeled in 5’ with carboxyfluorescein (6-FAM) and the Eub_1390r primer labeled in 5’ 

with the hexa-chloro derivative (HEX). The size of each RT-PCR product (870 pb) was 

checked by electrophoresis on 1% agarose gel. Labeled RT-PCR products were purified with 

the High pure PCR product purification kit (Roche Applied Science, Mannheim, Germany) 

and eluted in 40 µl of elution buffer. The level of resolution of the T-RFLP method is greatly 

improved by using more than one restriction enzyme to generate a higher polymorphism of 

terminal restriction fragments (T-RFs) at both labeled ends (22). Thus, 20 microliters of 

purified labeled PCR products were independently digested with 2 units of the restriction 

enzymes StyI or HinfI (Promega, Madison, WI). Digests were precipitated at -20°C overnight 

with 0.1 volume of sodium acetate 3M and 2 volumes of ethanol. After centrifugation the 

pellets were washed in 70% ethanol, dried and resuspended in 10 µl of ultrapure water. Nine 

microliters of a 400HD ROX/formamide solution (the internal standard ladder) (Applied 

Biosystems, Foster City, CA) were added to 1 µl of resuspended pellets. The T-RFs were 

separated and accurately sized using an automated sequencer (model ABI3130xl, Applied 

Biosystems, Foster City, CA). To check that all the fragments detected were true T-RFs even 

if they were of low intensity, two independent RT-PCRs, restriction digestions and separation 

were performed on all the samples. The T-RFs sizing and diversity signature analysis were 

performed using the Peak Scanner 1.0 software (Applied Biosystems, Foster City, CA). Only 

the length of the T-RFs was taken into account for data analyses (presence/absence of a T-RF) 
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as we had noticed that the peak intensity was not conserved between true replicates. Thus, 

each T-RF was coded as a discrete variable (0 for absence or 1 for presence) (22, 42). 

Analyses of T-RFLP data. The bacterial communities in bulk soil, casts and after 

glucose or acetate addition were compared by computing a parsimony tree with PAUP 4.0β10 

(Sinauer Associates, Sunderland, MA) as described by Vandenkoornhuyse et al. (40). The 

shortest topology found was calculated by using a heuristic tree search with 500 replicates of 

random addition and the TBR swapping algorithm. The bootstrap values, estimated from 1000 

replicates, represented the percentage of identical topology for a given node. 

A multivariate approach based on principal component analysis (PCA) was also used 

and the covariance PCAs of the data were computed. All the PCAs were implemented with 

the ADE-4 software package. 

Specific richness (S) was estimated as the total number of T-RFs and bacterial 

diversity was based on Shannon’s information measure, H0, which was calculated as follows: 

H0 = - ∑ pi log2 pi, where pi is the frequency of a given T-RF fragment. H0 is lowest (=0) 

when all the individuals belong to the same species or when all species are represented by a 

single individual and H0 is highest when all the individuals are equally distributed between the 

species. S and H0 were calculated at different levels for each soil microsite: the total active 

bacteria including the one not directly induced by substrate addition (12C-RNA) and the 

bacteria consuming the substrate (13C-RNA).  

 

RESULTS 

 

Substrate degradation kinetics. The glucose and acetate added to the soil were 

rapidly consumed and no longer detected after 30 hours of incubation (Fig. 1). Glucose 

degradation was faster in casts than in bulk soil, the glucose completely disappearing after 20 

hours compared with 30 hours in bulk soil (Fig. 1A). With acetate enrichments, a lag period 

of 19 hours of incubation before the occurrence of degradation was detected in casts but not in 

bulk soil.  Despite this lag phase, the acetate degradation rate in casts was finally faster than in 

bulk soil and acetate was consumed within an identical incubation period (Fig. 1B).  
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At the same time as degradation of the 13C-labeled substrates, 13C enrichment of RNA 

in the heavy density fraction was detected by RT-PCR throughout substrate degradation. For 

example, in bulk soil with [13C]acetate enrichment, 13C-RNA could already be detected after 

5h of incubation with a maximum yield of RT-PCR products after 19 h of incubation (Fig. 2).  
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Figure 1: Glucose (A) and acetate (B) degradation curves in bulk soil (straight line) and earthworm casts 
(dot line) after addition of 2.4 mg substrate-C g-1. 

Figure2 : RT-PCR products from 12C- (light L) and 13C- (heavy H) RNA collected from the isopycnic density 
gradient RNAs were extracted from bulk soil in acetate enrichment after 5, 10, 19, 21 and 24 hours of 
incubation. Nucleic acids were amplified by RT-PCR with primer specifics for eubacteria. 
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Active bacterial community structure in relation to soil microsite. The bacterial 

communities in bulk soil and casts with [13C]glucose or [13C]acetate addition were compared 

by PCA analysis (Fig. 3). The active fraction of bacteria in the casts differed substantially 

from those in bulk soil with both enrichments. Discrimination depending on the soil microsite 

was greater with acetate enrichment as supported by the first principal component.  

 

Figure3 : Principal component analysis (PCA) of the active bacterial communities. Each dot in the vectorial 
space represents the diversity signatures (T-RFLP profiles) of a given sample. Bacterial communities in soil 
microsites after glucose (A) and acetate (B) enrichments.  

 

Specific richness (S) and diversity (H0) of the total active bacteria (12C-RNA) differed 

between the two soil microsites depending on the substrate added. S and H0 were higher in 

bulk soil than in casts after the addition of glucose but not of acetate (Table 1).  
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Active bacterial community structure in relation to carbon substrate. The 

complete T-RFLP data (glucose and acetate enrichments) were plotted together to examine 

the impact of carbon substrate on the structure of the active bacterial community. The impact 

of bioturbation on active soil bacteria was still observed (Fig. 4A). Discrimination depending 

on the soil microsite was supported by the third principal component (Fig. 4A). The active 

bacteria were also distributed according to the substrate added indicating that substrate 

addition led to a modification in the structure of the active bacterial community (Fig. 4B). 

Discrimination depending on substrate enrichment was supported by the first principal 

component. In both microsites S and H0 were higher in glucose-enriched soil than in acetate 

(Table 1). 

 

 

 

 

S H 0 S H 0

Bulk soil 303 8.13 184 7.4
Casts 238 7.76 181 7.34

Bulk soil 187 7.4 130 6.87
Casts 219 7.62 257 7.89

12C-RNA 13C-RNA

Glucose

Acetate

Substrate Soil microsite

TABLE 1 : Specific richness (S) estimates as the total number of T-RFs and diversity estimates with Shannon’s 
information measure (H0) in acetate and glucose enrichments (n=6 for each enrichment). H0 and S of 12C-RNA 
and 13C-RNA in bulk soil and casts respectively. 
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Figure 4 : Principal component analysis (PCA) of the active bacterial community. Each dot in the vectorial space 
represents the diversity signatures (T-RFLP profiles) of a given sample. Bacterial communities according to the 
soil microsite status and irrespective of the substrate added (A) and according to the substrate added and 
irrespective of the status of the soil microsite (B).  

 

Carbon substrate consumption by active soil bacteria. The RNA-SIP method 

allowed the active consuming bacteria to be distinguished from the total living soil bacteria. 

Parsimony analyses were performed on 13C-RNA solely (Fig. 5). These analyses 

demonstrated that the composition of the bacterial community was specific to the nature of 

the added carbon substrate (Fig. 5). Bacterial community structure was greatly modified by 

carbon addition. Comparison of S and H0 in 12C-RNA and 13C-RNA revealed differences 

between the acetate and glucose enrichments in the two soil microsites (Table 1). After 

glucose enrichment, the diversity of the consuming bacteria (13C-RNA) was less than that of 

the total living soil bacteria (12C-RNA) irrespective of the soil microsite, even if this 
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(13C-RNA) were also less diverse than the total living bacteria (12C-RNA) in the bulk soil but 

not in casts, in which the acetate-consuming bacteria showed greater diversity.  

 
Figure 5: Unrooted maximum parsimony tree showing differences in the composition of soil bacterial 
communities in 13C labeled fractions of glucose (diamond) and acetate (triangle) enrichments. 

 

DISCUSSION 

 

In this study we analyzed the communities of living soil bacteria and addressed the 

short-term response to carbon supply in two kinds of soil microsites, with or without ‘hot 

spot’ status.   

We know that the diversity of bacteria in soil is huge (e.g. 37). We also found a great 

diversity of living bacteria in soil under our experimental conditions, with at least 47 to 76 

different SSU rRNA targets coamplified (i.e. 187/4 and 303/4, Table 1, given the fact that 2 

enzymes were used and the 2 strands analysed) from an aliquot of 50 ng of RNAs extracted 

from 300 mg of soil. This is one of the very first estimates of the number of different living 

soil bacterial genomes co-occurring in a given soil sample.  

By using the RNA-SIP/T-RFLP strategy, like others recently (26), we clearly 

highlighted a rapid differentiation within the soil bacterial communities which indicated that 

these molecular tools allowed satisfactory resolution to assess the working hypotheses. We 

propose that this short-term response of the living bacteria could be attributed to removal of 

the trophic limitation in soil and this was clearly highlighted by using the RNA-SIP strategy. 

Furthermore, our results showed that with glucose and acetate enrichments, the active 
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bacterial communities were also structured according to the soil microsite. Thus we 

distinguished two selective factors that interacted together.  

Firstly, the living bacteria were selected differently in earthworm casts and bulk soil 

(Fig. 3). Indeed, from ingestion to excretion, the soil is subjected to different modifications 

which tend to modify the bacterial communities. This can be attributed to the fact that 

earthworms feed selectively on material rich in organic matter and containing high 

concentrations of bacteria (14, 29) with the result that ingested soil differs from the bulk soil. 

The physical and chemical properties are then modified during passage through the 

earthworm gut. The gut has been described as a mobile anoxic microhabitat in aerated soil 

(14), containing high quantities of available organic compounds, such as glucose and acetate, 

which make it an ideal habitat for the anaerobic metabolism and fermentative processes of 

ingested soil microorganisms (14, 19, 20). Moreover, it is hypothesized that passage through 

earthworm guts increases the culturability of certain microorganisms in ingested soil (14). 

Furthermore, an increase in microbial respiration and bacterial counts was observed in casts 

(3, 9). Casts differ from bulk soil by higher moisture content, higher soluble organic carbon, 

higher nitrate and ammonium concentration, higher available phosphorus and higher nutrient 

availability which provide more favorable growth conditions for microorganisms (9, 12, 18, 

24). All these factors help to change the structure of bacterial communities after soil 

ingestion, digestion and excretion. Our results are in agreement with previously published 

studies reporting the modification of bacterial communities in casts compared to bulk soil (15, 

29). However our results are the first to show a differentiation between living bacteria 

according to soil microsite status. Previous studies compared bacterial communities in bulk 

soil and casts by in vitro isolation and by culture-independent PCR amplification of the 16S 

rRNA gene. The bacterial communities were shown to be different (15) with more CFU in 

casts than in soil (29) and selection of different groups of bacteria such as Actinobacteria, 

Firmicutes, γ-Proteobacteria, α-Proteobacteria and some Bacteroidetes (17, 32, 34).  

As second selective factor, our results provided evidence that the nature of the carbon 

substrate added to soil resulted in profound, specific and rapid selection within the living 

bacterial community. This selection by carbon substrate had a greater effect than the soil 

microsite, although an interaction between the two was detected. Both substrate enrichments, 

in addition to removing trophic limitation, created novel environments which selected 

divergent bacterial communities. Glucose and acetate carbon are not assimilated by the same 

metabolic pathways. Glucose can be used in three different metabolic pathways: glycolysis, 
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the pentose phosphate pathway and the Entner Doudoroff pathway (44). All three pathways 

convert glucose to phosphoglyceraldehyde which is then oxidized to pyruvate via reactions 

that are shared by all three pathways. Although glycolysis is the main pathway, some bacteria 

rely completely on the pentose phosphate pathway for glucose catabolism and others (e.g. 

Pseudomonas spp., Rhizobium spp., Thiobacillus spp., Xanthomonas spp.) only on the Entner 

Doudoroff pathway that is widespread, particularly among the aerobic Gram-negative bacteria 

(44).  A variety of microorganisms may also harvest energy by transforming glucose into 

fermenting products. The utilization of  acetate as sole carbon source requires operation of the 

glyoxylate cycle to convert acetyl-CoA into anapleurotic and gluconeogenic compounds (8). 

Not all bacteria are able to grow with acetate as sole carbon source as some do not possess the 

enzymes involved in the glyoxylate cycle. However, a recent study has also revealed new 

pathways for the assimilation of acetate that do not involve the key enzyme isocitrate lyase 

(16).   

Although glucose and acetate are readily metabolized, the different catabolic pathways 

can be expected to result in different degradation kinetics and involve different consuming 

bacterial communities. Our results clearly demonstrate this (Figs. 1 and 5) and are in 

agreement with Wawrik et al. (43) who showed in soil culture experiments that each 

enrichment with a different carbon source (which included glucose and acetate) captured 

unique parts of the total bacterial community in soil. Furthermore, the higher specific richness 

and diversity found in the glucose-enriched samples indicated that diverse soil indigenous 

bacteria consumed glucose rather than acetate (Table 1).  

When RNA-SIP was used with 13C-labeled substrates, the glucose-consuming bacteria 

were observed, as expected, to be fraction of the total living soil bacteria, in both soil 

microsites (Table 1). However, unexpected results were obtained for the acetate-enriched soil 

casts. In that particular microsite, both the specific richness and diversity of the active 

consuming bacteria were higher and the kinetics of acetate degradation were also enhanced 

(Fig. 1A). Thus, acetate enrichment associated with the specific physicochemical properties of 

casts together with the enhanced culturability of bacteria generated by the passage through 

earthworm guts (19, 32) might have activated dormant bacteria (K state, undetectable by 

RNA-SIP) and/or increased poorly represented bacteria (i.e. those only detectable by in depth 

sequencing). This new selected fraction of bacteria probably became more competitive and 

abundant when acetate was available. Wawrik et al. (43) observed that acetate, compared to 

the other carbon substrates tested, did not have a greater effect than the different soil types 
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tested on the composition of the bacterial community selected after enrichment. This is 

confirmed by our results which showed that even when acetate enrichment selected a fraction 

of the soil bacteria this selection still depended on the soil microsite tested. Both soil status 

(i.e. ‘hot spot’ or not) and carbon enrichment had a strong selective effect on the living 

bacterial community structure. Although glucose and acetate are readily assimilable carbon 

substrates, the use of RNA-SIP allowed us to distinguish the active consuming bacteria within 

the total living bacterial communities. The relative importance of this active soil bacterial 

fraction depended on both the substrate added and the soil status. RNA-SIP gave direct access 

to the ecological opportunist (r) bacteria which started to grow immediately after substrate 

addition in response to the removal of trophic limitations. 
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ABSTRACT 

Soil is a heterogeneous matrix composed of discontinuous microhabitats including ‘hot-spots’ 

that can be generated by earthworm bioturbation. Because bacterial communities are 

structured by the soil heterogeneity, soil pollutant biodegradation may also spatially vary at 

this microscale. Atrazine is a pesticide that has been worldwide used and that generates 

diffuse pollutions leading to bacterial adaptation and biodegradation. Thus it constitutes a 

good model to analyze the diversity of atrazine degraders among co-occurring but 

discontinuous soil microsites. By using RNA-based stable isotope probing (RNA-SIP) with 
13C-atrazine we identified from 16S rRNA sequencing the diversity of the total active bacteria 

(12C-RNA) and the atrazine-degraders (13C-RNA) in bulk soil and in different microsites 

generated by earthworms soil bioturbation. We determined that earthworm bioturbation 

greatly affected the active soil bacterial diversity with wide distribution among the phylotypes 

retrieved in the different soil microsites and significant less phylotypes detected in casts. 

Earthworm bioturbation also modified atrazine degradation and atrazine-degraders diversity. 

Burrow-linings constituted a ‘hot-spot’ for atrazine degradation with enhanced disappearance 

and as soon as, two days of incubation, presence of the primary degraders that were closely 

related to Pelomonas aquatica. The atrazine-degraders identified in the different soil 

microsites belonged to many different phylotypes indicating that the degrading genes 

involved might have been acquired by horizontal gene transfers. Interestingly, two degraders 

phylotypes were closely related to bacterial isolates known to degrade phenanthrene 

(Pelomonas saccharophila and Massilia timonae), a PAH with monooxygenase-dependant 

degradation as atrazine N-dealkylation. The efficiency of RNA-SIP to link bacterial diversity 

to atrazine degradation was verified by the recovery of two phylotypes closely related to 

known-atrazine culturable degraders in 13C-RNA (Ralstonia basilensis M91-3 and 

Pseudomonas sp. ADP). According to our results, we suggest that enhanced atrazine 

degradation should be sustained by key atrazine-degraders rather than by high atrazine-

degraders diversity. 
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INTRODUCTION 

 

Since the beginning of the green-revolution of the second part of the 20th century 

different xenobiotics where applied to agricultural soils leading to diffuse pollutions 

(Pimentel, 1996). Despite these molecules were new in the environment, their recurrent use 

and subsequent increasing concentration in soils have induced selection pressure for 

microorganisms. As a consequence, a fraction of the soil bacteria became adapted and so able 

to use these pollutants as nutrient source and to degrade them. In that way, they naturally 

sustain soil detoxification and /or depollution. This adaptation and selection of soil bacteria to 

diverse pollutants derived from anthropic activities also have an ecological and 

biotechnological interest. 

Among the molecules used in agriculture, atrazine (2-chloro-4-ethylamino-6-

isopropylamino-s-triazine) that belongs to the s-triazine family has induced diffuse pollutions 

worldwide. Its biodegradation has been investigated and several catabolic pathways and genes 

have been identified by isolation of degrading bacteria. Thus, as first degrading step atrazine 

can be dechlorinated to hydroxyatrazine or hydroxylated to deethylatrazine (DEA) and 

deisopropylatrazine (DIA) by bacterial monooxygenase. (Giardina et al., 1982; Mandelbaum 

et al., 1993). It has been shown that atrazine biodegradation can be carried out by individual 

strains of bacteria such as Pseudomonas sp. ADP (Mandelbaum et al., 1995), Nocardioides 

sp. C190 (Topp et al., 2000a), Arthrobacter sp. AD1 (Cai et al., 2003), Aminobacter ciceronei 

C147 (Topp et al., 2000b), Chelatobacter heintzii (Rousseaux et al., 2001) and Ralstonia 

basilensis M91-3 (Radosevich et al., 1995). However catabolic pathway implying bacterial 

consortia should be more common in soils than ones implying individual atrazine-degrading 

species (Smith and Crowley, 2006), and different atrazine degrading consortia of 2 to 8 

bacterial members have been isolated and studied (de Souza et al., 1998b; Smith et al., 2005; 

Smith and Crowley, 2006; Chirnside et al., 2007; Kolic et al., 2007). Despite this better 

understanding of atrazine catabolism, we argue that the perception of atrazine degraders in 

soils is underestimated because all the knowledge up to date is solely related to culture-

dependant strategies and we now know that only 10% or less of the soil bacterial diversity can 

be cultivated (Torsvik et al., 1998). 

Soils consist on an heterogeneous matrix supporting different microhabitats (Ettema 

and Wardle, 2002) including desert areas and ‘hot-spots’, zones with high biological activity 

(Nannipieri et al., 2003). These ‘hot-spots’ can be generated or maintained by the universal 
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process of soil bioturbation that is the biological reworking of soil by inhabiting organisms 

such as roots and macrofauna including earthworms (Meysman et al., 2006; Monard et al., 

2008). Thus, by disturbing the soil, earthworms generate different soil microsites that differ to 

the bulk soil in terms of microporosity, moisture, nutrient content or oxygenation (Pivetz and 

Steenhuis, 1995; Devliegher and Verstraete, 1997; Decaëns et al., 1999; Blanchart et al., 

2004; Le Bayon and Binet, 2006). These soil property modifications associated to earthworm 

bioturbation impact the atrazine degradation by acting on atrazine transport (Sigua et al., 

1995), atrazine bioavailability and distribution (Meharg, 1996; Binet et al., 2006) and  

atrazine-degrading genetic potential (Kersante et al., 2006; Monard et al., 2008). However, if 

earthworm bioturbation have been shown to modify the total soil bacterial structure and 

diversity (Furlong et al., 2002; Schonholzer et al., 2002; Kersante et al., 2006), its effect on 

the diversity of atrazine-degraders has never been studied yet. 

To further understand linkage between soil heterogeneity, bacterial diversity and 

atrazine degradation four questions are addressed in the present paper: i) to what extent soil 

bioturbation by earthworm (Lumbricus terrestris) impacts diversity of total active soil 

bacteria? ii) What is the diversity of soil bacterial consortia involved in atrazine degradation 

and does it correspond to the knowledge of atrazine degraders in soils obtained by culture-

dependent methods? iii) Do the patterns of atrazine degradation along with atrazine degrader 

consortia diversity differ among co-occurring but independent soil microsites generated by 

earthworms? And iv) Does the diversity of atrazine-degraders has to do with enhanced 

atrazine mineralization at the microsite scale? To address these questions, we used the RNA 

based stable isotope probing (RNA-SIP) approach which allows assessing of the total active 

bacteria and the fraction involved in atrazine degradation by following the C fate from 13C-

labeled atrazine to the de novo synthesized RNAs by atrazine degraders. This technique 

enables taxonomic identity to be linked with function (Wellington et al., 2003). Whereas 

relationship between diversity and ecosystem function have been shown to be complex and 

contradictory (Bengtsson, 1998; Schwartz et al., 2000; Griffiths et al., 2001), the objectives of 

the present study were to determine if at the microsite scale active bacterial diversity and/or 

atrazine degrader diversity sustain atrazine degradation. 
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MATERIALS AND METHODS 

 

Soil microcosms  

Soil was collected from the 0-30 cm top horizon layer at the agricultural site of the 

Institut National de Recherche en Agronomie (Epoisses, France). This soil was a clay loam 

(sand 6.7%, silt 47.2%, clay 46.1%) and had a pH of 6.7. The collected fresh soil was sieved 

at 4 mm and stored at 4°C until use. Soil microcosms were prepared as described by Binet and 

Trehen (1992). Each microcosm (PVC cylinder; 15 cm high, 12 cm diameter) was filled with 

2280 g of 4 mm-sieved fresh soil (water content of 22% w/w). The soil in each microcosm 

was compacted to a bulk-density of 1.46 g cm-3. The microcosms were placed in a climate 

chamber at 15°C under a 12h:12h night/day photoperiod. After one day, 3 adult specimens of 

the earthworm species Lumbricus terrestris were added on the soil surface with a total 

average biomass of 8.2 +/- 0.3 g per microcosm. Every 2 days, earthworm surface-casts were 

harvested and stored à -20°C until use and twenty days after earthworm’s addition, soil 

microcosms were destroyed. The bulk soil not burrowed by earthworms and the burrow-

linings corresponding to the 2 mm thickness of soil carefully collected with a fine spatula 

from the sides of the entire burrow network were sampled and stored à -20°C until use.  

 

Soil microsite experiments 

The water content of the 3 soil microsites (bulk soil, burrow lining and casts) was 

adjusted to 0.5 g of water per g of dry soil (105°C) and 12 g of each moistened soil microsite 

was treated with 25 mg of atrazine (Chemical purity 98%, Syngenta Crop Protection, 

Switzerland) per gram of dry soil. The soil samples were then placed in a sterile glass jar at 

20°C in the dark. At 20 days each soil microsite was treated with 25 mg of 13C-chain labeled 

atrazine (Chemical purity 97%, isotopic enrichment 98%, Innovation & Chimie Fine, France) 

per g of dry soil and placed in a sterile glass jar at 20°C in the dark. For each soil microsite, 
13C-atrazine degradations were measured for 8 days and RNA was extracted after 2 and 8 

days of incubation. Additional control experiments with unlabelled atrazine were performed 

on bulk soil to check the absence of 13C-RNA in heavy fraction of the density gradient. 

 
13C- atrazine and metabolites degradation 

13C-chain labeled atrazine was used preferentially to 13C-ring labeled as its 

mineralization into 13CO2 have been shown to be smaller than the one of the 13C-ring labeled 
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atrazine probably as a result of assimilatory incorporation of the C of the side chains into 

bacterial biomass (Radosevich et al., 1996; Rousseaux et al., 2001). Thus 13C-chain labeled 

atrazine was used to optimize 13C incorporation into atrazine degraders RNA. 

To follow atrazine degradation, 13C-atrazine along with its metabolites (13C-

hydroxyatrazine, 13C-DEA and 13C-DIA) were measured in the soil microsites during the 

incubation. To do so, 250 mg of soil sample was dissolved in one liter of mineral water. After 

15 min of ultrasound treatment, the sample was mixed during one hour and subject to 15 min 

of ultrasound treatment again. 50 ml of this mixture were harvested and diluted to 10 times. 

After shaking during 15 min, 5 ml were harvested and 10 µl of a methoprothryne solution (20 

mg.l-1) were added. Atrazine and its metabolites were selectively extracted from this water 

sample by solid phase extraction (SPE) with an Oasis hydrophilic-lipophilic balance (HLB) 

extraction cartridges (200 mg, 6 ml, Waters, St Quentin en Yvelines, France) pre-conditioned 

with 6 ml CH2Cl2/CH3CN (60/40), 6 ml MeOH followed by 6 ml of ultra-pure water. Elution 

was carried out with 2 x 5 ml of CH2Cl2/CH3CN (60/40). After this enrichment step, samples 

were evaporated under a gentle nitrogen stream close to a drop, and reconstituted with 

H2O/CH3CN  (90/10) acidified (0.1% formic acid), to reach a volume of 1 ml. This sample 

was  analyzed by LC/MS and the HPLC system consisted of a Waters alliance  2690 (Waters, 

Saint Quentin en Yvelines, France). Atrazine and metabolites were separated on a column X 

Terra TM MS C18, 150 x 2.1 mm, 3,5µm particle size (Waters, Saint Quentin en Yveline, 

France) at 35°C. A binary mobile phase gradient (ultra pure water with 0.1% formic acid and 

CH3CN with 0.1% formic acid) was used for pesticides separation. A simple quadrupole mass 

spectrometer model ZQ (Waters-Micromass, Saint Quentin en Yvelines, France) equipped 

with the electrospray (ES) source was employed coupled with HPLC. For each analyse, a 

value of the cone voltage was optimized by continuous infusion in order to achieve the 

highest sensitivity as possible. Analyses were performed at the LERES of the EHESP (Ecole 

des Hautes Etudes en Santé Publique, Rennes, France). 

 

Soil RNA extraction 

RNA was extracted from 250 mg of fresh soil after 2 and 8 days of incubation 

according to Monard et al.(submitted). The RNA pellets were washed with ethanol 75%, dried 

and resuspended in 50 µl of ultrapure Dnase- and Rnase-free water. RNA was quantified at 

260 nm and RNA purity was estimated by calculating the ratio between the absorbance at 260 

nm and 280 nm (NanoDrop Technologies). RNAs were aliquoted and stored at -80°C. 
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Density gradient centrifugation and fractionation.  

The isopycnic centrifugation was performed with 50 ng of purified RNA according to 

Vandenkoornhuyse and collaborators (modified in Vandenkoornhuyse et al., 2007). 

Representative fractions of 12C- (light density fraction) and 13C-labeled (heavy density 

fraction) RNAs were taken along the ultracentrifugation gradient. Each RNA fraction was 

precipitated with two volumes of isopropanol. After centrifugation the pellets were washed in 

75% ethanol, dried and redissolved in 25 µl of ultrapure water. 

 

RT-PCR.  

From 12C-RNA and 13C-RNA templates, RT-PCRs were performed from an aliquot of 

4 µl of RNA using the Titan One Tube RT-PCR Kit (Roche Applied Science, Germany). The 

reaction was carried out in a final volume of  50 µl with 10 pmol of the primers Eub_519f and 

Eub_1390r specific for bacteria (Orphan et al., 2000; modified in Vandenkoornhuyse et al., 

2007). 

 

Cloning and sequencing 

The amplified fragments were ligated in the pGEM-T vector (Promega, Madison, WI) 

and transformed into DH5α Library efficiency® competent cells (Invitrogen, Carlsbad, CA) 

by heat shock. Cells were grown in Luria-Bertani medium at 37°C overnight. The culture 

medium was supplemented with ampicilline (125 mg.l-1), IPTG (0.1 mM) and X-Gal (20 

mg.L-1). From each clone library, from 135 to 219 positive clones were sequenced 

(Genoscreen, France) for both strands using T7 or SP6 primers. The two sequences were 

aligned and each nucleotide position was checked using Sequencher 4.6 (GeneCodes, Ann 

Arbor, MI). 

 

Diversity and phylogenetic analyses 

Rarefaction curves were computed for each data set (figures 1BC, 2CDE and 3BC). 

The number of species was quantified for 100 random combination of 1 to N sequences and 

also by performing 100 bootstrap pseudo-replicates implemented in Estimates (Colwell et al., 

2004). Multiple alignments implemented with CLUSTALX (Thompson et al., 1997) were 

optimized by eye. Neighbor Joining phylogenic reconstruction under the K2P model was 

calculated (CLUSTALX). PAUP 4.0 β 10 (Sinauer Associates) was used to compute the 

maximum parsimony (MP) tree by using a heuristic tree search with 500 replicates of random 
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addition, tree bisection and reconnection (TBR) as swapping algorithm. For the 1000 

bootstrap pseudo replicates, 15 replicates of random-addition using the TBR swapping 

procedure were performed. Along with these phylogenetic reconstructions, the maximum 

likelihood (ML) tree was calculated using PAUP 4.0 β 10 using the GTR+I+G model with 

bootstrap estimates from 100 iterations. Modeltest 3.7 software was used to select the model. 

 

 

RESULTS (cf tableau annexe 5 du manuscrit de thèse) 

 

Total active bacteria in soil microsites 

In bulk soil that represents the initial active bacteria in soil before earthworm 

bioturbation, three phylogenetic groups were dominant after 8 days of incubation: the 

Firmicutes, the Actinobacteria (phylotypes 4 and 10, highly similar to Nocardioides sp. C190 

and Rhodococcus luteus) and the β-Proteobacteria (phylotypes 19 and 23, highly similar to 

Pelomonas aquatica and Massilia timonae AY157761) (Table 1, figure 1A). The Chloroflexi 

and Gemmatimonadetes phylogenetic groups were specific to bulk soil whereas the 

Bacteroidetes were detected in all soil microsites excepted in bulk soil after 8 days of 

incubation (Table 1). In burrow-linings, the α- (phylotype 25 highly similar to Sphingomonas 

rhizogenes), the β- (phylotypes 19, 37 and 23, highly similar to P. aquatica, Acidovorax 

delafieldii and M. timonae AY157761) and the γ-Proteobacteria were the dominant 

phylogenetic groups found (Table 1, figure 2B). In casts, Firmicutes and γ-Proteobacteria 

were no more detected but the Deinococci were specific to this soil microsite. The dominant 

phylogenetic groups in casts corresponded to the Actinobacteria (phylotype 6 highly similar 

to Micrococcus luteus) and the β-Proteobacteria (phylotypes 19, 42 and 22, closely related to 

P. aquatica, Curvibacter gracilis and M. timonae AM237371) (Table 1, figure 3A). 
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Table 1. Number of phylotypes, number of phylotypes estimated per g of dry soil and proportion of clone 
sequenced within bacterial phylogenetic groups retrieved in both 12C- and 13C-RNA (total) and in 13C-RNA in 
each soil microsite. The proportion of clone sequenced from the 13C-RNA in each soil microsite is expressed as 
percents of the total clones in the microsite.   

 
 

Thus among all the phylotypes detected in the different soil microsite, the one closely 

related to P. aquatica (figures 1, 2 and 3, phylotype19) was detected in the 12C-RNA of all the 

soil microsites whatever the incubation period.  

 

 

 

 

Figure 1. A. Phylogenetic affinities of bacteria SSU rRNA sequences in bulk soil. The tree was computed by NJ 
(Scale bar: 0.1 substitutions per site) of all the bacterial sequences amplified from bulk soil after 8 days of 
incubation, with representatives of the highest BLAST hit of each phylotypes and known atrazine degrading 
bacteria in orange. The outgroup is an uncultured crenarchaeote (AJ347774). Bootstrap values are indicated at 
the nodes (NJ/MP/ML estimated from 1,000/500/100 iteration respectively). Phylotypes are presented with 
colors: blue, 12C-RNA; pink, 13C-RNA; green, sequences found in both 12C- and 13C-RNA. Asterisks indicate 
unknown phylotypes and triangles phylotypes shared between different soil microsites. B. Estimates of bacterial 
community diversity as a function of sampling effort for bulk soil sample at 8 days. Rarefaction curves are 
computed from 100 replicates of bootstrap (blue) and the expected richness function (red) is the number of 
phylotypes estimated (random sampling without replacement) from the sequences analyzed for 12C-RNA. C. 
Estimates of bacterial community diversity for 13C-RNA. 
 

  

Total 13C-RNA Total 13C-RNA total 13C-RNA Total 13C-RNA Total 13C-RNA
Phylotypes 9 1 19 15 23 17 10 8 42 30
Phylotypes per g of dry soil 51 109 125 56
Phylogenetic groups (% of total library)
Bacteroidetes 6.5 0.7 0.7 1.9 0.1
Actinobacteria 4.9 2.2 36.5 19.2 41.8 39.7 21.9 15.2
Firmicutes 2.7 2.7 12.8 5.9 4.8 2.6
Chloroflexi 1.8 1.8 0.6 0.6
Gemmatimonadetes 0.9 0.3
Deinococci 0.7 0.7 0.1 0.1
Proteobabcteria
α- 6.7 28.1 14.6 3.2 2.3 4.8 4.8 10.9 5.7
β- 85.2 33.3 45.4 18.9 43.8 11.9 52.1 8.9 54.2 17.4
γ- 8.1 12.4 8.1 0.9 0.5 5.3 2.3
Total clones 135 45 185 86 219 91 146 80 685 302

Casts TotalBurrow linings 2 days Burrow linings 8 days Bulk soil
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Figure 2. Phylogenetic affinities of bacteria SSU rRNA sequences in burrow linings after 2 (A) and 8 (B) days of 
incubation. The tree was computed by NJ (Scale bar: 0.1 substitutions per site) of all the bacterial sequences 
amplified from burrow linings, with representatives of the highest BLAST hit of each phylotypes and known 
atrazine degrading bacteria in orange. The outgroup is an uncultured crenarchaeote (AJ347774). Bootstrap 
values are indicated at the nodes (NJ/MP/ML estimated from 1,000/500/100 iteration respectively). Phylotypes 
are presented with colors: blue, 12C-RNA; pink, 13C-RNA; green, sequences found in both 12C- and 13C-RNA. 
Asterisks indicate unknown phylotypes and triangles phylotypes shared between different soil microsites. C. 
Estimates of bacterial community diversity for 12C-RNA for burrow-linings sample at 2 days. D. Estimates of 
bacterial community diversity for 12C-RNA for burrow-linings sample at 8 days. E. Estimates of bacterial 
community diversity for 13C-RNA for burrow-linings sample at 8 days. 
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Figure 3. A. Phylogenetic affinities of bacteria SSU rRNA sequences in casts after 8 days of incubation. The tree 
was computed by NJ (Scale bar: 0.1 substitutions per site) of all the bacterial sequences amplified from casts, 
with representatives of the highest BLAST hit of each phylotypes and known atrazine degrading bacteria in 
orange. The outgroup is an uncultured crenarchaeote (AJ347774). Bootstrap values are indicated at the nodes 
(NJ/MP/ML estimated from 1,000/500/100 iteration respectively). Phylotypes are presented with colors: blue, 
12C-RNA; pink, 13C-RNA; green, sequences found in both 12C- and 13C-RNA. Asterisks indicate unknown 
phylotypes and triangles phylotypes shared between different soil microsites. B. Estimates of bacterial 
community diversity for 12C-RNA for surface casts sample at 8 days. C. Estimates of bacterial community 
diversity for 13C-RNA. 
 

 
13C-atrazine degradation kinetics  

13C-atrazine degradation was faster in burrow linings than in bulk soil and casts 

(Figure 4). After 8 days, approximately two times less atrazine remained in burrow-linings 

compared to bulk soil and earthworm casts (11.9, 19.3 and 20.7 mg of atrazine per gram of 

dry soil respectively, figure 4). Whereas hydroxyatrazine and DEA were detected at low 

concentration in all microsites (0.25 mg and 0.17 mg per gram of dry soil at the most 

respectively, data not shown), DIA was not detected.  

 

Figure 4: 13C-chain labeled atrazine degradation kinetics in bulk soil (straight line), burrow linings (dash line) 
and earthworm casts (dot line). Arrows indicate the time at which RNA extractions were performed. 

 

Atrazine-degraders in soil microsites 

Relevant with the higher atrazine degradation (figure 4), 13C-RNA was rapidly (at 2 

days incubation) and solely detected in the burrow-linings. A single phylotype closely related 

to P. aquatica (figure 2A, phylotype 19) was found. Eight days following 13C-atrazine 
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addition, 13C-RNAs were detected in all soil microsites and corresponded to the same 

dominant phylogenetic groups as those of total active bacteria retrieved in the corresponding 

microsite but not compulsorily to the same phylotypes. In bulk soil Actinobacteria phylotypes 

retrieved in 13C-RNA corresponded in majority to sequences closely related to R. luteus and 

Aeromicrobium ginsengisoli (figure 1A, phylotypes 10 and 5 respectively). In burrow-linings 

at 8 days, the α- (phylotypes 14 and 34, closely related to Paracoccus marcusii and an 

unknown phylotype), the β- (phylotype 19, closely related to P. aquatica) and the γ-

Proteobacteria (phylotype 27, closely related to Pseudomonas sp. ADP) corresponded to the 

dominant phylogenetic groups detected in 13C-RNA (figure 2B). In casts, the main 

phylogenetic group corresponded to the Actinobacteria with a phylotype closely related to M. 

luteus (figure 3A, phylotype 6). 

Among all these phylotypes detected in 13C-RNA, those corresponding to the species 

Micrococcus luteus, Ralstonia basilensis M91-3 and M. timonae AY157761, (figures 1A, 2B 

and 3A, phylotypes 6, 20 and 23 respectively) were detected in the 13C-RNA of all the soil 

microsites at 8 days.  

 

Total active bacteria vs atrazine-degraders 

After 8 days of incubation, in all soil microsites, the atrazine degraders represented a 

fraction of the total active bacteria ranging from 42 % to 79 % and 80 % in bulk soil, burrow-

linings and casts, respectively. However, many phylotypes were only detected in 13C-RNA 

indicating high specificity to atrazine. This was particularly true in bulk soil and casts since 

61 and 62 % respectively of all the phylotypes detected were specific to the 13C-RNA whereas 

in burrow-linings it corresponded to 47 %.  

 

 

DISCUSSION 

 

Total active bacteria diversity in soil microsites 

The bacterial diversity in soil is known to be huge since one gram of soil may harbor 

up to 10 billion microorganisms of possibly thousands of different species (Torsvik et al., 

1990; Rossello-Mora and Amann, 2001). In bulk soil, our results indicated that 125 different 

phylotypes of active bacteria might be recovered from one gram of dry soil (Table 1). These 

phylotypes were highly diverse and belonged to variety of bacterial groups. Moreover 38% of 



Chapitre IV 

195 

 

them were not related to known sequences indicating that a non negligible part of these soil 

bacteria has not been described previously (i.e. monophyletic phylotypes with homology to 

known 16S rRNA gene sequences below 97%). While in our experiments the most active soil 

bacteria in  bulk soil belonged to the β-Proteobacteria, the Actinobacteria and the Firmicutes 

in importance order, previous study based on 16S rRNA clone library reported that 65% of all 

the bacterial ribosomes from an acidic grassland of the Netherlands were originated from 

Firmicutes and to a lesser extent to the α-Proteobacteria (Felske et al., 1998). In fact, the 

diversity of soil bacteria depends on environmental factors that generate different 

microhabitat associated to the spatial heterogeneity of soil matrix (Torsvik et al., 2002). In 

that way, our results showed precisely differences in active bacterial communities among the 

various soil microhabitats generated by earthworm bioturbation.  

Whereas, by using culture dependent strategy, Furlong et al. (2002) shown that the 

bacteria isolated from burrows and soil are very similar and belong to the Actinobacteria, the 

Firmicutes and the α-, β- and γ-Proteobacteria, our results indicated that, the same 

phylogenetic groups were detected with Bacteroidetes on top of that in burrow-linings. 

However we observed significant differences in their predominance and at the phylotype scale 

high diversity was detected since only six phylotypes were common between bulk soil and 

burrow-linings. Tiunov and Dobrovolskaya (2002) reported changes in taxonomic 

composition of the culturable microbial community in burrows compared to bulk soil  and our 

results indicated that active soil bacteria diversity is also modified as 8 phylotypes were 

specifics to burrow-linings (figure 2B). These changes in active bacterial population should be 

due to the specific physico-chemical properties of burrow-linings as for example enrichment 

in NO3
- and NH4

+ (Binet and Trehen, 1992; Parkin and Berry, 1999), that might had 

stimulated Pseudomonas spp., known denitrifying bacteria (Cheneby et al., 2000), present in 

higher proportion in this microsite. 

As previously described by Egert et al. (2004) by T-RFLP analysis significant 

differences between the bacterial communities in soil and casts were observed. The diversity 

of the active soil bacteria was greatly affected by passage through earthworm gut and 

excretion as only 10 different phylotypes were detected and Firmicutes were lost. This 

decrease of bacterial diversity is surprising as passage through earthworm guts have been 

shown to promote endospore germination (Drake and Horn, 2007). Nevertheless, this is 

consistent with the negative impact of earthworm soil digestion on the number of soil bacteria 

that has been recently observed by culture independent methods (Monard et al., 2008).  
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It is shown that earthworm bioturbation that generates heterogeneity in soil 

contributed to the maintenance of high bacterial diversity in soil as some bacterial 

phylogenetic groups were specific to soil microsites. As previously suggested by Wardle 

(2006), biotic interactions influence soil biodiversity as soil invertebrates promote dispersal 

and modify soil habitats of smaller sized organisms such as bacteria.  

 

Considerations for the use of RNA-SIP 
13C-labelling of RNA at 8 days must be estimated with care as this labeled might be 

explained by different ways. First, the simplest explanation is that this 13C-RNA belonged to 

bacteria that were able to degrade atrazine or its metabolites in a case of consortia. Secondly, 
13C-labeling of RNA can be explained by cross-feeding between bacteria but this labeled 

RNA may be principally located in intermediate buoyant density between light and heavy 

fractions (Radajewski et al., 2003). As the heavy fraction taken from the ultracentrifugation 

gradient corresponded to high 13C enrichment level of RNA, sample of partially labeled RNA 

corresponding to 13C incorporation via cross-feeding has been limited. Finally, bacterial RNA 

might be labeled through cometabolism by consumption of the 13C-labeled ethyl and 

isopropyl side chains released during the atrazine degradation by other bacterial strain. 

However this hypothesis is not supported by our results as DEA and DIA were either not 

detected or detected at very few concentrations during the incubation indicating (i) no or too 

few liberation of 13C labeled chains and/or (ii) intracellular degradation as proposed in the 

literature (Barriuso and Houot, 1996; Urlacher et al., 2004; Vaishampayan et al., 2007). 

According to these statements, we can estimate that the major part of the phylotypes retrieved 

in 13C-RNA corresponded to atrazine degraders.  

 The efficiency of the SIP-RNA strategy is also supported by the fact that phylotypes 

highly similar to the strains Ralstonia basilensis M91-3 and Pseudomonas sp. ADP 

(Mandelbaum et al., 1995; Stamper et al., 2002), which are known atrazine-degraders, were 

detected in 13C-RNA from different soil microsites.  

 

Atrazine degrading bacteria 

The atrazine-degraders identified in the present study belonged to a variety of 

phylotypes from several phylogenetic groups indicating that the genes involved in the atrazine 

degradation were likely acquired by horizontal gene transfers. Thus mobile genetic elements 

play a major role in the in situ spread and even de novo construction of catabolic pathways in 
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bacteria, allowing bacterial communities to rapidly adapt to xenobiotics (Top and Springael, 

2003). Concerning atrazine, De Souza et al. (1998a) showed that the plasmid pADP1 found in 

the strain Pseudomonas sp. ADP and harboring the atzA, -B, -C, -D, -E and –F genes was 

self-transmissible to several Gram-negative soil bacteria. Martinez et al. (2001) analyzed the 

complete nucleotide sequence of this plasmid and showed that the genes encoding the initial 

reactions of atrazine degradation are not organized in an operon but are dispersed and flanked 

by transposases allowing independent transfers. Thus the atrazine catabolic genes can be 

recruited or lost independently and direct plasmid transfer may not be the only mechanism by 

which atrazine degradation genes are disseminated in the environment. Thus these insertion 

sequence elements have been found flanking the atz genes in other bacteria confirming that 

mobile gene cassettes have transferred between strains (Shapir et al., 2007). 

Most of the phylotypes detected in heavy fraction were not observed in light fraction 

indicating they were not active or represented at a low number before atrazine addition. Their 

response to atrazine addition might have enhanced their activity and allowed us to detect 

them. We can speculate that these bacteria were tightly dependant of atrazine as nutrient 

source. 

Burrow-linings form a special soil microsite for atrazine degraders as shown by 

Monard et al. (2008) and it has already been observed for 2,4-D degradation by Pivetz et al. 

(1995). They are enriched microhabitats as they contain higher organic matter, inorganic N 

and P, organic and total C and (Binet and Trehen, 1992; Parkin and Berry, 1999; Tiunov and 

Scheu, 1999; Jegou et al., 2001; Tiunov et al., 2001; Le Bayon and Binet, 2006). The ‘hot 

spot’ status of this soil microsite is further confirmed in the present study as i) the first 

atrazine degraders (phylotype 19, highly similar to the species P. aquatic, figure 2A) were 

detected rapidly in this microsite after 2 days of incubation and ii) atrazine degrading activity 

was improved in burrow-linings compared to the other soil microsite (figure 4). This increase 

may be due to more favorable physical and chemical conditions to soil bacteria that might 

have stimulated their activity and thus burrow-linings contained a larger fraction of 

metabolically-active microorganisms. We can speculate that the proportion of bacterial 

ecological opportunists i.e. in the r physiological state (Stenstrom et al., 2001) was higher in 

burrow-linings leading to an earlier and higher degradation of atrazine than in the other soil 

microsites. Then, this increased atrazine degrading activity might depends upon the presence 

of both efficiency consortia and individual strains able to completely degrade atrazine such as 

Pseudomonas sp. ADP (Mandelbaum et al., 1995) whose related phylotype has only been 
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detected in burrow-linings (phylotype 27, figure 2B). Moreover, Pseudomonas putida that 

belongs to the same phylotype has already been shown to harbor the trzD gene encoding an 

enzyme involved in atrazine degradation through transformation of the cyanuric acid into urea 

(Smith et al., 2005). Phylotype related to R. basilensis M91-3 (Stamper et al., 2002), another 

atrazine degrading bacteria, has also been detected in 13C-RNA of all the soil microsites after 

8 days of incubation (phylotype 20, figures 1A, 2B and 3A). This strain, isolated from a soil 

sample collected from a pesticide handling area on a farm (Radosevich et al., 1995) is able to 

mineralize atrazine and uses it as the sole source of carbon and nitrogen energy (Stamper et 

al., 2002). 

 

P. aquatica, M. timonae and M. luteus 

Among the atrazine-degraders retrieved in this study, most of them were unknown as 

involved in this function yet. The ones highly similar to the species P. aquatica, M. timonae 

and M. luteus (phylotypes 19, 23 and 6) called our attention. 

First, the atrazine-degraders related to P. aquatica belonging to the class of β-

Proteobacteria were the primary bacteria acting in the biodegradation as the sole rapidly 

detected two days after 13C-atrazine addition. The strain P. aquatica has been isolated from 

industrial water in Sweden (Gomila et al., 2007) and is closely related to the strain Pelomonas 

saccharophila that has been studied as degrader of aromatic compounds such as 

phenanthrene, a PAH (Stringfellow and Aitken, 1995).  

The phylotype closely related to M. timonae AY157761 belonging to the class of β-

Proteobacteria has been detected in 13C-RNA from all the soil microsites analyzed after 8 

days of incubation with the 13C-atrazine. This strain has been isolated from human (Lindquist 

et al., 2003) but M. timonae was also isolated from soil samples (Ferrari et al., 2005). A strain 

isolated from soil sample, closely related to M. timonae AY157761 (98% homology in the 

16S rRNA gene sequence) can degrade phenanthrene. Thus phenanthrene catabolic enzymes 

might be involved in evolution of atrazine degradation through N-dealkylation by soil 

bacteria. Indeed, phenanthrene is mainly degraded by oxygenation of the aromatic rings 

catalyzed by a monooxygenase (Narro et al., 1992). However, the two monooxygenases 

implied in atrazine and phenanthrene degradation do not belong to the same enzymatic family 

(ExPASy, www.expasy.org).    

The phylotype highly similar to M. luteus corresponded to the dominant atrazine-

degrader and the sole Actinobacteria retrieved in earthworm casts. Interestingly, a bacterial 
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strain isolated from water samples and highly similar to M. luteus AJ409096 was able to grow 

in presence of atrazine and to degrade this molecule (López et al., 2005). However this strain 

has never been detected in L. terrestris casts yet. 

 

Conclusion 

The present paper showed that atrazine degradation function is sustained by different 

phylotypes of bacteria among which a fraction was unknown. Interestingly, most of these 

phylotypes have never been identified as atrazine-degraders before. By comparing the 

atrazine degradation kinetics and the number of phylotypes retrieved in 13C-RNA after 8 days 

of incubation, no apparent relation was observed between bacterial diversity and the 

ecosystem function to which we were interested in. This atrazine degradation function does 

not seem to depend primarily to total atrazine-degrading bacterial diversity but most to key 

atrazine-degraders and physico-chemical conditions of the soil. Thus the soil spatial 

heterogeneity as the one generated by earthworm bioturbation is a main process in sustaining 

bacterial diversity. This diversity is also functional as key species in atrazine degradation 

were selected in specific microhabitats. The present study demonstrated that burrow-linings, 

by offering optimal physico-chemical conditions to specific key atrazine-degraders, constitute 

a ‘hot-spot’ for atrazine degradation  
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4. Synthèse du chapitre IV 

 

L’utilisation du SIP à partir d’ARN permet d’accéder directement aux bactéries 

réellement impliquées dans la dégradation d’un substrat (13C-ARN) tout en ayant accès aux 

bactéries actives totales (12C-ARN) dans le système étudié (Radajewski et al., 2003; 

Wellington et al., 2003; Dumont and Murrell, 2005; Neufeld et al., 2006). Cette technique 

permet de répondre avec précision à la question ‘qui fait quoi ?’ et de vérifier ou infirmer 

l’hypothèse que la diversité assure la fonction, question fondamentale en écologie 

microbienne pour la compréhension des processus microbiens intervenant dans un 

écosystème.  

A la lumière de cette étude, nous montrons deux facteurs de structuration des 

communautés bactériennes actives du sol. Ainsi, l’addition d’un substrat carboné sélectionne 

et structure les bactéries actives du sol. De plus, au sein de microhabitats particuliers dans 

lesquels l’activité de certaines bactéries du sol est stimulée (‘hot-spots’), tel que dans les 

turricules de vers, l’addition d’un substrat carboné facilement métabolisable comme l’acétate 

active et stimule le développement de certaines bactéries peu représentées initialement. Ces 

opportunistes écologiques (Stenstrom et al., 2001) sont devenus plus compétitifs et plus 

abondants en présence d’acétate et l’utilisation du SIP à partir d’ARN nous a permis 

d’accéder directement à ces communautés bactériennes. Néanmoins, comme l’ont observé 

Kuzyakov et Bol (2006), la réactivité de ces bactéries dépend de la nature du substrat puisque 

dans les turricules la consommation d’un substrat carboné complexe comme l’atrazine n’est 

pas stimulée par rapport au sol non bioturbé. Suite à l’addition de 13C-atrazine une 

modification des communautés bactériennes actives dans le sol a également été observée dans 

les parois de galeries, avec une sélection de phylotypes bactériens inactifs ou faiblement 

représentés avant l’addition du substrat. Ainsi, après 8 jours d’incubation des phylotypes 

supplémentaires à ceux présents après deux jours ont été identifiés. Certains de ces nouveaux 

phylotypes ont été détectés dans la fraction lourde (13C-ARN) (dont Streptococcus oralis, 

Micrococcus luteus, Paracoccus marcusii, Methylobacterium lusitanum, Ralstonia basilensis 

M91-3), et correspondent donc à des bactéries qui utilisent les carbones des chaines de 

l’atrazine comme source nutritive. D’autres nouveaux phylotypes ont été détectés dans la 

fraction légère (12C-ARN) (dont Nocardioides fulvus et Acidovorax delafieldii) correspondant 

soit à des bactéries utilisant les carbones non marqués de l’atrazine (carbones du cycle), soit 

utilisant l’atrazine comme source d’azote.  
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La bioturbation du sol par la macrofaune est un autre facteur de structuration des 

communautés bactériennes vérifié à deux reprises (articles 4 et 5) Chaque microsite de sol 

possède sa propre population bactérienne et sa propre diversité. Ainsi, après 8 jours 

d’incubation, 23 phylotypes différents ont été détectés dans les fractions légères (12C-ARN) 

du sol non bioturbé, 19 dans les parois de galeries et 10 dans les turricules. La bioturbation a 

donc un effet globalement négatif sur la diversité des communautés bactériennes en réduisant 

le nombre de phylotypes bactériens différents (richesse spécifique), et particulièrement après 

digestion du sol par les lombriciens, certains phylotypes ne sont plus présents dans les 

microsites de sols générés par les vers de terre (i.e. Nocardioides sp. C190 et Rhodococcus 

luteus). Ces résultats confirment ceux de Haynes et al. (2003) qui avaient observés une 

diminution de la biomasse microbienne dans les turricules de deux espèces de lombriciens 

différentes, L. rubellus et Aporrectodea caliginosa. Néanmoins, la bioturbation du sol par les 

lombriciens permet le maintien de la diversité puisque certaines bactéries sont spécifiques aux 

parois de galeries (N. fulvus, Shingomonas rhizogenes, A. delafieldii, Pseudomonas sp. ADP 

et Shigella sonnei) et d’autres aux turricules (Curvibacter gracilis).  

Par l’utilisation de la stratégie de SIP-ARN en présence de 13C-atrazine, notre 

objectif était d’identifier les bactéries indigènes du sol capables de dégrader cette molécule et 

de comparer ces données aux connaissances disponibles dans la littérature concernant les 

bactéries et/ou consortia isolés. Pour cela différentes bactéries connues pour dégrader 

l’atrazine (Nocardioides sp. C190 (Topp et al., 2000a), Arthrobacter sp. AD1 (Cai et al., 

2003), Aminobacter ciceroni (Topp et al., 2000b), Chelatobacter heintzii (Rousseaux et al., 

2001), Pseudomonas sp. ADP (Mandelbaum et al., 1995), R. basilensis M91-3 (Radosevich et 

al., 1995)) ont été incorporées dans chaque phylogénie réalisée. Alors qu’au total, 30 

phylotypes dégradants ont été identifiés dans les trois microsites, seuls deux d’entre eux ont 

une forte homologie avec des isolats dégradant l’atrazine : Pseudomonas sp. ADP et R. 

basilensis M91-3 (Mandelbaum et al., 1995; Radosevich et al., 1995). Ainsi de nombreuses 

bactéries auparavant inconnues comme intervenant dans la dégradation de l’atrazine ont été 

identifiées. Certains de ces phylotypes n’ont été détectés que dans le 13C-ARN (Lactobacillus 

iners, Aeromicrobium ginsengisoli, M. luteus, Agrobacterium tumefaciens, Caulobacter 

vibrioides, P. marcusii, Massilia timonae, R. basilensis M91-3, Pseudomonas aeruginosa) 

indiquant que leur activité est étroitement dépendante de la présence atrazine. La présence de 

phylotypes proches de P. aquatica et de M. timonae AY157761, bactéries connues pour 

dégrader le phénanthrène, dans les fractions lourdes (13C-ARN) de tous, ou presque, les 
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microsites laisse supposer que les monooxygénases impliquées dans la dégradation de 

l’atrazine et dans celle du phénanthrène sont proches d’un point de vue évolutif. Néanmoins 

des travaux complémentaires sont nécessaires pour valider cette idée car aucune similarité 

dans la dégradation de ces deux molécules n’a été observée jusqu’à présent (Fang et al., 

2001). 

Les bactéries dégradant l’atrazine ont sûrement acquis les gènes de dégradation par 

transfert horizontal puisqu’aucun lien phylogénétique n’existe entre elles et que ces gènes 

sont connus pour être mobiles grâce à des éléments de transposition (Eaton and Karns, 1991a; 

Martinez et al., 2001; Devers et al., 2005). De plus, jusqu’à maintenant, les seules bactéries 

isolées ayant intégré des gènes de dégradation de l’atrazine dans leur chromosome 

appartiennent au genre Arthrobacter (Cai et al., 2003; Vaishampayan et al., 2007) dont 

aucune séquence relative à ce genre n’a été mise en évidence dans nos dans nos 

expérimentations. D’après Daane et al. (1996) nous pouvons supposer que les taux de ces 

transferts horizontaux n’ont pas été stimulés par l’activité de bioturbation car Lumbricus 

terrestris contrairement à d’autres lombriciens n’a pas été montré comme favorisant ce 

processus.  

Chaque microsite issu de la bioturbation du sol par les lombriciens possédant sa 

propre population bactérienne active, les bactéries réactives à l’addition d’un substrat seront 

donc différentes. Ainsi, les parois de galeries constituent un ‘hot-spot’ pour la dégradation de 

l’atrazine puisque la dégradation y est la plus rapide et les premiers dégradants (phylotype 

proche de Pelomonas aquatica) y sont détectés dés deux jours d’incubation. Cette spécificité 

des parois de galerie doit être liée à leurs propriétés physico-chimiques qui en font un habitat 

privilégié pour les microorganismes du sol (Binet and Trehen, 1992; Parkin and Berry, 1999; 

Tiunov and Scheu, 1999; Jegou et al., 2001; Amador et al., 2006; Le Bayon and Binet, 2006). 

Notamment, leur enrichissement en azote qui fournit aux bactéries cette source nutritive et 

leur permet d’utiliser l’atrazine comme source de carbone en parallèle, consommation sur 

laquelle est basée l’identification des bactéries dégradantes grâce au SIP-ARN.  

La comparaison entre la diversité bactérienne dégradante dans les différents 

microsites et les cinétiques de dégradation obtenues nous montre qu’il n’y a pas de lien direct 

entre la diversité totale des bactéries actives ou même la diversité des bactéries dégradant 

l’atrazine et la fonction de dégradation : la diversité ne supporte pas la fonction. L’intensité de 

la réponse fonctionnelle semble surtout être portée par la présence d’espèces clés devant 

interagir au sein de consortia pour le déroulement du processus. Ainsi la présence du 
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phylotype proche de P. aquatica pourrait être importante mais pas suffisante puisque bien 

qu’intervenant dans la dégradation de l’atrazine dans les turricules, la dégradation de 

l’atrazine n’y est pas aussi importante que celle observée dans les parois de galeries. Par 

ailleurs, une autre dimension importante qui doit être prise en compte dans l’expression 

fonctionnelle est les interactions de type compétition, comme la lutte pour l’utilisation du 

substrat et l’occupation d’un habitat. Les bactéries les mieux adaptées aux contraintes du 

milieu et celles présentant la meilleure valeur sélective (fitness) dans l’habitat se 

maintiendront. De fait, il ne s’agira pas nécessairement des bactéries les plus efficaces dans la 

biodégradation du polluant qui subsistent dans l’habitat mais celles qui présentent la meilleure 

valeur sélective. 

En parallèle des extractions d’ARN réalisées au cours des cinétiques de dégradation 

de l’atrazine marquée au 13C, les quantités d’atrazine et de ses métabolites (hydroxyatrazine, 

DEA et DIA) ont été déterminées. Ainsi, le DIA n’a jamais été détecté, l’hydroxyatrazine a 

été quantifiée à chaque prélèvement mais en quantités très faibles (à la limite du seuil de 

détection) par rapport à la disparition d’atrazine et le DEA a été retrouvé de manière 

sporadique et également en quantités très faibles. Ces faibles détections des métabolites 

supposent que la dégradation de l’atrazine est intracellulaire comme proposé par Barriuso et 

al. (Barriuso and Houot, 1996), évoqué par la présence de gènes codant pour des protéines de 

transport de type ABC dans le plasmide pADP-1 retrouvé chez Pseudomonas sp. ADP 

(Martinez et al., 2001) et confirmé par Vaishampayan et al. (2007). De plus les cytochromes 

P450 à l’origine de la formation de DEA et de DIA sont également intracellulaires (Urlacher 

et al., 2004).  

L’utilisation du SIP-ARN constitue donc un outil efficace pour une meilleure 

compréhension des processus de dégradation et des acteurs impliqués. Cette étude nous 

montre que cette technique peut être appliquée à des substrats et des milieux complexes. 

Couplé à des techniques moléculaires telles que la T-RFLP ou le séquençage, le SIP-ARN 

donne accès à des connaissances précieuses sur les communautés bactériennes réellement 

impliquées dans les fonctions supportées par le sol et leur activité et permet d’appréhender 

l’hétérogénéité spatiale des processus de dégradation et de leurs acteurs. 
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Ce travail de recherche fait écho aux problèmes de contamination organique des sols 

par les herbicides dont l’utilisation fréquente et généralisée en agriculture mais aussi par les 

collectivités a conduit à des pollutions diffuses dans tous les compartiments des écosystèmes 

terrestres et aquatiques. La rareté des informations disponibles à ce jour sur l’étendue spatiale 

et temporelle de ces pollutions en font un problème d’environnement majeur. Ancré aussi 

dans la réflexion générale sur le développement et l’agriculture durable, ce travail de 

recherche a eu pour objectif général de redéfinir la place et le rôle de la biodiversité dans les 

services écosystémiques rendus par les sols dont celui de dégradation des polluants, qui est à 

la base du potentiel épurateur des sols et au-delà de la résistance et résilience des 

écosystèmes.  

Ainsi, l’ensemble de ce travail de thèse a été axé autour de la fonction de dégradation 

des herbicides et s’est particulièrement intéressé aux interactions biotiques existant entre la 

macrofaune lombricienne et les bactéries du sol, susceptibles de réguler les processus à 

l’origine du service de détoxification fournit par les bactéries du sol. 

Dans le sol à l’échelle micrométrique, la dissémination des bactéries est un paramètre 

clé pour la dégradation des polluants. Elle augmente les probabilités de rencontre entre les 

bactéries et la molécule à dégrader et ces relations spatiales sont essentielles quant à la 

dissipation et le devenir du polluant dans le sol. La bioturbation du sol consiste en sa 

réorganisation physique et en la création de nouveaux micro-habitats et structures qui vont 

contrôler l’activité, l’abondance et la structure des communautés bactériennes du sol. Par 

conséquent les interactions existant entre les organismes ingénieurs du sol tels que les 

lombriciens et les communautés bactériennes dégradant les polluants sont d’un intérêt majeur 

pour la compréhension des mécanismes de détoxification et de dissipation des xénobiotiques. 

Nous avons voulu savoir dans quelle mesure la bioturbation du sol par les 

lombriciens modifie les communautés bactériennes indigènes et celles dégradant l’atrazine et 

pour cela, nous avons pris en compte l’hétérogénéité spatiale générée par cette réorganisation 

physique du sol. De plus un niveau de complexité supérieur a été obtenu en utilisant deux sols 

aux propriétés physicochimiques différentes et avec des capacités de minéralisation de 

l’atrazine opposées. Nous nous sommes ainsi intéressés aux microsites issus de la bioturbation 

de ces deux sols par les vers (parois de galeries, endentères, turricules) en les considérant 

comme des habitats microbiens proximaux mais spatialement indépendants. A cette échelle, il 

s’est agit d’argumenter les questions suivantes en les reliant à l’activité de minéralisation ou 

de dégradation de l’atrazine in situ : 
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i) Dans quelle mesure la bioturbation du sol affecte-t-elle la structure et la taille des 

communautés bactériennes indigènes du sol et de celles dégradant l’atrazine ? Les 

bactéries dégradant l’atrazine sont elles en plus grande concentration dans certains microsites 

de sol générés par la bioturbation et inversement ? 

 

ii) Outre la dissémination des bactéries du sol, la bioturbation joue-t-elle un rôle dans 

leur activité et dans l’expression des gènes cataboliques ? Certains gènes d’intérêt pour la 

dégradation de l’atrazine dans le sol s’expriment-ils différemment dans les microsites de sol 

générés par la bioturbation et en quoi leur expression est affectée (répression, activation..) ? 

 

iii) La bioturbation modifie-t-elle la diversité des communautés bactériennes indigènes 

et actives dans le sol et celles des communautés bactériennes activement impliquées dans 

la dégradation de l’atrazine ? Les consortia bactériens intervenant dans la dégradation sont-

ils semblables ou diffèrent-ils entre microsites de sol issus de la bioturbation ? La dégradation 

de l’atrazine s’en trouve-t-elle modifiée ? 

La réponse à ces questions passe par une ouverture vers la génomique 

environnementale impliquant l’utilisation d’outils moléculaires dans l’objectif de résoudre des 

questions écologiques. Cette approche permet de s’affranchir de la mise en culture des 

bactéries étudiées et donc d’accéder à l’ensemble de la diversité bactérienne présente dans le 

sol. Pour cela un développement méthodologique important ciblant l’étude de l’ARN a été 

entrepris par la mise en place des techniques de RT-qPCR et de SIP-ARN. Nous nous 

sommes ainsi intéressés aux bactéries actives du sol et donc celles directement à l’origine des 

fonctions supportées par le sol. Grâce à ces approches, nos résultats confirment et avancent de 

nouvelles notions concernant les interactions biotiques macrofaune lombricienne/bactéries du 

sol et leur impact sur la diversité bactérienne et sur l’hétérogénéité du sol. 

 

1. Les avancées fondamentales acquises 

 

Une première action mesurable de la bioturbation est la modification de la structure 

des communautés bactériennes dans les deux sols (T-RFLP, RISA), confirmant les 

observations préalables de Kersanté et al. (2003). L’identification des bactéries actives dans 

chaque microsite de sol par séquençage nous a permis de préciser cette modification de la 

composition des communautés bactériennes générée par les vers de terre. Ainsi chaque 
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microsite de sol ne renferme pas les mêmes groupes phylogénétiques dominants 

(Actinobactéries, Firmicutes et β-Protéobactéries dans le sol non bioturbé, α-, β- et γ-

Protéobactéries dans les parois de galeries et Actinobactéries et β-Protéobactéries dans les 

turricules) indiquant une sélection et/ou déplétion de certains groupes bactériens. Ces 

modifications de la diversité des communautés bactériennes sont dues i) aux propriétés 

physico-chimiques caractéristiques des microsites (humidité, pH, matière organique, C, N, 

P…) qui constituent des micro-habitats favorables au développement de certaines bactéries 

(e.g. Furlong et al., 2002) et ii) au passage du sol dans le système digestif des lombriciens qui 

peut soit stimuler l’activité de certaines bactéries du sol comme celles sous forme de spores 

(Fischer et al., 1997), soit diminuer l’abondance de bactéries utilisées comme source nutritive 

ou ne résistant pas à l’action des enzymes digestives (Bohlen and Edwards, 1995; 

Khomyakov et al., 2007). 

 

 
Figure V-1 : Un exemple de synthèse de l’ensemble des résultats obtenus durant le travail de thèse dans les 
microsites issus des sols d’Epoisses (A) et de Vezin (B). L’activité bactérienne totale correspond au nombre de 
gènes codant pour l’ARNr 16S exprimés 7 jours après l’addition de 1.5 mg d’atrazine par kg de sol sec, l’activité 
des dégradants au nombre de gènes atzD exprimés 7 jours après l’addition de 1.5 mg d’atrazine par kg de sol sec, 
la diversité bactérienne totale au nombre de phylotypes total détectés 8 jours après l’addition de 25 mg de 13C-
atrazine par g de sol sec, la diversité des dégradants au nombre de phylotypes détectés dans les fractions lourdes 
(13C-ARN) 8 jours après l’addition de 25 mg de 13C-atrazine par g de sol sec, la dissipation de l’atrazine à la 
quantité d’atrazine retrouvée 8 jours après l’addition de 25 mg de 13C-atrazine par g de sol sec, la minéralisation 
au taux de minéralisation de 14C-atrazine dans les 3 jours suivant son apport à une concentration de 1.5 mg par g 
de sol sec, l’abondance bactérienne totale au nombre de gènes codant l’ARNr 16S détecté juste après le 
démontage des microcosmes, l’abondance dégradants au nombre de gène atzA détecté juste après le démontage 
des microcosmes. Chaque couleur (orange et violet) correspond aux résultats d’une même expérimentation. 

 

Une synthèse des résultats obtenus durant ce travail de recherche est présentée dans 

la figure V-I. La comparaison des différentes expérimentations est à prendre avec précaution 

puisque les quantités d’atrazine apportées sont parfois différentes et les sols utilisés ont été 
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totale
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prélevés à au moins une année d’intervalle. Néanmoins différentes conclusions se dégagent de 

ces expérimentations. 

 

1.1. Une survie différente des bactéries du sol à l’ingestion par les lombriciens  

 

Le passage du sol dans le tractus digestif du ver modifie significativement les 

communautés bactériennes du sol. En effet, comme proposé par Fischer et al (1997) et Drake 

et Horn (2007), dans le sol de Vezin, les bactéries présentes sous forme d’endospores 

(bactéries Gram +) seraient activées au cours du passage dans les endentères et pourraient être 

à l’origine des quantités d’ARNr 16S plus importantes retrouvées dans les turricules (figure 

V-I). A l’opposé, comme Pedersen et Hendriksen (1993) qui ont montré par culture une 

diminution du nombre total de CFU et du nombre d’E. coli et de P. putida dans les turricules 

de Lumbricus spp., il semblerait qu’une partie des bactéries du sol soit utilisée comme source 

nutritive et digérée, diminuant ainsi la taille des communautés bactériennes (gène codant 

l’ARNr 16S) retrouvées dans les turricules (figure V-I). Cet effet contrasté de la digestion du 

sol par le ver sur les bactéries semble être directement lié à l’action du fluide digestif et son 

contenu enzymatique (Curry and Schmidt, 2007; Khomyakov et al., 2007). 

Dans les turricules du sol d’Epoisses, excepté une minéralisation de l’atrazine plus 

importante que dans les autres microsites, tous les autres critères mesurés sont les plus faibles 

(figure V-I). Néanmoins, nous avons montré que les bactéries présentes dans les turricules 

sont plus réactives à l’addition d’un substrat carboné simple que celles présentes dans le sol 

non bioturbé. L’identification des bactéries actives dans ce microsite montre que les 

Firmicutes, classe bactérienne comprenant la majorité des bactéries sporulantes, disparaissent 

suite à la digestion du sol par le ver. Par contre deux phylotypes bactériens hautement 

similaires à Micrococcus luteus (Actinobactérie) et Massilia timonae (β-Protéobactérie), 

bactéries non sporulantes, présents en faible quantité dans le sol non bioturbé, sont 

‘sélectionnés’ dans les turricules. Ces résultats ne corroborent pas l’hypothèse d’activation 

des spores bactériens durant la digestion du sol par les lombriciens (Fischer et al., 1997; 

Drake and Horn, 2007) dans le sol d’Epoisses mais sous-entendent néanmoins une digestion 

sélective des bactéries du sol par le ver. 

Ainsi, grâce à des techniques de biologie moléculaire, nous confirmons les résultats 

obtenus par mise en culture et par mesure de l’activité microbienne classique (respiration 

basale, quotient métabolique…)(Daniel and Anderson, 1992; Binet et al., 1998; Tiunov and 
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Scheu, 2000a; Haynes et al., 2003) : la bioturbation du sol par la macrofaune lombricienne et 

plus particulièrement le passage dans le tube digestif stimule l’activité des bactéries du sol qui 

survivent à l’ingestion, mais une réduction de la taille des communautés bactériennes est 

observée, indiquant une capacité de survie différente des bactéries du sol au fluide digestif des 

lombricien (Khomyakov et al., 2007). Selon le type bactérien, la digestion du sol par les vers 

de terre aurait donc un effet opposé. Dans le cadre de la dégradation de l’atrazine, 

l’inoculation de bactéries Gram - (Pseudomonas sp. ADP et C. heintzii) nous a confirmé que 

ces bactéries ne résistaient pas à la digestion par le ver puisque aucune stimulation de la 

minéralisation n’a été observée dans les turricules, tout comme aucune expression du gène 

atzA qui n’est porté que par ce type bactérien (Ghosh et al., 2008). 

 

1.2. Les parois de galeries : un microsite particulier pour les bactéries dégradant 

l’atrazine 

 

Les parois de galeries issues des deux sols représentent un microsite spécial pour les 

bactéries dégradant l’atrazine. Ainsi dans le sol de Vezin les gènes atzA y sont sélectionnés en 

cohérence avec une concentration d’hydroxyatrazine plus importante dans ce microsite 

préalablement observée au champ par Kersanté (2003). Nous avons également montré que le 

gène atzD s’exprime en plus grande quantité dans ce microsite et la minéralisation y a été 

observée plus importante dans une des expérimentations (article 3, figure V-I). Les analyses 

réalisées dans le sol d’Epoisses confirment cette particularité des galeries puisque la 

consommation d’atrazine y est la plus rapide et les premières bactéries dégradantes y ont été 

identifiées (figure V-I). Il est intéressant d’observer que dans les parois de galeries issues de 

ce sol, la minéralisation de 14C-cycle atrazine est la plus faible, la minéralisation de 14C-éthyl 

atrazine est équivalente à celle des turricules mais supérieure à celle du sol non bioturbé et la 

disparition de l’atrazine est la plus rapide par rapport aux autres microsites (Tableau V-1). Il 

semblerait que les bactéries dégradant l’atrazine présentes dans les parois de galeries 

possèdent majoritairement les enzymes de dégradation intervenant sur les chaînes latérales 

carbonées et non celles dégradant le cycle. Cela est confirmé par une expression moins 

importante du gène atzD dans ce microsite issu du sol d’Epoisses.  
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Tableau V-1 : Importance relative de la minéralisation de l’atrazine et de sa disparition dans les turricules et les 
parois de galeries par rapport au sol non bioturbé. 

 

1.3. Relation hétérogénéité - diversité bactérienne - fonction 

 

Alors que la bioturbation du sol par la macrofaune lombricienne est source 

d’hétérogénéité spatiale par la création de différents micro-habitats, nous avons voulu savoir 

si cette réorganisation du sol était source de diversité bactérienne et si la fonction de 

dégradation était modifiée en conséquence. En se plaçant à l’échelle du microsite de sol 

généré par la bioturbation, nous avons montré que cette hétérogénéité spatiale résultait dans 

une plus grande diversité des bactéries actives du sol. Ainsi, 11 et 5 nouveaux phylotypes 

bactériens non détectés dans le sol non bioturbé ont été identifiés dans les parois de galeries et 

les turricules respectivement. Certaines bactéries sont donc spécifiques aux microsites de sol 

générés par la bioturbation par le ver. 

La technique de SIP-ARN qui relie la biodiversité à la fonction revêt un intérêt 

fondamental pour comprendre le fonctionnement des écosystèmes à une échelle 

microscopique. Ainsi, nous avons mis en évidence des modifications majeures dans la 

diversité des bactéries dégradant l’atrazine suite à la bioturbation du sol. En revanche nous 

n’avons pas pu relier cette diversité à l’activité de dégradation de la molécule herbicide 

mesurée en parallèle. Ainsi, dans les turricules où seuls 8 phylotypes activement impliqués 

dans la dégradation de l’atrazine ont été détectés, la dissipation de l’atrazine est identique à 

celle mesurée dans le sol non bioturbé contenant 17 phylotypes bactériens dégradants. La 

fonction de dégradation de l’atrazine n’est donc pas clairement corrélée à la diversité des 

bactéries dégradantes dans le sol. La présence d’espèces clés semble être nécessaire à une 

dégradation rapide de la molécule. Ainsi le phylotype hautement similaire à Pelomonas 

aquatica participerait à cette dégradation accélérée mais sa seule présence n’est pas suffisante. 

D’autres bactéries appartenant au même consortium doivent également avoir un rôle clé dans 

le processus. L’ensemble de ces bactéries constituerait la ‘richesse spécifique seuil’ 

(Bengtsson, 1998) nécessaire au maintien de la dégradation rapide de l’atrazine dans le sol.  

Turricules Galeries
Minéralisation 14C-Ethyl atrazine  +  +

14C-Cycle atrazine  +  -
Dissipation Atrazine  =  +
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 La bioturbation du sol par la macrofaune lombricienne génère des ‘hot spot’ où 

l’activité bactérienne est stimulée par rapport au sol non bioturbé (Bundt et al., 2001; Barrios, 

2007). Nous montrons que cette stimulation de l’activité bactérienne affecte la dégradation de 

l’atrazine comme observé dans les parois de galeries où une dégradation accélérée de la 

molécule par rapport aux autres microsites de sol a été mesurée. 

 L’interdépendance existant entre l’hétérogénéité structurale générée par la bioturbation 

du sol, la diversité bactérienne et la fonction de dégradation de l’atrazine est donc complexe à 

l’échelle des microsites de sol. 

 

1.4. L’adaptation des bactéries du sol : un déterminant initial majeur 

 
Figure V-2 : Un exemple de synthèse des résultats obtenus durant le travail de thèse dans les microsites des sols 
d’Epoisses et de Vezin (violet et orange). L’activité bactérienne totale correspond au nombre de gènes codant 
pour l’ARNr 16S exprimés 7 jours après l’addition de 1.5 mg d’atrazine par kg de sol sec, l’activité des 
dégradants au nombre de gènes atzD exprimés 7 jours après l’addition de 1.5 mg d’atrazine par kg de sol sec et 
la minéralisation au taux de minéralisation de 14C-atrazine dans les 3 jours suivant son apport à une 
concentration de 1.5 mg par g de sol sec. 
 
 

Alors qu’initialement le sol de Vezin présente une activité bactérienne totale, une 

activité bactérienne dégradante et un taux de minéralisation de l’atrazine très faibles, celles-ci 

sont stimulées dans les microsites issus de la bioturbation du sol par le ver (figure V-2). 

Néanmoins, l’impact des lombriciens sur la dégradation de l’atrazine dépend étroitement des 

propriétés physico-chimiques du sol d’origine et du pool bactérien présent (figure V-2). Nous 

avons pu voir que selon le sol la minéralisation de l’atrazine est soit stimulée soit inhibée dans 

Activité bactérienne totale

Activité dégradant

Minéralisation

Sol Epoisses

Turricules Epoisses

Galeries Epoisses

Sol Vezin

Turricules Vezin

Galeries Vezin
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les turricules (figure V-2). Cela peut être lié à des processus de piégeage de l’atrazine 

(adsorption, rétention…) qui la rende inaccessible à la dégradation bactérienne (Park et al., 

2003; Alekseeva et al., 2006; Binet et al., 2006). Ces processus dépendent directement de la 

physico-chimie du sol. La composante microbienne initiale du sol est également primordiale 

puisque selon les groupes bactériens présents dans le sol ingéré, la digestion par le ver stimule 

ou inhibe les communautés bactériennes. Ces différences liées au sol de départ sont également 

observées dans les parois de galeries : dans le sol de Vezin la minéralisation y est stimulée ce 

qui n’est pas le cas dans le sol d’Epoisses. Ainsi, même si le choix de ces deux sols n’était 

basé que sur leur capacité à minéraliser l’atrazine, d’autres critères (pH, pourcentage de 

matière organique, granulométrie…) seraient à prendre en considération pour une meilleure 

compréhension des interactions bactéries/lombriciens. Néanmoins, d’un point de vue 

purement biotique, nous montrons que l’adaptation des communautés bactériennes d’un sol à 

la dégradation d’un polluant se traduit par une expression plus importante des gènes de 

dégradation impliqués relativement à l’activité totale des bactéries du sol. 

 

1.5. Dégradation de l’atrazine et changement d’échelles 

 

L’échelle du microsite de sol a été privilégiée dans ce travail de thèse pour rendre 

compte des interactions biotiques bactéries/lombriciens médiées par la bioturbation du sol. Il 

est fort probable que les vers de terre régulent la dégradation de l’atrazine et sûrement celle 

d’autres molécules polluantes à l’échelle de la parcelle. Lumbricus terrestris est l’une des 

espèces les plus représentées dans nos sols agricoles tempérés (Le Bayon et al., 2002), elle 

participe grandement à l’hétérogénéité structurale des sols de par sa forte capacité fouisseuse 

à l’origine de larges et importants déplacements des composants abiotiques et biotiques du sol 

(minéraux, organiques et cellules microbiennes) ainsi que du mélange intime de ces mêmes 

constituants lors de l’ingestion et digestion du sol. Ainsi le réseau de galeries peut représenter 

une surface de 4.9 m2 par m2 de sol (Kretzschmar, 1982) et la production de turricules en sol 

cultivé tempéré a été évaluée entre 2.5 et 3.5 kg (poids sec) par m2 et par an pour 100 g de 

vers par m2 (Binet and Le Bayon, 1999). L’impact de Lumbricus terrestris sur les 

communautés bactériennes du sol ne peut donc être négligé. Dans des objectifs de 

bioremédiation de sols pollués il est donc important de considérer l’ensemble de 

l’hétérogénéité du sol générée par les différents organismes y vivant, qu’il s’agisse de la 

drilosphère ou encore de la rhizosphère. Il est également important de prendre en compte la 
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biodisponibilité de l’atrazine dépendant des phénomènes d’adsorption sur les constituants du 

sol (matière organique, argile, acides humiques…). Cette adsorption est fonction du temps et 

conduit à la formation de résidus liés, diminuant ainsi la disponibilité de l’atrazine à la 

dégradation (Gevao et al., 2000). De plus, il a été montré que l’ingestion du sol par les 

lombriciens favorise cette adsorption de l’atrazine et double la formation de résidus liés dans 

les turricules (Binet et al., 2006). A l’échelle des microsites de sol à laquelle nous avons 

travaillé, la disponibilité de l’atrazine est optimisée, nos résultats sont donc transférables à des 

situations similaires à la parcelle.  

L’échelle temporelle est également à prendre en compte. Ainsi, à l’échelle de 

quelques jours nous avons pu voir que la diversité des bactéries actives dans les galeries du 

sol d’Epoisses évoluait (article 5), cela doit être le cas dans tous les microsites. De plus, 

l’adaptation des bactéries du sol à la dégradation de l’atrazine nécessite un certain temps et le 

prétraitement des sols deux semaines avant chaque expérimentation nous a permis de préparer 

le pool génétique dégradant afin d’optimiser la biodégradation de l’atrazine. A une échelle 

annuelle nous avons également observé des différences de cinétique de dégradation de 

l’atrazine entre deux sols prélevés sur la même parcelle à un ou deux ans d’intervalle ce qui 

suppose une évolution des bactéries présentes initialement. Certaines contradictions sont ainsi 

observables puisque par exemple dans les turricules du sol d’Epoisses, une première 

expérimentation (article 3) montrait une minéralisation importante de l’atrazine alors qu’une 

seconde expérimentation (article 5) montrait la dissipation de l’atrazine la plus faible dans ce 

microsite.  

L’ensemble des travaux présentés dans cette étude nous a donc permis d’appréhender 

les hétérogénéités spatiale et temporelle associées à cette matrice complexe qu’est le sol et 

leur influences sur la fonction de biodégradation qu’il supporte.  

 

1.6. Avancées sur les voies de dégradations de l’atrazine 

 

A partir de l’ensemble des résultats présentés dans ce manuscrit de thèse et des 

connaissances disponibles sur la dégradation de l’atrazine, nous pouvons proposer les voies de 

dégradation et les gènes impliqués dans les deux sols étudiés. Ainsi, bien qu’étant présent, 

l’expression du gène atzA n’a pas été détectée mais la présence d’hydroxyatrazine a été 

observée dans tous les microsites issus du sol d’Epoisses. L’étape de déchlorination doit donc 

intervenir. La détection de DEA démontre que la N-Déalkylation de l’atrazine doit également 
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être réalisée et l’expression du gène atzD démontre la formation d’acide cyanurique qui 

nécessite la déchlorination du DEA préalablement formé. Les voies de dégradation 

potentiellement impliquées sont présentées dans la figure V-3. Dans les parois de galeries où 

une dissipation plus rapide de l’atrazine a été observée, nous pouvons supposer que la voie 

dite rapide passant par la déchlorination de l’atrazine et impliquant le gène atzA est 

préférentielle par rapport à la dégradation plus lente et non spécifique à l’atrazine associée à la 

N-déalkylation (Seffernick and Wackett, 2001; Martin-Laurent et al., 2004) 

 

 

Figure V-3 : Voies de dégradation potentiellement utilisées par les bactéries des sols d’Epoisses et de Vezin. 
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D’après ces résultats et contrairement à notre hypothèse de départ, le gène atzA ne 

serait pas un bon indicateur de la dégradation de l’atrazine in situ. L’étude d’autres gènes de 

dégradation connus (atzB, atzC, trzA) permettrait de mieux comprendre les processus 

impliqués dans la dégradation de l’atrazine dans le sol. La bactérie Pseudomonas sp. ADP 

capable de réaliser à elle seule la minéralisation totale de l’atrazine (Mandelbaum et al., 1995) 

n’est sûrement pas représentative de ce qu’il se passe dans le sol. En effet la dégradation de 

l’atrazine est vraisemblablement réalisée par des consortia bactériens, comme le laisse 

entendre les résultats que nous avons obtenus avec le SIP à partir d’ARN montrant que de 

nombreux phylotypes bactériens différents interviennent dans la dégradation. Cela est 

notamment justifié par le fait qu’aucune bactérie réalisant la N-Déalkylation et possédant les 

gènes atz n’a encore été isolée. Ces réactions seraient donc réalisées par des bactéries 

différentes. De plus, toutes les bactéries n’utilisent pas l’atrazine de la même façon puisque 

cette molécule peut leur servir soit de source de carbone, soit de source d’azote ou encore des 

deux. Ainsi, chaque bactérie doit posséder les gènes nécessaires à l’utilisation de l’atrazine 

sous la forme de substrat qui lui convient. Par exemple, en utilisant l’atrazine comme source 

de carbone, les bactéries ne consommeront que les chaînes carbonées et ne réaliseront pas le 

clivage du cycle alors qu’en utilisant l’atrazine comme source d’azote elles devront réaliser 

les réactions de déamination et l’ouverture du cycle. Comme le montre la figure V-3, 

plusieurs voies de dégradation doivent être réalisées simultanément et il est également très 

vraisemblable que des bactéries différentes réalisent les mêmes étapes de dégradation et cette 

redondance fonctionnelle doit être générée par les transferts horizontaux de gènes. Cette 

redondance fonctionnelle est particulièrement importante pour la résilience du sol et sa 

résistance à différentes perturbations (Swift et al., 2004; Hooper et al., 2005; Barrios, 2007). 

Ainsi, la disparition d’une espèce bactérienne ne sera pas préjudiciable au bon déroulement du 

processus de dégradation de l’atrazine puisqu’une autre espèce pourra intervenir à cette même 

étape de la voie de dégradation. 

 

2. Perspectives de recherche 

 
D’ores et déjà, différentes perspectives de recherche sont identifiées et rapidement 

réalisables pour développer les connaissances initiées durant ce travail. Tout d’abord, alors 

que nous ne nous sommes intéressés qu’à la dégradation bactérienne de l’atrazine, il serait 

intéressant d’étudier l’intervention d’autres microorganismes tels que les champignons qui 
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sont également connus pour dégrader cette molécule (e.g. Masaphy et al., 1996). Ainsi, à 

partir des échantillons d’ARN du SIP obtenus dans les fractions légères et lourdes du gradient 

d’ultracentrifugation, nous pourrions rechercher l’ARNr 18S de champignons.  

En parallèle de ce travail, des isolements de bactéries cultivables à partir des sols 

d’Epoisses et de Vezin utilisant l’atrazine soit comme source d’azote soit comme source de 

carbone dans les différents microsites générés par les lombriciens ont été ou seront réalisés 

(pas présentés dans ce manuscrit). Les gènes de dégradation (atz et trz) présents dans les 

différents consortia isolés ont été recherchés et après séquençage des bactéries présentes nous 

pourrons comparer ces résultats à ceux obtenus avec le SIP (dans la limite de la cultivabilité 

des bactéries identifiées). Il nous sera alors possible de relier la bactérie dégradante au gène 

qu’elle porte ainsi que d’identifier les différents acteurs au sein d’un consortium. Ce 

rapprochement entre une technique culture-dépendante et le SIP-ARN constituerait également 

une validation de cette dernière en terme d’apports complémentaires à la connaissance des 

bactéries classiquement étudiées.  

La technique de SIP peut être associé à la construction de banques bactériennes 

métagénomiques (Dumont et al., 2006). Cela est réalisable à partir des ADNs présents dans 

les fractions lourdes du gradient d’ultracentrifugation. Une telle expérimentation apporterait 

des informations précieuses sur l’agencement des gènes de dégradation, les processus de 

régulation et potentiellement la découverte de nouveaux gènes impliqués dans la dégradation 

de l’atrazine. Une telle banque de données couplées aux connaissances actuelles pourrait 

servir de base à la réalisation de puces à ADN pour la détection in situ de l’activité 

métabolique des bactéries dégradantes et des gènes impliqués. 

 

Les travaux réalisés dans ce travail de thèse montrent la nécessité et l’importance de 

travailler sur l’ARN en écologie microbienne fonctionnelle. Ce support permet de cibler 

uniquement les bactéries actives du sol et donc celles potentiellement capable d’intervenir 

dans les fonctions supportées au sein d’un écosystème. Les études transcriptionnelles 

permettent donc de s’affranchir du bruit de fond que représente les bactéries dormantes dans 

le sol. Ainsi, la quantification de l’expression de gènes fonctionnels apporte des informations 

sur l’activité in situ des microorganismes impliqués dans le processus étudié. Bien qu’étant 

auparavant limitée par les techniques d’extractions d’ARN de sol disponibles, cette technique 

appliquée au sol a émergée très récemment (Leininger et al., 2006; Nicolaisen et al., 2008) et 

promet d’apporter de nouvelles connaissances concernant la relation entre activité et fonction 
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dans cet écosystème. Dans un contexte de biodégradation de molécules xénobiotiques, relier 

l’activité spécifique des bactéries du sol aux cinétiques de dégradation apporte des 

informations précieuses sur les processus de régulation et les gènes réellement impliqués dans 

la fonction. 

Potentiellement puissant, le SIP-ARN présente quelques limites. La première est liée 

au marquage de la molécule. En effet le choix du marquage cible une partie de la communauté 

dégradante. Alors que ce problème ne se pose pas avec des substrats simples, dans le cas de 

l’atrazine nous y sommes confrontés. Nous avons choisi de ne marquer que les carbones des 

chaines éthyles de la molécule ciblant ainsi les bactéries dégradantes utilisant uniquement ces 

carbones comme source nutritive. L’atrazine étant également une source d’azote, le seul 

marquage des carbones ne nous permet d’accéder aux bactéries utilisant cette source nutritive 

et pourtant dégradantes. La seconde limite du SIP-ARN observée est directement liée au fait 

de travailler sur l’ARN. En effet la recherche de gènes de dégradation de l’atrazine dans les 

différentes fractions du gradient d’ultracentrifugation est limitée par les faibles quantités 

d’ARNm exprimées et extraites du sol. Ainsi, dans l’objectif de développer l’utilisation de la 

technique de SIP-ARN, il serait intéressant de consolider sa maîtrise afin de valider ces 

apports et de restreindre les limites observées. Dans le cas de molécules xénobiotiques 

complexes, un avantage serait de diminuer les quantités de molécules marquées à apporter 

afin de limiter la structuration et la sélection des communautés bactériennes générées par 

l’addition d’un substrat potentiellement toxique. Nos résultats montrent que cela est 

envisageable puisque nous avons détecté du 13C-ARN dans le gradient d’ultracentrifugation 

alors que moins de la moitié de 13C-atrazine initialement apportée était dégradée. Dans l’idéal, 

cette technique utilisant des isotopes stable pourrait être appliquée au terrain afin d’étudier les 

fonctions de dégradation de polluants supportées in situ par le sol et d’identifier les acteurs 

intervenant dans la résilience de ce système. 

 

Ce travail de recherche a permis l’acquisition de  connaissances fondamentales et 

originales dans la compréhension des mécanismes biotiques régulant la dégradation des 

molécules organiques de type herbicide dans le sol. Il présente aussi un intérêt dans un 

objectif d’application dans un cadre de bioremédiation de sols pollués L’inoculation de 

souches bactériennes dégradantes naturelles ou transformées (bioaugmentation) s’est déjà 

avérée efficace (Struthers et al., 1998; Newcombe and Crowley, 1999; Rousseaux et al., 2003) 

mais l’introduction de ces bactéries dans le sol nécessite la prise en compte des différentes 
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interactions auxquelles elles seront soumises in situ. Ainsi, notre étude donne un aperçu du 

devenir de souches inoculées soumises à la bioturbation du sol par les lombriciens. En 

considérant l’importance de cette macrofaune dans nos sols tempérés, il est nécessaire de ne 

pas sous estimer son action sur les bactéries présentes naturellement ou artificiellement dans 

le sol. Par exemple, en considérant l’impact de leur digestion sur les communautés 

bactériennes du sol, il serait préférable d’utiliser une bactérie Gram + comme agent de 

bioremédiation ou de les protéger dans des particules d’argile (Grundmann et al., 2007).  

Comme observé par Rousseaux et al. (2003), nos résultats montrent que l’inoculation de 

bactéries dégradant l’atrazine dans un sol à forte capacité dégradante n’a aucun effet sur la 

minéralisation de l’atrazine. Ainsi, la bioremediation d’un sol par bioaugmentation doit 

prendre en compte les propriétés intrinsèques du sol. Dans le cas d’un sol déjà capable de 

dégrader rapidement l’atrazine peut être que la biostimulation des bactéries intervenant par 

ajout de sources de carbone ou d’azote extérieure suffirait à augmenter la dégradation (Silva 

et al., 2004). 

Dans le cas de sols pollués, nous avons pu observer l’importance de la bactérie similaire 

à Pelomonas aquatica dans les parois de galeries après addition d’une forte concentration 

d’atrazine (25 mg par g de sol sec). L’identification du consortium dans lequel elle intervient 

pour la dégradation de l’atrazine pourrait générer de nouveaux ‘outils’ dans un objectif de 

bioremédiation. 
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Biomasse totale des 3 lombriciens (g)
Paroi de galeries Turricules Antérieur Médian Postérieur

microcosmes article 2 Sol de Vezin 8.6 +/- 0.2 23.2 59.2 ND 666 +/- 280 690 +/- 272
Sol de Vezin + P . ADP 8.5 +/- 0.2 46 60 ND 710 +/- 230 638 +/- 272
Sol de Vezin + C . heintzii 8.5 +/- 0.2 52.8 111 ND 630 +/- 213 652 +/- 425

microcosmes article 3 Sol de Vezin 10.4 +/- 0.2 25.8 ND 382 +/- 277 196 +/- 120 200 +/- 118
Sol de Vezin + P . ADP 10.4 +/- 0.1 33.8 ND 224 +/- 94 147 +/- 93 170 +/- 42
Sol d'Epoisses 10.5 +/- 0.2 27.8 ND 268 +/- 56 400 +/- 201 400 +/- 118
Sol d'Epoisses + P. ADP 10.5 +/- 0.2 37.4 ND 324 +/- 174 80 +/- 122 84 +/- 92

microcosmes article 4 Sol d'Epoisses 12 +/- 0.3 ND 47 ND ND ND

microcosmes article 5 Sol d'Epoisses 8.2 +/- 0.3 19.3 28.9 87 +/- 84 95 +/- 74 123 +/- 80

Production de microsite (mg/j/g de ver) endentères (mg)
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ANNEXE 2 : Script de la procédure ‘Maximum de parcimonie’ sous Paup 4.0 β 10: 
 
 

 

outgroup nom entier de la séquence choisie (AJ347774 dans notre cas) 
hsearch multrees=no addseq=random nreps=500 swap=tbr 
savetrees file=nom de la matriceMP format=nexus brlens=yes 
lscore all/wts=ignore nst=2 tratio=est rates=gamma 

(Fonction qui calcule les valeurs de probabilité des arbres équiprobables dans MP 
pour savoir quelle est réellement la meilleure solution, la valeur absolue la plus petite 
correspond à la meilleure valeur de vraisemblance) 

hsearch multrees=no addseq=random nreps=15 swap=tbr 
bootstrap nreps=1000 conlevel= 50 keepall=no brlens=yes treefile= nom de la 
matriceMPBoot.tre  
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ANNEXE 3 : Script du calcul du meilleur modèle sous Paup 4.0 β 10 
 

 

log file= modelfit.log replace 
DSet distance=JC objective=ME base=equal rates=equal pinv=0 
subst=all negbrlen=setzero 
NJ showtree=no breakties=random 
End 

(Calcul d’un arbre NJ en utilisant le modèle d’évolution JC69) 
Default lscores longfmt=yes 
Set criterion=like 

(Initialisation pour le test des 56 modèles d’évolution) 
lscores  1/ nst=1  base=equal  rates=equal  pinv=0 
scorefile=model.scores replace; 

(test du premier modèle, JC) 
lscores  1/ nst=1  base=equal  rates=equal  pinv=est 
scorefile=model.scores  append; 

(Test du second modèle, JC+I) 
… 

(test des 55 autres modèles) 
lscores: tree/s 
nst: number of substitution types 
rmat: rate matrix 
base= nucleotide frequencies 
rates= rate of evolution for variable sites 

 
Script de la procédure ‘Maximum de vraisemblance’ sous Paup 4.0 β 10: 
 
outroup nom entier de la séquence choisie (AJ347774 dans notre cas) 
hsearch multree=no addseq=simple swap=nni 
Set criterion=distance 
Dset distance=gtr 
Set criterion=likelihood 
Lset Base (Afrequency Cfrequency Gfrequency) Nst=6 Rmat=(1* 2* 3* 4* 5* ) 
Rates=gamma Shape=gammashapeparameter Pinvar=proportionofinvariablesites 

(Ces valeurs sont obtenues suite au calcul du meilleur modèle par modeltest 3.7, 
l’arbre possédant la meilleure topologie est celui possédant le plus petit –lnL, 
GTR+I+G dans notre cas) 

hsearch 
Savetrees file=nom de la matriceMLGTRIG format=nexus brlens=yes 
Bootstrap nrep=100 
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ANNEXE 4 : Script GLM sous R 
 
 

 

>mynomdelamatrice<-readtable("chemin d’accès/nom du fichier.txt ", header=T) 
>dataframe=mynomdelamatrice 
>mynomdelamatrice$Facteur1<-factor(mynomdelamatrice$Facteur1) 
>mynomdelamatrice$Facteur2<-factor(mynomdelamatrice$Facteur2) 
>summary(mynomdelamatrice) 
>last.glm<-glm(X~Facteur1+Facteur2+Facteur1*Facteur2, family=poisson, 
data=mynomdelamatrice) 
>summary(last.glm) 
>anova(last.glm, test="Chisq") 
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Sharing

phylotypes
12C-RNA 13C-RNA 12C-RNA 13C-RNA 12C-RNA 13C-RNA 12C-RNA 13C-RNA 12C-RNA 13C-RNA

30 12 12
Pedobacter suwonensis  DQ097274 39 1 1

2 7 7
Lactobacillus iners  AY526083 3 5 5

Streptococcus oralis  AB355617 1 A 5 8 8 8 13
Nocardioides  sp. C190 AF253510 4 15 15

7 3 3
8 3 3

Aeromicrobium ginsengisoli  AB245395 5 10 10
9 4 4

Rhodococcus luteus  X79187 10 23 16 23 16
32 1 1

Nocardioides fulvus  AY167855 31 4 4
Micrococcus luteus  EU071593 6 B 4 6 3 58 3 68

Agrobacterium tumefaciens  EU256457 13 1 1
Caulobacter vibrioides  AJ227755 15 1 1

26 2 2
Methylobacterium fujisawaense  AB175634 24 2 2

34 10 10
41 1 1
16 D 6 3 2 8 3

Paracoccus marcusii  AY881236 14 C 9 3 12
Sphingomonas rhizogenes AY962684 25 J 5 19 3 24 3

Methylobacterium lusitanum  AB175635 33 L 2 6 8
21 8 8

Azohydromonas lata  AB201626 29 22 22
Acidovorax delafieldii  AB269774 37 20 20

38 1 1
Curvibacter gracilis  AB109889 42 15 15

Pelomonas aquatica  AM501435 19 F 37 45 5 29 34 5 9 81 83
Massilia timonae AM237371 22 H 7 43 43 7

Ralstonia basilensis  M91-3 L31650 20 G 4 5 1 10
Massilia timonae  AY157761 23 I 11 24 1 36 6 3 71 10

Pseudomonas aeruginosa  EU139850 17 1 1
Pseudomonas sp. ADP AF326383 27 M 6 7 9 13 9

36 2 2
35 1 1

Acinetobacter lwoffii DQ144736 18 E 1 1 2
Shigella sonnei AB273732 28 K 4 1 3 5 3

Deinococci 40 1 1
Gemmatimonadates 12 2 2

Chloroflexi unc. Chloroflexi bact. AY922044 11 4 4
90 45 99 86 128 91 66 80 383 302

Firmicutes

Casts Total
Phylogenetic group Best Blast Hit phylotypes

Burrow-linings 2 days Burrow-linings 8 days Bulk soil

Bacteroidetes

Actinobacteria

α-Proteobacteria

β-Proteobacteria

γ-Proteobacteria

Number of sequences analyzed


