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Résumé étendu 

Devenir de mélanges de pesticides : étude des voies de biodégradation et 

développement d’une méthode préventive de bioremédiation 

 

Les pesticides de nouvelle génération utilisés en agriculture sont épandus à des doses 

relativement faibles mais le plus souvent en mélange pour augmenter leur efficacité et leur 

spectre d’action. Peu d’informations sont disponibles quant à l’effet de ces mélanges sur le 

devenir et l’impact de chaque molécule. Le but de ces travaux de thèse était d’étudier les 

processus impliqués dans le devenir d’un mélange utilisé notamment sur les cultures de maïs, 

composé des herbicides mésotrione (β-tricétone), nicosulfuron (sulfonylurée) et S-

métolachlore (chloroacétanilide). La biodégradation de ces composés, seuls et en mélange, a 

été étudiée in vitro et la toxicité des substances actives et des métabolites, seuls et en mélange, 

a été déterminée à l’aide du test standard Microtox®. 

Une première partie des travaux de thèse s’est focalisée sur la caractérisation de la réponse 

de la souche Bacillus megaterium Mes11 capable de biotransformer la mésotrione, en 

présence de cet herbicide par une approche de protéomique différentielle. Les résultats de 

cette étude et l’identification de la structure des métabolites ont permis de déduire le rôle 

potentiel de nitroréductases dans la dégradation de la mésotrione. Le criblage des 9 

nitroréductases de la souche Mes11 pour leur capacité à transformer la mésotrione a ensuite 

été réalisé. Deux d’entre elles (NfrA1 et NfrA2), appartenant à la sous-famille NfsA-FRP des 

Nitro-FMN réductases, possédaient cette activité et ont été caractérisées structurellement et 

fonctionnellement. Il s’agissait de la première description d’enzymes directement impliquées 

dans la dégradation de la mésotrione. 

Une autre partie de l’étude s’est intéressée aux voies de biotransformation du nicosulfuron. 

Des cultures d’enrichissement réalisées à partir de sol agricole ont permis l’isolement d’une 

souche (Pseudomonas fluorescens SG-1) capable de transformer cet herbicide par co-

métabolisme. Les voies de biotransformation du nicosulfuron et celles de deux autres 

sulfonylurées (metsulfuron-méthyle et tribénuron-méthyle) ont été élucidées, mettant en 

évidence certaines voies non décrites jusqu’à présent pour ces composés. Cette souche a 

également la capacité de transformer le nicosulfuron formulé (Milagro®), mais plus lentement, 



montrant un effet inhibiteur des adjuvants. Cette étude a également permis de fournir, pour la 

première fois, la valeur de toxicité des métabolites du nicosulfuron à l’aide du test Microtox®. 

L’ADMP (2-amino-4,6-diméthoxypyrimidine), le métabolite du nicosulfuron qui a été 

systématiquement identifié avec toutes les souches dégradant cet herbicide décrites jusqu’à 

présent, a une toxicité 20 fois supérieure à celle de la substance active. Le potentiel de 

biotransformation des trois herbicides de l’étude a également été testé pour les communautés 

microbiennes de rivière associées à la litière de feuille. Les résultats ont montré la capacité de 

ces communautés à transformer le nicosulfuron, seul ou associé à la mésotrione et au S-

métolachlore. Des changements de structure de communauté ont été mis en évidence suite à 

l’exposition au nicosulfuron. 

Les voies de biotransformation des trois herbicides, seuls ou en mélange, ont également été 

déterminées chez la souche Mes11. Cette souche, initialement décrite comme biotransformant 

la mésotrione, n’est pas capable de dégrader le S-métolachlore mais transforme le 

nicosulfuron par co-métabolisme. Les voies de biotransformation de la mésotrione et du 

nicosulfuron par la souche Mes11 conduisent à la production de trois métabolites majoritaires 

du nicosulfuron, dont l’ADMP, et de trois métabolites de la mésotrione, l’AMBA (acide 2-

amino-4-méthylsulfonyl-benzoïque) étant le produit final. La cinétique de transformation de 

la mésotrione a été accélérée en présence de S-métolachlore, et celle du nicosulfuron a été 

ralentie en présence de mésotrione. La présence des herbicides en mélange a également 

influencé les cinétiques d’apparition / disparition des métabolites de la mésotrione et du 

nicosulfuron mais ces métabolites sont les mêmes, quelles que soient les conditions. La 

toxicité des substances actives (test Microtox®) peut être classée dans cet ordre : mésotrione > 

nicosulfuron > S-métolachlore. Tous les mélanges de molécules mères testés ont montré des 

effets synergiques, tandis que les mélanges de métabolites étaient majoritairement 

synergiques et antagonistes. 

La dernière partie des travaux de thèse a porté sur le développement d’une technique 

préventive de traitement de la pollution par les pesticides d’origine agricole (bioprophylaxie). 

Ce procédé consiste à appliquer simultanément un pesticide et le microorganisme capable de 

le dégrader afin d’optimiser les conditions de sa biodégradation (après que le composé ait agit 

et avant qu’il ne contamine l’écosystème environnant). Nous avons réalisé une première étude 

en microcosmes de sol en utilisant l’herbicide 2,4-D et la souche Cupriavidus necator 

JMP134 qui le minéralise afin de faire une preuve de concept. Les résultats ont montré que 

l’épandage simultané du 2,4-D et de la souche JMP134 permettait de réduire d’un facteur 3 le 

temps de demi-vie du composé dans le sol, tout en conservant son activité herbicide. Ces 



travaux constituent donc les premières bases pour développer la bioprophylaxie en 

agriculture, afin de réduire la contamination de l’environnement par les pesticides. 

La détermination des processus impliqués dans la biotransformation des pesticides, seuls 

ou en mélange, ainsi que la toxicité des mélanges de substances actives, métabolites et 

adjuvants (pesticidome) permet d’apporter plus d’informations sur le comportement des 

pesticides. D’une manière générale, les résultats de notre étude montrent qu’il est important 

de prendre en compte l’effet des mélanges sur la biotransformation et la toxicité des 

substances actives et de leurs métabolites, afin de décrire le plus précisément possible le 

devenir et l’impact des pesticides dans l’environnement, et, in fine, le risque potentiel de leur 

utilisation en agriculture. Enfin, le développement de nouvelles techniques de bioremédiation 

pourrait permettre de faire évoluer les pratiques agricoles afin de limiter la pollution de 

l’environnement par les pesticides. 
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Extended abstract 

The fate of pesticide mixtures: study of biodegradation pathways and development of 

a preventive method of bioremediation 

 

New-generation pesticides used in agriculture are sprayed at relatively low doses but often 

in mixtures to increase their efficiency and action spectrum. Little data is available concerning 

the effects of these cocktails on the fate and impact of each individual molecule. The overall 

aim of this Ph.D. work was to study the fate of a herbicide mixture used on maize crops. The 

mixture of mesotrione (β-triketone), nicosulfuron (sulfonylurea) and S-metolachlor 

(chloroacetamide) was investigated. The biodegradation of these compounds was studied in 

vitro, alone and in mixtures and the toxicity of active ingredients and metabolites, alone or in 

mixtures, has been evaluated with the standard Microtox® test. 

A first part of the PhD work is focused on the identification of the response of the 

mesotrione-transforming strain Bacillus megaterium Mes11, previously isolated from an 

agricultural soil, when exposed to mesotrione, by a differential proteomic approach. The 

results, together with the identification of the chemical structure of the mesotrione 

transformation products, allowed the identification of nitroreductase enzymes as potentially 

involved in the transformation of this herbicide. A screening of the Mes11 nitroreductases for 

their mesotrione transformation activity was then carried out. Among the nine enzymes tested, 

two were capable of transforming mesotrione (NfrA1 and NfrA2), both belonging to the 

NfsA-FRP sub-family of Nitro-FMN reductases. Both were then structurally and functionally 

characterized, allowing the description of enzymes directly involved in the biotransformation 

of mesotrione for the first time. 

Another part of the study was to investigate in more detail the biotransformation pathways 

of nicosulfuron. Enrichment cultures from an agricultural soil allowed the isolation and 

characterization of a novel nicosulfuron-transforming strain (Pseudomonas fluorescens SG-1) 

by co-metabolism. The biotransformation pathways of nicosulfuron and two other 

sulfonylurea herbicides (metsulfuron-methyl and tribenuron-methyl) were elucidated, 

allowing the description of novel routes of transformation for these compounds. This strain 

was also able to transform the formulated-nicosulfuron (Milagro®) with slower kinetics, 



showing that the co-formulants present in the commercially-available pesticide can have a 

strong negative effect on the biodegradation of pure nicosulfuron. This work also provides for 

the first time the microbial toxicity of nicosulfuron metabolites (Microtox). ADMP (2-

amino-4,6-dimethoxypyrimidine), a metabolite common to all known nicosulfuron-

transforming strains, presents a 20-fold higher toxicity than nicosulfuron. The potential 

biotransformation of the three studied herbicides was also investigated for microbial 

communities associated to leaves submerged in streams. The results showed the potential of 

these communities to transform nicosulfuron, alone or in the presence of mesotrione and S-

metolachlor. Shifts in microbial community structures were also evidenced in presence of 

nicosulfuron. 

The biotransformation pathway of the three studied herbicides, alone or in cocktail, and the 

toxicity of the metabolites produced were also evaluated for the mesotrione-degrading strain 

Bacillus megaterium Mes11. This strain was unable to transform S-metolachlor, but was 

shown to totally transform nicosulfuron, alone or in mixtures with the other herbicides 

studied. The biotransformation pathways of nicosulfuron and mesotrione by the Mes11 strain 

were characterized by the production of three major nicosulfuron metabolites, among them 

ADMP and three metabolites of mesotrione, AMBA (2-amino-4-methylsulfonyl-benzoic acid) 

being the major end-product. The kinetics of transformation of mesotrione was accelerated in 

the presence of S-metolachlor. However, a decrease of the initial nicosulfuron transformation 

kinetics was observed in the presence of mesotrione. The herbicides studied also influenced 

some kinetic parameters of mesotrione and nicosulfuron metabolites, which are identical 

whatever the conditions tested. The toxicity order of the parent molecules determined with the 

standard Microtox® test is as follows: mesotrione > nicosulfuron > S-metolachlor. All tested 

parent compound mixtures showed synergistic effects and metabolite mixtures were mainly 

synergistic or antagonistic, ADMP and AMBA being more toxic than nicosulfuron and 

mesotrione, respectively. 

The last part of the Ph.D. work was focused on the development of a preventive technique 

for the treatment of pesticide pollution in agriculture (bioprophylaxis). This process is based 

on the simultaneous application of pesticide and the corresponding pesticide-

degrading/mineralizing microorganism(s), providing optimal conditions for microbial 

degradation of pesticides after their specific action (before their transport to the surrounding 

ecosystems). The suitability of this concept was first tested with the herbicide 2,4-

dichlorophenoxyacetic acid (2,4-D) as a model and a bacterial mineralizing-strain 

(Cupriavidus necator JMP134) in soil microcosms to provide a proof of concept. The results 



showed a 3-fold reduction of the formulated 2,4-D (DAM®) dissipation time when applied at 

the agronomic dose simultaneously with C. necator JMP134 compared to the un-inoculated 

control soil. This study constitutes the first bases for the development of bioprophylaxis as a 

good means to reduce environmental contamination by agricultural pesticides. 

The investigation of processes involved in pesticide biotransformation, alone or in 

mixtures, as well as the toxicity of parent compounds, metabolites and co-formulants 

(pesticidome) aim to bring more details for the behaviour of pesticides. Overall, the results of 

our work highlight the importance of taking into account the effect of pesticide mixtures on 

the fate and toxicity of the parent compounds and their metabolites, to a better description of 

the potential risks of these pesticides used in agriculture. Finally, the development of new 

bioremediation tools could also lead to a shift in agricultural practices, allowing the reduction 

of the environmental pollution by pesticides. 
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Une évolution drastique des pratiques agricoles s’est opérée dans le monde depuis la 

deuxième moitié du XXème siècle afin de satisfaire aux besoins alimentaires liés à la 

croissance de la population mondiale, qui est passée de 2,5 à 7,2 milliards d’êtres humains 

entre 1950 et 2015 (Statistique Mondiale, 2016). Les moyens à mettre en œuvre pour 

augmenter la production agricole étaient déjà clairement affichés dans le tout premier bulletin 

de la FAO (Food and Agriculture Organization of the United Nations) datant de 1947 et 

traitant de l’état de l’alimentation et de l’agriculture (FAO, 1947). Les agriculteurs étaient 

alors incités à utiliser davantage de fertilisants, de machines agricoles et de pesticides afin 

d’augmenter les rendements (FAO, 1965). Ainsi, jusqu’en 1965, les bulletins annuels de la 

FAO ne parlaient que de l’efficacité des pesticides vis-à-vis des espèces cibles, des 

formulations à développer pour augmenter leur efficacité, leur stabilité et faciliter leur 

manutention et leur approvisionnement, et des équipements agricoles nécessaires à leur 

épandage, le tout dans un contexte général de développement de l’agriculture. Le risque 

potentiel de leurs utilisations pour l’environnement et la santé humaine n’a commencé à être 

évoqué qu’au milieu des années 1960, avec l’indication d’une perturbation possible de 

l’équilibre de la nature (« balance of nature ») par ces molécules (FAO, 1965). 

La prise de conscience de ce risque potentiel a mené à la mise en place de réglementations 

concernant la régulation de l’utilisation de pesticides, notamment aux Etats-Unis par l’Agence 

pour la Protection de l’Environnement créée en 1970 (US EPA, Environmental Protection 

Agency) et la mise en place du « Federal Environmental Pesticides Control Act » (FEPCA) 

qui a contraint les fabricants de pesticides à réaliser des tests prouvant que les pesticides n’ont 

pas d’effets négatifs trop importants sur la santé humaine et l’environnement. En Europe, ce 

sont des directives de la Commission Européenne (CE) qui ont conduit au développement dès 

1992 d’un programme de révision de l’ensemble des molécules actives utilisées pour la 

protection des plantes au sein de l’Union Européenne (UE). Différents critères sont ainsi 

appliqués à chaque molécule pour évaluer (i) leurs impacts sur la santé humaine et 

l’environnement, (ii) leur écotoxicité et (iii) la présence de résidus dans la chaîne alimentaire 

(règlement (CE) n° 396/2005). Les pesticides satisfaisant ces critères sont inscrits dans 

l’annexe I de la directive 91/414/EEC (abrogée depuis par le règlement (CE) n° 1107/2009) et 

peuvent ainsi être utilisés dans les pays membres. Dans le cas contraire, l’usage de ces 

pesticides est interdit. 

Un changement des pratiques agricoles s’est également opéré dès le début des années 1970 

(basé sur le concept d’IPM, Integrated Pest Management), prônant l’utilisation raisonnée des 

pesticides et favorisant les méthodes non-chimiques. Ceci a notamment abouti à l’utilisation 
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de molécules pesticides efficaces à de plus faibles doses (dites molécules de « nouvelle 

génération ») pour réduire les quantités épandues au champ. Cette évolution des pratiques 

agricoles fait également partie des objectifs des plans Ecophyto I et II en France, qui visent à 

réduire de 50% le recours aux produits phytosanitaires d’ici 2025. 

Les molécules de « nouvelle génération » sont toutefois employées la plupart du temps en 

mélange afin d’augmenter l’efficacité et le spectre d’action du traitement. Cependant, le cadre 

législatif n’inclut pas d’évaluer la toxicité et l’écotoxicité des mélanges de pesticides, qui sont 

uniquement testés individuellement. Il existe donc un vide juridique et législatif pour évaluer 

l’impact des mélanges de pesticides sur l’environnement et la santé humaine. Par ailleurs, leur 

effet n’est que ponctuellement décrit dans la littérature scientifique, notamment en raison d’un 

manque d’informations sur leur comportement dans l’environnement et leur toxicité. 

 

Mes travaux de thèse ont donc eu pour but d’étudier les processus impliqués dans le 

devenir d’un mélange de pesticides dans l’environnement, afin de pouvoir mieux en apprécier 

l’impact. Notre choix s’est porté sur un mélange d’herbicides couramment employés sur les 

cultures de maïs (mésotrione, nicosulfuron et S-métolachlore) en remplacement notamment de 

l’atrazine, interdite dans l’Union Européenne depuis 2003. L’étude a consisté à déterminer de 

manière détaillée les processus de biodégradation de ces pesticides in vitro, seuls ou en 

mélange, et la toxicité des métabolites générés. Afin de proposer des alternatives aux 

pratiques actuelles d’épandage de pesticides, j’ai également entrepris de développer une 

approche préventive de bioremédiation (la bioprophylaxie) afin de minimiser les risques dus à 

leur application au champ. 

 

Le manuscrit de thèse se divise en 4 parties : 

 

I- une synthèse bibliographique, dressant, dans le Chapitre 1, un état des lieux des 

connaissances actuelles sur le devenir et l’impact sur les communautés microbiennes 

de mélanges de pesticides utilisés en agriculture, en se focalisant, dans le Chapitre 2, 

sur les trois pesticides faisant partie du mélange étudié au cours de mes travaux de 

thèse ; 

 

II- les objectifs de mon travail de thèse par rapport aux données de la littérature ; 
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III- les résultats et discussion de l’ensemble de mes travaux de thèse. Le Chapitre 1 

présente l’isolement de microorganismes capables de transformer certains herbicides 

du mélange étudié, seuls ou en mélange. Le Chapitre 2 est consacré à la 

caractérisation des voies de biotransformation de la mésotrione et du nicosulfuron 

seuls. Le Chapitre 3 décrit l’étude des voies de biotransformation de la mésotrione et 

du nicosulfuron, seuls et en mélange, et associés ou non au S-métolachlore, ainsi que la 

toxicité des métabolites produits dans ces différentes conditions. Enfin, le Chapitre 4 

décrit la mise en place d’une approche de bioprophylaxie permettant d’envisager de 

nouvelles stratégies d’épandage des pesticides en agriculture ; 

 

IV- les conclusions, discussion générale et perspectives, présentant les principales 

avancées découlant de la thèse et établissant des perspectives plus globales sur la 

thématique des mélanges de pesticides. 
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Chapitre 1. Les pesticides : quid de leur utilisation en mélange ? 

L’application d’une seule molécule à fort grammage sur les cultures, préconisée durant des 

décennies, a fait place, en accord avec les recommandations des pratiques agricoles actuelles, 

à l’usage de plus faibles doses de pesticides associés en mélange au sein d’une ou plusieurs 

spécialités commerciales. Sur les 483 substances actives autorisées en Europe (inscrites dans 

l’annexe I du règlement (CE) n° 1107/2009), 127 substances actives sont à usage herbicide, 

soit environ 750 spécialités commerciales (E-Phy, 2016a; European Commission, 2016). 

 

Remarque : 

Les pesticides sont communément associés à des adjuvants au sein des 

spécialités/formulations commerciales. Ces adjuvants permettent de solubiliser et de stabiliser 

sur de longues périodes la substance active mais aussi d’augmenter son efficacité, notamment 

en favorisant sa pénétration et sa diffusion dans la plante. Les adjuvants les plus répandus sont 

les surfactants, les huiles végétales et minérales, les polymères naturels ou synthétiques, les 

humectants, les sels organiques, les solutions tampons, les solvants, etc. (Luiz et al., 2013). 

Une formulation typique contient moins de 50% de substance active (Mullin et al., 2015). Il 

faut également savoir que certains adjuvants sont ajoutés juste avant épandage (tank mix 

adjuvants) (Nobels et al., 2011). 

 

Le terme « mélange de pesticides » peut se définir de différentes manières. D’un point de 

vue agricole, le mélange de pesticides peut être une spécialité contenant plusieurs substances 

actives ou plusieurs spécialités épandues conjointement ou séquentiellement dans un court 

laps de temps. Selon l’Agence Nationale de SEcurité Sanitaire de l'alimentation (ANSES), 

« Un mélange de produits phytopharmaceutiques se compose de plusieurs produits 

phytopharmaceutiques rendus solubles, bénéficiant chacun d’une autorisation de mise sur le 

marché à titre individuel. La préparation du mélange doit se faire juste avant son utilisation : 

on parle de mélange extemporané. La pratique du mélange doit être étudiée et justifiée pour 

des raisons agronomiques et économiques » (E-Phy, 2016b). En France, les modalités 

relatives à l’utilisation de mélanges extemporanés de pesticides sont définies par un arrêté 
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ministériel en date du 7 avril 2010, modifié par l’arrêté du 12 juin 2015. Les formulations 

contenant plusieurs substances actives ne sont donc pas incluses dans le cadre législatif. 

 

Figure 1. Nombre de pesticides quantifiés dans les cours d’eau (A) et les eaux souterraines (B) en France en 2013. 
Sources : Agences et offices de l’eau, 2015 (SOeS, 2015a). 

A

B
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D’un point de vue environnemental, le mélange de pesticides est l’ensemble des molécules 

issues de formulations commerciales (y compris les adjuvants inclus dans la formulation ou 

ajoutés juste avant l’épandage) qui se retrouvent ensemble dans un environnement donné. 

Suite à leur épandage, ces molécules peuvent migrer vers les eaux de surface et souterraines, 

donnant lieu à des contaminations multiples. Ainsi, au moins 10 pesticides différents ont été 

quantifiés dans plus de la moitié des points d’échantillonnage de cours d’eau et dans plus de 

8% des points d’échantillonnage des eaux souterraines de France en 2013 (SOeS, 2015a) 

(Figure 1). 

 

A l’heure de l’avènement des techniques en « -omique », le « mélange de pesticides » 

pourrait donc être défini comme un « pesticidome », correspondant à l’ensemble des 

substances actives et leurs éventuels produits de transformation, ainsi que les adjuvants 

présents dans les spécialités. La « pesticidomique » correspondrait à l’étude de l’ensemble de 

ces molécules et des processus qui régissent leur devenir (rétention, transformations biotiques 

et abiotiques, etc.). L’étude du devenir et de l’impact des mélanges de pesticides dans 

l’environnement se situe notamment à l’interface du « pesticidome » et de 

« l’interactome global » (ensemble des interactions dans un écosystème, depuis l’échelle 

moléculaire jusqu’à l’échelle écosystémique). Peu de données concernant ces aspects sont 

actuellement disponibles. 

 

Il faut également noter un manque d’homogénéité dans la littérature s’intéressant à cette 

thématique, puisque les mélanges de pesticides peuvent être nommés de différentes manières 

(« mixture », « cocktail », « combination » ou « pesticides A and B… ») dans les revues 

scientifiques. Un recensement exhaustif des publications sur cette thématique n’est donc pas 

facile et il est possible que des publications pertinentes soient absentes de ce chapitre, malgré 

le soin apporté à la recherche bibliographique. L’accent a été mis sur les travaux ayant 

comparé les molécules pesticides seules et en mélange. 

1. Effets des mélanges de pesticides sur leur devenir dans l’environnement 

Deux voies d’entrée principales dans les sols existent pour les pesticides : une voie directe, 

correspondant à la fraction de pesticide non interceptée par la couverture végétale lors de 

l’épandage, et une voie indirecte, via les plantes (Figure 2). Une fois sur le sol, les pesticides 
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subissent différents processus influençant leur transport (adsorption, volatilisation, lixiviation 

et lessivage sur la surface du sol) et leur persistance (transformations/dégradations biotique et 

abiotique). Le devenir des pesticides est ainsi dépendant des propriétés physico-chimiques 

propres de chaque molécule, des propriétés du sol et des conditions climatiques (Ueji et al., 

2001). Suite à un épandage de pesticides, les substances actives, les adjuvants entrant dans la 

composition des spécialités commerciales, ainsi que les produits de transformation de ces 

molécules peuvent donc atteindre différents compartiments environnementaux et y persister 

plus ou moins longtemps. Ces molécules peuvent également interagir entre elles et ainsi 

influencer le comportement de chacune d’elles, notamment dans le sol, en modifiant leur 

adsorption, leur volatilisation ou leur dégradation. In fine, leur transfert vers les eaux de 

surface et souterraines peut ainsi être modifié, et ceci doit être pris en compte afin d’évaluer 

avec précision le risque de contamination environnementale. 

 

 

Figure 2. Distribution et transformation des pesticides et adjuvants dans l’environnement, modifié d’après Katagi (2008). 

 

La biotransformation, qui résulte en grande partie de l’action des microorganismes, est 

considérée comme un des processus majeurs régissant le devenir des molécules pesticides 

dans l’environnement lorsque ces pesticides sont biodisponibles. Ce processus s’accompagne 
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de la production de produits de transformation, ou métabolites, qui possèdent le plus souvent 

des propriétés physico-chimiques et toxicologiques différentes de celles de la molécule mère. 

La dégradation de molécules complexes par les microorganismes est majoritairement réalisée 

à l’aide d’enzymes, et minoritairement par des modifications du microenvironnement au 

voisinage de la cellule microbienne (ex. acidification) ou des réactions biochimiques 

spontanées avec des composés intracellulaires. Certains microorganismes sont ainsi capables 

d’utiliser une molécule pesticide comme source de carbone ou d’électrons, et possèdent 

l’ensemble des enzymes permettant de transformer la molécule mère complexe en molécules 

plus simples entrant in fine dans le métabolisme central de la cellule. La biodégradation de la 

molécule est alors qualifiée de totale (minéralisation). D’autres souches ne sont pas capables 

de minéraliser la molécule pesticide mais possèdent une ou plusieurs enzymes catalysant la 

transformation de cette molécule, sans pour autant que cette transformation apporte un 

avantage à la souche en termes de source d’énergie. Il s’agit dans ce cas de transformation par 

co-métabolisme, nécessitant un co-substrat comme source de carbone et d’énergie. 

 

Remarque : 

Les études s’intéressant aux processus de biotransformation des pesticides in situ sont 

d’une manière générale assez difficiles à mettre en œuvre. En effet, le découplage de l’activité 

biologique au sein d’un environnement complexe, tel qu’un sol, est difficile à réaliser, car cela 

nécessite d’être capable de déterminer avec précision l’ensemble des processus influençant le 

devenir de la molécule étudiée, que ce soit en termes de transport, d’adsorption, de 

biodisponibilité, ou en termes de transformations (biotique ou abiotique). Une mise au point 

fastidieuse des techniques analytiques est aussi souvent nécessaire afin de doser avec 

précision la molécule mère étudiée et ses éventuels métabolites. L’utilisation de molécules 

marquées, à l’aide d’isotopes du carbone ou de l’azote notamment, permet de faciliter les 

analyses, mais ces techniques sont très coûteuses, ne serait-ce qu’en termes d’achat de la 

molécule marquée, et demandent des accréditations spéciales dans le cas de marquages 

radioactifs. C’est pourquoi la majorité des études s’intéressant aux processus de 

biotransformation de pesticides sont réalisées en conditions contrôlées de laboratoire avec des 

pesticides non marqués. 
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1.1. Effets des mélanges de pesticides sur le comportement des molécules individuelles 

1.1.1. Au niveau des plantes 

Peu d’études se sont intéressées à l’effet des adjuvants sur le comportement des pesticides. 

Il a cependant été montré que la présence de surfactants permet d’accroître la quantité de 

chlorantraniliprole retenue sur les feuilles de maïs et de blé, et d’augmenter la quantité 

absorbée par la plante au travers de la cire cuticulaire (Melo et al., 2015). Certains surfactants 

sont aussi capables d’augmenter la dispersion de la goutte de pesticide à la surface des feuilles 

d’Eucalyptus (Lin et al., 2016). 

 

La présence de plusieurs molécules actives lors d’un épandage peut également influencer 

le comportement de chacune d’elles sur les plantes. Ainsi,  la persistance de l’endosulfan au 

niveau des tomates est augmentée d’un facteur 2 et celle de la cyperméthrine diminuée d’un 

facteur 1,5 quand ces deux insecticides sont associés par rapport à leur application 

individuelle (Banshtu et al., 2015). 

1.1.2. Dans les sols 

La mobilité d’un pesticide dépend des propriétés physico-chimiques de la molécule active, 

mais également du type de sol. En s’adsorbant aux particules du sol, les adjuvants peuvent en 

modifier les propriétés physico-chimiques et ainsi influencer la mobilité de la matière active 

de pesticide. La mobilité du diazinon, de l’atrazine et de l’acéphate est ainsi diminuée en 

présence de surfactants non-ioniques (Krogh et al., 2003). L’ajout d’adjuvants a également 

entraîné une diminution de la lixiviation du bromacile, tandis qu’aucun effet n’a été observé 

pour le diuron (Reddy and Singh, 1993). Cette différence de comportement pourrait 

s’expliquer par la forte solubilité du bromacile dans l’eau comparée au diuron. Le type de 

formulation galénique influence aussi le devenir du pesticide. Ainsi, le transport de la 

cyperméthrine dans le sol est considérablement réduit quand l’insecticide est sous forme de 

micro-granules comparé au concentré émulsionnable (Mantzos et al., 2016). Au contraire, une 

plus forte mobilité a été observée dans le cas des formulations commerciales de deux 

herbicides de la famille des sulfonylurées (chlorsulfuron et tribénuron-méthyle) par rapport 

aux substances actives pures (Földényi et al., 2013). 
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La présence d’autres pesticides peut également influencer la mobilité d’un composé, en 

modifiant notamment ses capacités d’adsorption aux particules du sol. Il a ainsi été montré 

que les deux herbicides amétryne et glyphosate étaient plus fortement adsorbés sur les 

particules de sol quand ils étaient appliqués simultanément en comparaison de leur application 

individuelle (Alves, 2012). Au contraire, la présence du mélange S-métolachlore + 

terbuthylazine n’influence pas l’adsorption de la mésotrione (Mendes et al., 2016). De même, 

la présence de diuron et d’atrazine ne modifie pas la mobilité du carbaryl dans le sol (Nkedi-

Kizza and Brown, 1998). 

 

De même, la persistance et la biodisponibilité des pesticides peuvent être influencées par 

des adjuvants (Rodríguez-Cruz et al., 2007; Kucharski and Sadowski, 2009; Cabrera et al., 

2010; Kucharski et al., 2011). Des temps de demi-vie plus grands ont ainsi été reportés pour 

l’atrazine et le coumaphos en présence de surfactants non-ioniques (Mata-Sandoval et al., 

2001). Il a également été montré une plus grande persistance de la protéine Cry de Bacillus 

thuringiensis dans le sol quand elle est épandue sous forme de biopesticide formulé, par 

rapport à la protéine pure, montrant un effet protecteur des adjuvants (Hung et al., 2016). 

Enfin, la persistance des pesticides dans les sols peut aussi être influencée par la présence 

d’autres substances actives, les effets étant variables selon les molécules. Les temps de demi-

vie dans le sol peuvent en effet être réduits (Alves, 2012) ou au contraire augmentés (Karanth 

et al., 1984; Fogg et al., 2003; Ke-Bin et al., 2008; Nunes and Vidal, 2008; White et al., 

2010). Ces effets ne sont cependant pas généralisables à l’ensemble des molécules, puisque 

dans certains cas, la persistance de pesticides n’a pas été influencée par la présence d’autres 

molécules (Ashburn Poppell et al., 2002; Swarcewicz and Gregorczyk, 2012).  

1.1.3. Dans les eaux 

Peu d’études ont comparé le devenir des pesticides purs ou formulés dans le compartiment 

aquatique. Seuls les travaux de Bromilow et al. (2003) se sont intéressés à l’étude du devenir 

de plusieurs pesticides dans un système eau/sédiment, révélant une dissipation supérieure de 

l’isoproturon formulé par rapport à la substance active pure, tandis que l’effet inverse a été 

observé pour la pendiméthaline. Dans cette étude, la dissipation a principalement été attribuée 

à des processus d’adsorption sur les sédiments, indiquant un effet des adjuvants présents dans 

les formulations différents pour les deux pesticides. 
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1.2. Effets des mélanges de pesticides sur la transformation des molécules individuelles 

1.2.1. Photo-transformation 

L’effet des adjuvants sur la photo-dégradation de pesticides a été mis en évidence dans 

l’eau, avec notamment une photo-dégradation plus importante du S-métolachlore formulé 

(Mercantor Gold®) par rapport à la substance active pure (Gutowski et al., 2015). De même, à 

la surface de cire cuticulaire synthétique mimant la surface de feuille, la photo-dégradation de 

la mésotrione et du nicosulfuron est considérablement augmentée en présence d’adjuvants par 

rapport à chacune des molécules pures (Ter Halle et al., 2010). La photo-dégradation des deux 

pesticides précités, formulés en mélange, est encore augmentée par rapport à la dégradation 

des deux formulations séparément. 

Ce processus étant également utilisé dans le traitement des eaux via les procédés de photo-

oxydation avancée, quelques études ont montré des comportements très différents en fonction 

des molécules : le traitement UV/H2O2 a entraîné un taux de dégradation moins important de 

l’ioprodine en présence de carbofurane par rapport à la molécule seule, tandis que la présence 

d’ioprodine n’affecte pas la dégradation de carbofurane (Lopez-Alvarez et al., 2016). De 

même, le procédé d’oxydation avancée photo-Fenton (Fe(III)/H2O2/UV) s’est également 

avéré réduire la dégradation de l’alachlore formulé par rapport à la substance active pure 

(Huston and Pignatello, 1999). Enfin, le traitement des formulations commerciales de 

tébuthiuron et amétryne par le procédé photo-électro-Fenton solaire est légèrement moins 

efficace (c.-à-d. taux inférieur de dégradation) pour le mélange des deux formulations par 

rapport aux formulations traitées séparément (Gozzi et al., 2016). 

1.2.2. Transformation biotique 

1.2.2.1. Etudes in situ 

La présence d’agents d’enrobage des semences influence la dégradation de certains 

pesticides dans le sol. Une inhibition de la dégradation du triticonazole a ainsi été observée en 

présence de surfactants, mais uniquement quand ces derniers étaient ajoutés à de fortes doses 

(1 g kg-1 de sol) (Charnay et al., 2000). 
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Plusieurs études ont montré l’impact de la présence de certains pesticides sur la 

dégradation d’autres pesticides dans le sol. La dégradation peut ainsi être inhibée, comme 

c’est le cas pour le chlorpyrifos et le fénamiphos en présence de chlorothalonil (Singh et al., 

2002), pour la mésotrione en présence de S-métolachlore (Joly et al., 2012), ou encore pour 

l’atrazine en présence de glufosinate et de sulfate d’ammonium (Zablotowicz et al., 2008) ou 

en présence de glyphosate (Krutz et al., 2003). Deux pesticides peuvent aussi inhiber 

réciproquement leur biodégradation quand ils sont associés en mélange, ce qui est le cas pour 

le glyphosate et le diflufenican (Tejada, 2009). A l’inverse, certains pesticides peuvent 

favoriser la biodégradation d’un autre pesticide. Ainsi, la dégradation microbienne du 

fluometron (Lancaster et al., 2008) et la minéralisation de l’atrazine (Bonfleur et al., 2010) 

sont augmentées en présence de glyphosate, par rapport à ce qui est observé avec les 

molécules seules. L’hypothèse avancée dans ce dernier cas est que l’apport d’une source 

d’azote par le glyphosate favoriserait la flore microbienne responsable de la dégradation de 

l’atrazine.  

1.2.2.2. Etudes in vitro 

L’impact des adjuvants sur la biodégradation de pesticides a été mis en évidence à l’aide 

de souches pures de microorganismes capables de dégrader les substances actives. Ainsi, les 

effets des adjuvants (formulation Callisto®, 100 g L-1 de mésotrione) sur la dégradation de la 

mésotrione sont variables suivant les souches : (i) inhibition de la biodégradation de la 

mésotrione formulée par les souches de Bacillus sp. testées, (ii) effets non significatifs des 

adjuvants sur la dégradation de la mésotrione par une souche de Pantoae sp. et (iii) 

stimulation de la biodégradation de la mésotrione en présence d’adjuvants par la souche 

Escherichia coli ATCC 11303, pouvant s’expliquer par la biodégradation simultanée 

d’adjuvants et de la substance active (co-métabolisme) (Youness, 2013). 

 

Les effets des mélanges de pesticides sur leur biodégradation ont également été mis en 

évidence à l’aide de consortia et d’isolats microbiens cultivés en conditions de laboratoire. 

Ainsi, la dégradation de l’atrazine par un consortium microbien n’a pas été affectée par la 

présence de cyanazine, simazine ou métribuzine ajoutées séparément mais l’ajout des 3 

molécules simultanément a augmenté d’un facteur 2 à 3 le temps de demi-vie de l’atrazine 

(Grigg et al., 1997). De même, la diminution de la dégradation du méthyle-parathion et du 
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chlorpyrifos par un consortium bactérien a été constatée quand les deux pesticides étaient en 

mélange par rapport à la dégradation observée pour chaque pesticide séparément (Pino and 

Peñuela, 2011). Au contraire, la dégradation du quinclorac par la souche Ochrobactrum sp. 

LS s’est avérée augmentée en présence de bensulfuron-méthyle par rapport à la dégradation 

du quinclorac seul (Lü et al., 2008). 

2. Effets des mélanges de pesticides sur leur (éco)toxicité microbienne 

Les premières descriptions de la toxicité de mélanges de molécules datent du début du 

XXème siècle et ont conduit depuis au développement de trois principaux modèles (Figure 3). 

Les deux premiers (le modèle d’addition des concentrations, Concentration Addition (CA) ou 

« Loewe additivity » et le modèle d’action indépendante, Independent Action (IA) ou « Bliss 

independance ») sont appliqués en absence d’interaction entre les molécules du mélange 

(Loewe and Muischnek, 1926; Bliss, 1939; Plackett and Hewlett, 1948). Le troisième modèle 

est utilisé dans le cas où il y a des interactions entre molécules, menant à un effet synergique 

ou antagoniste (Plackett and Hewlett, 1952). 

Ainsi, un effet additif signifie que l’effet du mélange de substances est égal à la somme 

des effets de chaque substance considérée individuellement, que les cibles soient identiques 

ou non. Le terme de potentialisation est utilisé pour décrire une augmentation de la toxicité 

d’une substance causée par une autre substance n’ayant pas d’effet. Un effet est qualifié de 

synergique quand l’effet du mélange de plusieurs substances est supérieur à la somme des 

effets de chaque substance considérée individuellement. A l’inverse, l’antagonisme 

correspond à la diminution de la toxicité d’une substance par une autre. Enfin, l’action 

coalitive décrit deux substances n’ayant un effet que si elles sont en mélange. Une revue 

bibliographique de 2014 a recensé les cas de synergie et d’antagonisme, observés dans les 

études de toxicité des mélanges de pesticides (Cedergreen, 2014). Ces deux types 

d’interactions sont définis dans cette revue via le ratio de déviation par rapport au modèle 

(MDR, Model Deviation Ratio), correspondant au rapport de la « concentration efficace du 

mélange prédite par le modèle CA » sur la « concentration efficace du mélange observé ». La 

synergie correspond ainsi à un MDR > 2, l’additivité des concentrations à 0,5 ≤ MDR ≤ 2 et 

l’antagonisme à un MDR < 0,5. La majorité des études font état d’un effet additif. Les cas de 

synergie et d’antagonisme sont observés la plupart du temps uniquement pour les 

concentrations testées les plus élevées. 



 

19 

 

 

 

Figure 3. Représentation schématique des modèles théoriques de l’effet des mélanges de molécules toxiques (RECORD, 
2011; Heys et al., 2016). 

 

Dans l’environnement, les effets des mélanges de pesticides sont très souvent complexes, 

ce qui oblige à considérer plusieurs modèles. L’approche dose-réponse est communément 

utilisée pour évaluer la toxicité de mélanges de molécules. Cependant, des limitations 

techniques existent en raison des méthodes de quantification ou de facteurs influençant la 

réponse qui ne sont pas nécessairement identifiés. D’autres limitations viennent du manque de 

connaissances sur les doses à tester et les variabilités interspécifiques. La principale difficulté 

est donc de bien définir la toxicité attendue de chaque molécule du mélange, ce qui nécessite 

d’identifier le mode d’action et les interactions entre molécules. 

 

La suite de ce chapitre sera consacrée uniquement à la toxicité des mélanges de pesticides 

vis-à-vis des microorganismes. Là encore, la recherche bibliographique ne se veut pas 

exhaustive, mais donne tout de même un aperçu des effets que peuvent causer les mélanges de 

pesticides sur le compartiment microbien de l’environnement. 
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2.1. Evaluation de l’impact sur les microorganismes : tests standardisés et souches isolées 

La partie des pesticides qui n’est pas interceptée par les plantes atteint le sol et peut en 

altérer les propriétés chimiques et biologiques, notamment en impactant les microorganismes 

présents. Or, les microorganismes sont connus pour assurer des fonctions écosystémiques 

majeures dans l’environnement, telles que le recyclage de la matière organique, la production 

primaire, ou encore la fixation de l’azote. Leur très grande diversité (structurale et 

fonctionnelle) leur confère un avantage adaptatif en cas d’exposition à des mélanges de 

molécules potentiellement toxiques comme les pesticides. Malgré tout, ces communautés 

microbiennes sont sujettes à des modifications (de structure, de biomasse, de fonctions) 

pouvant entraîner une perturbation du fonctionnement global de l’écosystème (Figure 4). Il est 

donc primordial d’évaluer avec précision l’impact des mélanges de pesticides sur les 

microorganismes. 

 

 

Figure 4. Impact des pesticides sur les communautés microbiennes. 

 

Des tests standardisés ont été développés par l’Union Européenne (Organisation de 

Coopération et de Développement Économiques, OCDE) et les Etats-Unis (Environmental 

Protection Agency, EPA) afin d’identifier et de caractériser le risque des pesticides pour les 

organismes vivants dans l’environnement. Cependant, l’évaluation de ce risque pour les 

communautés microbiennes est restreinte à l’utilisation de deux tests standardisés évaluant la 

minéralisation de l’azote et du carbone (tests OCDE N° 216 et 217). Ces tests sont, de plus, 
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limités à l’évaluation de la toxicité de la substance active uniquement, sans prendre en compte 

d’éventuels effets des adjuvants contenus dans les formulations commerciales. 

Un autre test standardisé, Microtox® (NF EN ISO 11348-3), permet également d’apprécier 

la toxicité aiguë d’une molécule en se basant sur l’inhibition de la fluorescence de la bactérie 

marine Aliivibrio fischeri. Ainsi, l’existence de différents types d’interactions a pu être 

montrée : synergie ou antagonisme pour les mélanges binaires, ternaires ou quaternaires de 

cyromazine, fénamiphos, formétanate et propamocarbe (Fernández-Alba et al., 2001), 

synergie pour quatre des 6 mélanges binaires testés de prochloraz avec l’acifluorfen, le diquat 

ou le terbuthylazine, et d’azoxystrobin avec le chlorfenvinphos, le diméthoate ou le 

pirimicarbe (Cedergreen et al., 2006) ou avec les mélanges binaires de triazophos, profenofos 

et chlorpyrifos-méthyle (Mansour et al., 2015), antagonisme pour le mélange fosthiazate + 

métalaxyl-M (Kungolos et al., 2009) ou au contraire absence d’interaction (toxicité 

correspondant au modèle CA) pour les mélanges composés de S-métolachlore + bénoxacor + 

mésotrione + nicosulfuron et de mésotrione + nicosulfuron (Joly et al., 2013). Cette dernière 

étude a également mis en évidence une plus forte toxicité des formulations commerciales de 

S-métolachlore + bénoxacor (Dual Gold Safener®), mésotrione (Callisto®) et nicosulfuron 

(Milagro®) par rapport à celle des substances actives pures correspondantes. Les effets 

peuvent également varier en fonction de la dose de pesticides, comme c’est le cas pour les 

mélanges binaires de monolinuron, linuron et diuron, pour lesquels des interactions de type 

synergie, antagonisme ou le modèle CA ont pu être observées suivant les concentrations en 

pesticides testées (Gatidou et al., 2015).  

Cet essai est cependant limité à l’évaluation de la toxicité vis-à-vis d’une seule espèce. Une 

revue bibliographique a d’ailleurs mis en évidence le manque de représentativité des études de 

toxicité des pesticides sur les microorganismes, les auteurs ayant recensé environ 200 études 

basées sur l’analyse d’un seul critère d’une seule espèce, et pour un seul pesticide à chaque 

fois (Puglisi, 2012). 

 

D’autres études ont par ailleurs déterminé l’effet des adjuvants sur l’impact de substances 

actives sur des souches pures de microorganismes (tests non standardisés). L’effet du 

glyphosate sur trois souches microbiennes entrant dans la composition de starters microbiens 

utilisés dans les produits laitiers a ainsi été comparé à l’effet de la formulation commerciale 

Roundup® (Clair et al., 2012). Les résultats ont montré une inhibition supérieure de la 

croissance et de la viabilité des souches testées par la formulation commerciale, comparée à la 

substance active pure. Le métabolisme énergétique de la souche fongique Aspergillus 
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nidulans est également plus fortement altéré par le Roundup® que par le glyphosate pur 

(Nicolas et al., 2016). Des travaux ont également mis en évidence un impact plus important 

des formulations commerciales de mésotrione et tébuconazole, ainsi que du mélange des 

deux, sur la croissance de plusieurs souches bactériennes, en comparaison aux substances 

actives seules (Youness, 2013). Il en est de même pour certains insecticides néonicotinoïdes 

qui ont un impact plus important sur la levure Saccharomyces cerevisiae quand ils sont sous 

forme commerciale par rapport aux substances actives (Mattiazzi Ušaj et al., 2014). 

 

L’évaluation de l’impact des mélanges de pesticides doit donc passer nécessairement par 

des études prenant en compte la diversité des molécules auxquelles peuvent être exposés les 

microorganismes, et leurs interactions potentielles. 

2.1.1. Impact sur les microorganismes aquatiques 

D’une manière générale, les études font état d’un impact direct négatif des pesticides sur 

les microorganismes dans les milieux aquatiques (Figure 5), avec un effet dépendant du taxon 

considéré et du type de pesticide (Staley et al., 2015). Les microalgues et les champignons 

sont les plus impactés et les bactéries, les moins perturbées.  

 

 

Figure 5. Interactions entre le type de pesticide (insecticide, herbicide ou fongicide) et le taxon (algues, bactéries, 
protozoaires ou champignons) sur l’abondance microbienne. 0 = absence d’effet ; -1 = baisse significative (Staley et al., 
2015). 

 

Les microalgues et les cyanobactéries constituent la base de la chaîne alimentaire des 

milieux aquatiques et jouent un rôle clé dans les cycles des nutriments. De ce fait, l’impact 

des mélanges de pesticides sur les écosystèmes aquatiques peut être évalué en déterminant 
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leur effet sur ces producteurs primaires, avec des tests standardisés (test OCDE N° 201). 

Cependant, les études publiées de l’impact de mélanges de pesticides sur les microorganismes 

aquatiques sont peu nombreuses. Il a cependant été montré qu’un mélange d’atrazine avec le 

chlorpyrifos ou le chlorothalonil présentait, respectivement, une toxicité égale à la somme des 

toxicités de chaque molécule, ou une toxicité supérieure à la somme des toxicités des deux 

molécules (interaction de type synergie) pour la microalgue marine Dunaliella tertiolecta 

(DeLorenzo and Serrano, 2003). L’hypothèse est que la dégradation de la membrane 

cellulaire par le chlorothalonil faciliterait l’entrée de l’atrazine dans la cellule et son action 

inhibitrice sur la photosynthèse. 

L’impact d’herbicides seuls ou en mélanges binaires sur la microalgue d’eau douce 

Pseudokirchneriella subcapitata est variable suivant les molécules testées. Une interaction de 

type antagonisme a été mise en évidence pour le mélange simazine + terbuthylazine (Perez et 

al., 2011) et pour le mélange fosthiate + métalaxyl-M (Kungolos et al., 2009). Les 

mécanismes à l’origine de cet effet sont très peu décrits, même si certaines hypothèses, telles 

que la diminution de l’entrée des molécules dans la cellule ou la modification de la cible 

moléculaire ont été avancées. Au contraire, un effet synergique a été démontré pour l’atrazine 

associée à la simazine ou à la terbuthylazine, et pour le métolachlore associé à ces deux 

mêmes molécules (Perez et al., 2011). Un effet additif de la toxicité des mélanges binaires de 

diuron, tébuthiuron, atrazine, simazine, hexazinone et des produits de transformation 

déséthyl-atrazine (DEA) et 3,4-dichloroaniline (3,4-DCA) a également pu être montré sur les 

trois espèces de microalgues benthiques Navicula sp., Cylindrotheca closterium et 

Nephroselmis pyriformis (Magnusson et al., 2010). 

2.1.2. Impact sur les microorganismes édaphiques 

Le sol étant le récepteur primaire des pesticides, les microorganismes édaphiques sont les 

premiers à être potentiellement impactés par les substances actives épandues (notamment 

celles qui sont relativement toxiques et persistantes). Bien que considérés comme des 

organismes non-cibles, ils peuvent posséder la cible moléculaire de certaines substances 

actives (Chowdhury et al., 2008). De plus, certaines molécules peuvent être transformées en 

métabolites, et l’ensemble de ces composés peut alors également impacter les processus 

microbiens édaphiques, et ainsi perturber le fonctionnement de l’écosystème. 
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Cependant, l’apport de substances actives peut aussi conférer un avantage à certaines 

populations microbiennes, soit direct pour celles qui sont capables de métaboliser ces 

substances, soit indirect pour les populations qui assimilent des produits de transformation 

générés par d’autres populations, ou qui, insensibles aux pesticides, profitent d’une niche 

écologique laissée vacante par une population sensible. 

2.1.2.1. Impact sur l’abondance des microorganismes 

La biomasse microbienne représente la quantité de “carbone vivant” contenue dans les 

microorganismes du sol, essentiellement les bactéries et les champignons. Elle constitue un 

indicateur précoce de la dynamique de la matière organique qui réagit rapidement aux 

modifications favorables ou défavorables du milieu comme par exemple, la présence de 

pesticides. Il n’y a cependant que peu d’études ayant pris en compte l’effet de mélanges de 

pesticides sur cette biomasse. Dans la majorité de ces études, une réduction de la biomasse 

microbienne a été observée en présence de mélanges de pesticides comparée aux molécules 

seules : c’est le cas pour le glyphosate associé à l’endosulfan, en comparaison du glyphosate 

seul (Pereira et al., 2008), pour le chlorpyrifos associé au nicosulfuron, en comparaison du 

chlorpyrifos seul (de Oliveira et al., 2009), et pour le chlorothalonil associé au chlorpyrifos 

(Chu et al., 2008) ou au chlorpyrifos + fénamiphos, en comparaison du chlorothalonil seul 

(Singh et al., 2002). Cependant, il a été montré que l’association du glyphosate et du 

diflufenican engendrait une augmentation de la biomasse microbienne du sol par rapport au 

traitement par chaque pesticide individuellement (Tejada, 2009). L’effet des mélanges de 

pesticides sur la biomasse microbienne est donc variable en fonction des pesticides. 

2.1.2.2. Impact sur l’activité des microorganismes 

Le métabolisme des microorganismes présents dans le sol participe également aux 

réactions biochimiques impliquées dans les cycles biogéochimiques tels que ceux de l’azote, 

du phosphore, du soufre et du carbone. Ainsi, toute perturbation de ces activités, par les 

mélanges de pesticides par exemple, peut avoir des conséquences importantes sur le 

fonctionnement de l’écosystème.  

Un des indices du bon fonctionnement des sols est l’activité de respiration, qui renseigne 

sur le niveau de l’activité globale des microorganismes. Ce processus correspond à la 
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dégradation et l’oxydation de la matière organique, et conduit à la libération de CO2. La 

perturbation des processus de transformation de la matière organique en présence de mélanges 

de pesticides peut donc être mesurée à l’aide de l’activité de respiration. La majorité des 

études ont montré un effet inhibiteur de la présence de mélanges de pesticides sur la 

respiration du sol, comme dans le cas du mélange des deux fongicides mancozèbe et 

diméthomorphe (Cycoń et al., 2010), du chlorpyrifos associé au nicosulfuron (de Oliveira et 

al., 2009) et du tébuconazole associé à la carbendazime, les effets de ces derniers étant 

additifs (Wang et al., 2016a). L’inhibition de la respiration par les mélanges de pesticides en 

comparaison aux molécules seules peut s’expliquer par la sensibilité de certaines espèces au 

multi-traitement. La plupart du temps, elle est effective à de fortes concentrations de 

pesticides, tandis qu’à de plus faibles concentrations, c’est l’effet inverse qui est observé 

(stimulation des microorganismes capables d’utiliser les pesticides comme sources de 

carbone, conduisant à une augmentation de la respiration) (Wang et al., 2016a). L’oxygène 

peut également être détourné pour oxyder des composés organiques tels que les pesticides, au 

détriment de l’activité respiratoire pour laquelle il sert d’accepteur terminal d’électrons, 

expliquant l’inhibition de l’activité respiratoire (Tejada, 2009). Il peut également ne pas y 

avoir d’interaction entre les pesticides d’un mélange, comme c’est le cas pour l’atrazine, la 

pendiméthaline et le métolachlore (Anhalt et al., 2000). 

De même, l’activité de minéralisation du carbone organique peut être affectée par les 

mélanges de pesticides. En effet, cette activité est diminuée quand l’amétryne est associée à 

de fortes concentrations en glyphosate (synergie) mais est au contraire augmentée en présence 

de faibles concentrations en glyphosate (antagonisme) (Alves, 2012). Des résultats contrastés 

ont aussi été obtenus avec, par exemple, l’inhibition de la minéralisation du carbone suite à 

l’addition de glyphosate formulé dans un sol traité avec des formulations de fluométuron, 

aldicarbe ou méfénoxam + pentachloronitrobenzène (Lancaster et al., 2006), et, au contraire, 

l’augmentation de cette activité après exposition des microorganismes à un mélange 

d’atrazine et de glyphosate par rapport à l’atrazine seule (Haney et al., 2002; Krutz et al., 

2003). D’autres travaux ont également montré la réduction de la minéralisation du carbone 

organique quand le glyphosate est associé à l’endosulfan (synergie), en comparaison du 

glyphosate seul (Pereira et al., 2008).  

 

Les enzymes jouant un rôle prépondérant dans la dégradation de la matière organique 

d’origine naturelle ou anthropique, le suivi d’activités généralistes (ex. déshydrogénase, 
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catalase, phosphatase, et bêta-glucosidase) permet également de mettre en évidence la 

perturbation du fonctionnement du sol en réponse aux contaminants (Parween et al., 2016). 

Des effets négatifs (synergie) de l’association de pesticides en mélanges en comparaison 

aux molécules seules ont ainsi été mis en évidence dans le cas du chlorothalonil associé au 

chlorpyrifos et au fénamiphos sur les activités déshydrogénase et phosphatase (Singh et al., 

2002), du glyphosate et du diflufenican sur les activités déshydrogénase, uréase, bêta-

glucosidase, phosphatase et arylsulfatase (Tejada, 2009), de l’imidaclopride + triadiméfon sur 

l’activité cellulase (Deborah et al., 2013) et de la cyperméthrine associée au monocrotophos 

ou au quinalphos sur les activités cellulases et amylases (Gundi et al., 2007). Il a également 

été mis en évidence une inhibition (effet additif) du tébuconazole et de la carbendazime sur 

les activités uréase, alkaline phosphatase, invertase et déshydrogénase (Wang et al., 2016a). 

Au contraire, d’autres activités enzymatiques peuvent être stimulées (effet antagoniste) par 

des pesticides associés en mélange en comparaison des molécules seules, comme les activités 

catalase, uréase et acide phosphatase en présence d’un mélange de diflufenican, 

mésosulfuron-méthyle et iodosulfuron-méthyle-sodium (Baćmaga et al., 2015). Les auteurs 

précisent que les effets observés sur l’activité catalase (clivage du peroxyde d’hydrogène) 

peuvent être liés à la production de H2O2 en présence de pesticides. Il faut également noter 

que l’effet des mélanges de pesticides sur les activités enzymatiques est dépendant de la 

concentration en pesticides testée, avec, dans la plupart des cas, un effet synergique observé à 

de faibles doses, et antagoniste à de fortes doses. 

 

Des activités spécifiques, notamment celles impliquées dans le cycle de l’azote, peuvent 

également être affectées directement ou indirectement par les mélanges de pesticides en 

favorisant ou défavorisant les microorganismes qui les réalisent, ou en activant ou désactivant 

certaines enzymes spécifiques (Kinney et al., 2005) impliquées dans les différentes étapes 

permettant de maintenir la balance entre les formes oxydées et réduites de l’azote : (i) fixation 

de l’azote atmosphérique (production d’ammonium à partir de diazote), (ii) ammonification 

(minéralisation de l’azote caractérisée par la libération d’ammonium inorganique au cours de 

l’assimilation de matière organique azotée par les microorganismes), (iii) nitrification 

(processus aérobie d’oxydation de l’ammonium en nitrates) et (iv) dénitrification (processus 

anaérobie de réduction des nitrates en diazote).  

Ainsi, des travaux ont montré l’augmentation (effet synergique) de l’ammonification et de 

la nitrification dans deux sols traités par les mélanges de monocrotophos + mancozèbe et 

chlorpyriphos + carbendazime en comparaison des traitements avec les molécules seules 
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(Srinivasulu et al., 2012b), ainsi qu’une augmentation de l’abondance des membres 

appartenant au genre Azospirillum (Srinivasulu et al., 2012a). Le mélange de deux fongicides 

(mancozèbe et diméthomorphe) a également augmenté l’ammonification dans le sol, et 

diminué la quantité de nitrates et le nombre de bactéries nitrifiantes et fixatrices d’azote 

(Cycoń et al., 2010). Il a également été montré que la minéralisation de l’azote organique 

dans le sol était favorisée quand l’atrazine était associée au glyphosate par rapport à l’atrazine 

seule (Haney et al., 2002; Krutz et al., 2003) et que l’association du thiobencarbe avec le 

molinate ou le chlorpyriphos dans deux sols différents entraînait une inhibition transitoire de 

la nitrification (Saison et al., 2009). Enfin, les résultats d’une étude en microcosmes de sol 

s’intéressant à l’impact du mélange de trois herbicides formulés (S-métolachlore, Dual Gold 

Safener®; mésotrione, Callisto® et nicosulfuron, Milagro®) sur l’abondance, la diversité et les 

activités des communautés microbiennes du sol ont montré une relative résistance de ces 

communautés, avec cependant des effets transitoires des traitements sur les communautés 

impliquées dans le cycle de l’azote (augmentation de l’ammonification et baisse de la 

nitrification à court terme, puis augmentation de la dénitrification et accumulation de nitrates) 

(Joly et al., 2015). Dans une étude similaire utilisant les trois formulations d’herbicides citées 

précédemment, Joly et al. (2014) ont également montré un effet significatif du traitement par 

la formulation commerciale du S-métolachlore sur la biomasse et la composition des 

communautés phototrophes, en présence ou non des autres herbicides du mélange étudié. 

2.1.2.3. Impact sur la structure des communautés microbiennes 

L’impact des mélanges de pesticides sur les communautés microbiennes peut se traduire 

par une modification de leur structure, évaluée dans un premier temps par des techniques 

culturales, et de plus en plus à l’aide de techniques moléculaires (empreintes moléculaires, 

séquençage, etc.). Un impact de l’atrazine associé au métolachlore a ainsi pu être mis en 

évidence sur la structure des communautés bactériennes et fongiques du sol, les modifications 

observées étant différentes de celles obtenues pour le traitement avec l’atrazine seule 

(Ayansina and Oso, 2006). Une étude en microcosmes de sol a également montré une baisse 

de diversité bactérienne et fongique suite au traitement par un mélange de S-métolachlore et 

de mésotrione, comparée aux changements de structure observés avec les molécules 

séparément (Joly et al., 2012). Enfin, la structure des communautés microbiennes d’un sol 

traité avec un mélange de diflufenican, mésosulfuron-méthyle et iodosulfuron-méthyle-
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sodium a été modifiée différemment par rapport au traitement avec les molécules séparées, 

avec une augmentation de l’abondance des bactéries litho- et organotrophes et des 

actinomycètes, et une baisse des champignons et du genre Azotobacter (Baćmaga et al., 

2015). 

3. Conclusions 

L’ensemble des résultats présentés montre à quel point il est difficile de déterminer l’effet 

combiné de plusieurs pesticides en mélange, et encore plus in situ. En effet, de nombreux 

paramètres entrent en jeux : la nature de chaque pesticide du mélange (propriétés physico-

chimiques / écotoxicité), la matrice environnementale (eau / air / sol), le biote 

(microorganismes / macroorganismes), les conditions climatiques (température / humidité / 

ensoleillement) et les pratiques agricoles (labour / amendement / irrigation) (Figure 6). Un 

degré supplémentaire de complexité est ajouté avec les interactions intra- et inter-paramètres 

qui conditionnent le devenir et la toxicité des molécules des mélanges. 
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Figure 6. Représentation schématique des interactions entre le pesticidome, l’interactome (flèches rouges) et 
l’environnement. 1 : écotoxicité et/ou source d’énergie et/ou de nutriments. 2 : transformations biotiques et abiotiques. 

 

Il est cependant possible de faire ressortir certains points importants sur les effets de 

mélanges de pesticides comparés aux effets des molécules utilisées individuellement. 

Concernant l’effet des mélanges sur leur devenir dans l’environnement :  

(i) la mobilité, la persistance et la biodisponibilité d’une substance active au niveau des 

plantes et dans le sol sont en général modulées en présence d’adjuvants et/ou d’autres 

substances actives. Ces effets sont cependant variables selon la substance active étudiée. 

Bien que les surfactants présents dans les adjuvants augmentent d’une manière générale la 

dispersion et la solubilisation d’une substance active donnée, aucune information n’est 

disponible quant à la nature des processus qui permettent à une substance active d’influencer 

la mobilité, la persistance et la biodisponibilité d’une autre substance active. 

(ii) La photo-transformation d’une substance active dans l’eau est d’une manière 

générale stimulée en présence d’autres molécules (adjuvants et/ou autres substances 
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actives). Il n’y a cependant pas d’étude ayant mis précisément en évidence les mécanismes à 

l’origine de cette stimulation. Les hypothèses pourraient être une augmentation de 

l’accessibilité de la substance active aux rayonnements lumineux par les surfactants, et la 

photolyse indirecte de la substance active suite à la production d’espèces radicalaires issues de 

la photo-transformation des autres molécules. 

(iii) La biotransformation d’une substance active est, suivant les cas, inhibée ou accélérée 

en présence d’autres substances actives et/ou d’adjuvants. Ces effets peuvent résulter 

d’interactions entre les molécules influençant la biodisponibilité de la substance active, de 

modifications de la structure de la paroi cellulaire influençant l’entrée de la substance active 

dans la cellule, d’induction ou de répression de gènes codant des enzymes de dégradation, de 

l’impact négatif ou positif (ex. en servant de source de nutriments et/ou d’énergie) d’une 

substance active sur les microorganismes dégradant l’autre substance active. Cependant, les 

études citées dans ce document n’ont pas permis de mettre en évidence avec précision le rôle 

de chacun de ces phénomènes dans l’impact sur la biotransformation. 

 

Concernant les effets des mélanges sur leur toxicité : 

(i) en comparaison des molécules seules, la toxicité des mélanges de pesticides sur les 

microorganismes des milieux aquatiques est variable (effets antagonistes, synergiques, 

additivité des concentrations) en fonction de la nature de la molécule et de l’espèce concernée. 

Plusieurs hypothèses ont été émises pour expliquer ces phénomènes : la modification de la 

membrane cellulaire par une substance active facilitant ainsi l’entrée d’une autre substance 

active dans la cellule et son action toxique, les interactions entre les molécules qui peuvent 

réduire leurs activités ou encore la modification de la cible moléculaire. 

(ii) L’effet des mélanges de pesticides et des adjuvants sur la toxicité d’une substance 

active sur les microorganismes édaphiques est également variable (effets antagonistes, 

synergiques, additivité des concentrations, absence d’effet) en fonction des espèces et de la 

nature chimique et de la concentration des pesticides. Des effets sont notamment observés sur 

l’abondance, l’activité et la structure des communautés microbiennes. Les effets sur 

l’abondance sont variables en fonction des molécules et ne sont pas généralisables en raison 

du faible nombre d’études disponibles dans la littérature. Les effets des mélanges de 

pesticides ont été davantage décrits sur différentes activités des microorganismes, à la fois sur 

les activités généralistes (respiration, minéralisation du carbone), sur les activités 

enzymatiques généralistes (phosphatase, déshydrogénase, etc.) et sur les activités 

enzymatiques plus spécifiques (cycle de l’azote). Là encore, il n’est pas facile de généraliser 
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car les effets sont variables selon les molécules, mais la tendance globale indique tout de 

même un effet synergique à de faibles doses et un effet antagoniste à de plus fortes doses. Il 

n’y a en revanche pas d’hypothèse sur les mécanismes moléculaires à l’origine de l’effet des 

mélanges de pesticides sur les activités microbiennes spécifiques telles que celles impliquées 

dans les cycles biogéochimiques. Les mélanges de pesticides ont aussi des effets variables sur 

la structure des communautés microbiennes et différents groupes peuvent en être la cible 

(bactéries, champignons, phototrophes). 
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Chapitre 2. Les herbicides choisis pour cette étude 

1. La mésotrione 

1.1. Historique 

La mésotrione appartient à la famille chimique des β-tricétones (benzoylcyclohexane-1,3-

diones). La première description d’une molécule herbicide appartenant à cette famille 

chimique a été faite en 1977 par la firme agro-pharmaceutique Zeneca (Californie). Il 

s’agissait alors d’une tricétone naturelle (la leptospermone), phytotoxine présente dans les 

exsudats racinaires de la plante Callistemon citrinus. D’autres tricétones naturelles ont par la 

suite été décrites (Dayan et al., 2007), mais l’amélioration de leurs propriétés herbicide, en 

termes d’efficacité et de dose utilisée, a nécessité des études de relations structure-activité 

conduisant à la famille des tricétones synthétiques commerciales parmi lesquelles la 

mésotrione (Lee et al., 1998; Mitchell et al., 2001; Beaudegnies et al., 2009). Cette dernière a 

été mise sur le marché pour la première fois aux Etats-Unis en 2001 par la société Syngenta 

Crop Protection (anciennement Zeneca) sous la formulation commerciale Callisto® 

(mésotrione 100 g L-1). 

1.2. Propriétés physico-chimiques 

Les principales propriétés physico-chimiques de la mésotrione sont présentées dans le 

Tableau 1. La mésotrione (2-(4-méthylsulfonyl-2-nitrobenzoyl)cyclohexane-1,3-dione) est un 

acide faible (pKa = 3,12 à 20 °C) qui possède une solubilité dans l’eau supérieure à pH 

basique (22 g L-1 à pH 9) par rapport à celle à pH acide (2,2 g L-1 à pH 4,8) (WSSA, 2007). 

Très peu volatile, elle est stable dans l’eau dans une large gamme de pH et de température. 
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Tableau 1. Identité et propriétés physico-chimiques de la mésotrione (EFSA, 2016). 

Substance active (s.a.) Mésotrione 

Activité Herbicide 

Nom complet 2-(4-méthylsulfonyl-2-

nitrobenzoyl)cyclohexane-1,3-dione 

Formule brute C14H13NO7S 

Masse molaire 339,3 g mol-1 

Structure chimique 

 

Constante de Henry, KH 5,1 10-7 Pa m3 mol-1 à 20°C 

Solubilité dans l’eau 160 mg L-1 dans l’eau à 20°C 

-log10 (constante de dissociation), pKa 3,12  

1.3. Mode d’action 

La mésotrione est un herbicide systémique à action foliaire, actif sur les dicotylédones et 

les graminées. Comme l’ensemble des composés de la famille des β-tricétones, la mésotrione 

inhibe compétitivement la 4-hydroxyphénylpyruvate dioxygénase (4-HPPD), une enzyme clé 

de la biosynthèse des caroténoïdes chez les plantes (Mitchell et al., 2001) (Figure 7). Les 

caroténoïdes empêchent la destruction des pigments chlorophylliens des plantes par l’excès 

d’énergie lumineuse. En conséquence, en leur absence, les rayonnements lumineux détruisent 

les chlorophylles, ce qui entraîne un blanchiment des tissus de la plante et, in fine, des 

nécroses et la mort de la plante. 
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Figure 7. Mode d’action de la mésotrione chez les plantes. 4-HPPD : 4-hydroxyphénylpyruvate dioxygénase. (*) La 
plastoquinone est un cofacteur pour la phytoène désaturase. 

1.4. Réglementation – utilisations agronomiques 

L’utilisation de la mésotrione est autorisée dans l’Union Européenne depuis le 1er octobre 

2003, date de son inscription à l’Annexe I du règlement (CE) n° 1107/2009. Elle est appliquée 

principalement pour le traitement des cultures de maïs en post-levée, à une dose maximale de 

150 g de substance active (s.a.) ha-1. Différentes formulations commerciales contenant la 

mésotrione comme seule substance active (ex. Callisto®, 100 g L-1 de mésotrione) ou associée 

à d’autres substances herbicides telles que le S-métolachlore (ex. Calibra® 400 g L-1 de S-

métolachlore, 40 g L-1 de mésotrione) ou le nicosulfuron (ex. Choriste® 30 g L-1 de 

nicosulfuron, 75 g L-1 de mésotrione) sont actuellement sur le marché. 

La mésotrione est la molécule la plus utilisée sur les cultures de maïs en région Aquitaine, 

au sein de laquelle se trouvent les deux principaux départements producteurs de maïs en 

France (Landes et Pyrénées-Atlantiques). A titre indicatif, en 2011, 46% des surfaces traitées 

avec un herbicide ont reçu au moins une fois la substance mésotrione (AGRESTE, 2013) 

(Figure 8). Au niveau national, les ventes de cette substance n’ont cessé d’augmenter pour 

passer de 154 676 kg en 2011 à 192 412 kg en 2014 (AGRESTE, 2016). 
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Figure 8. Pourcentage des surfaces traitées en Région Aquitaine au moins une fois par les principales matières actives 
herbicides utilisées sur maïs grain en 2011 (AGRESTE, 2013). 

1.5. Devenir dans l’environnement 

1.5.1. Rétention dans les sols 

Les temps de demi-vie (DT50, Dissipation Time 50%) de la mésotrione sont variables (de 2 

à 50 jours) en fonction de la composition du sol (Beraud et al., 2001; Maeghe et al., 2001; 

Rouchaud et al., 2001; Dyson et al., 2002; Chaabane et al., 2008; Crouzet et al., 2010; Chen 

et al., 2012; Joly et al., 2012, 2015; Shaner et al., 2012; Sun et al., 2013; Liu et al., 2015). 

Une étude récente a confirmé que le temps de demi-vie de la mésotrione était influencé par le 

pH des sols et était 6 fois plus élevé dans des sols à pH basique que dans des sols à pH acide 

(Barchanska et al., 2015). 

Les valeurs de coefficients d’adsorption (Kd) de la mésotrione dans des sols aux 

caractéristiques variées (pH, teneurs en matière organique et en argiles) sont généralement 

relativement faibles (0,13 à 5 L kg-1). L’augmentation du pH peut également entraîner une 

diminution de son Kd, et donc de son adsorption, en faisant passer la mésotrione de sa forme 

moléculaire à sa forme ionisée (EFSA, 2016). En plus du pH, l’adsorption de la mésotrione 

peut également être favorisée par la teneur en argile des sols (Martinazzo et al., 2011) ; en 

revanche, la présence d’autres pesticides (S-métolachlore + terbuthylazine) n’influence pas 

son adsorption (Mendes et al., 2016). 
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La mésotrione est donc considérée comme faiblement à modérément mobile dans les sols 

et peut être potentiellement transportée vers les eaux de surface et souterraines après 

épandage. Cependant, le potentiel de lixiviation de cette molécule vers les eaux souterraines 

est faible, comme l’indique sa valeur de GUS (Groundwater Ubiquity Score) qui est de 1,47 

(Pfeiffer, 2010). 

 

Remarque : 

Les valeurs de GUS permettent d’estimer le potentiel de lixiviation d’un pesticide vers les 

eaux souterraines, sur la base de leur persistance et de leur adsorption aux particules du sol : 

GUS = log10(DT50)*[4-log10(Koc)], avec DT50, Dissipation Time 50% (temps de demi-vie du 

pesticide considéré), et Koc, coefficient de partage carbone organique/eau (Pfeiffer, 2010). Le 

potentiel de lixiviation du pesticide considéré est ainsi qualifié de très faible (GUS < 1) à très 

élevé (GUS > 4). 

 

La mésotrione fait tout de même partie des 664 substances recherchées dans les cours d'eau 

de France métropolitaine (Agence de l’eau, SANDRE). Sa fréquence de détection (nombre de 

points de mesure avec quantification / nombre de points de mesure avec recherche) dans les 

eaux de surface est relativement élevée : 10,3 % en 2013 (SOeS, 2015b). En revanche, la 

fréquence de détection de la mésotrione dans les eaux souterraines analysées au niveau des 

points de captage d’eau potable en France métropolitaine pour la période 2003-2015 est bien 

plus faible (environ 0,09 %) (ADES, 2016) (Figure 9). Les zones de cultures environnant les 

sites de prélèvements d’eaux souterraines positifs pour la mésotrione sont majoritairement 

dédiées à la culture de maïs, soulignant le transport de la molécule depuis la surface 

d’épandage vers les nappes phréatiques. 



38 

 

 

Figure 9. Quantification de la mésotrione dans les eaux souterraines au niveau des sites de prélèvements d’eau potable en 
France métropolitaine pour la période 2003-2015 (ADES, 2016). Localisation des sites de prélèvement pour lesquels la 
mésotrione a été quantifiée ( ), et où la concentration était supérieure à 0,1 µg L-1 ( ). La carte indique également les zones 

de cultures déclarées par les exploitants en 2012 (registre parcellaire graphique (RPG) 2012, Agence de services et de 
paiement (ASP), Ministère de l'agriculture, de l'agroalimentaire et de la forêt). 

 

Il est important de noter ici que les métabolites des pesticides ne sont pas nécessairement 

inclus dans les analyses d’eaux de surface et souterraines. Ainsi, les deux principaux 

métabolites de la mésotrione décrits dans l’environnement (l’acide 4-méthylsulfonyl-2-

nitrobenzoïque, MNBA et l’acide 2-amino-4-méthylsulfonylbenzoïque, AMBA (Alferness 

and Wiebe, 2002)) ne sont pas recherchés, ce qui ne permet pas de pouvoir apprécier le 

comportement global de cet herbicide dans l’ensemble des compartiments environnementaux. 

En effet, certains produits de transformation peuvent être plus persistants que la molécule 

mère, ce qui est le cas pour le MNBA et l’AMBA (Barchanska et al., 2015). 

La faible fréquence de détection de la mésotrione dans les eaux souterraines, malgré sa 

forte solubilité et sa faible adsorption dans les sols, suggère la présence de processus de 

transformation efficaces qui éliminent cette molécule de l’environnement. Ces processus de 

transformation peuvent être abiotiques (majoritairement photolyse) ou biotiques 

(biotransformation principalement réalisée par les microorganismes). 
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1.5.2. Transformation abiotique : photo-transformation 

La photolyse directe de la mésotrione est relativement lente (10 % après 30 jours 

d’irradiation) et conduit à la formation de 3 photo-produits : le MNBA, le P2 et le P3 (Ter 

Halle and Richard, 2006) (Figure 10). La photolyse indirecte, due à la présence d’espèces 

radicalaires hautement réactives générées par l’action du rayonnement solaire sur des 

composés photo-réactifs du milieu, est inhibée en présence de matière organique dissoute 

(Karpuzcu et al., 2016) ou de nitrates (Ter Halle and Richard, 2006) et est au contraire 

augmentée quand la matière organique dissoute et les nitrates sont présents à de plus fortes 

concentrations (supérieures ou égales à 10 mg L-1) (Ter Halle and Richard, 2006). La forme 

ionisée de la mésotrione est moins sensible à la photolyse et à l’hydrolyse que sa forme 

moléculaire, expliquant des temps de demi-vie plus longs dans des sols à pH basique 

comparés à des sols à pH acide (Barchanska et al., 2015). 

La photo-transformation de la mésotrione à la surface des feuilles de plantes a également 

été étudiée à l’aide de films de cire cuticulaire reconstituée. Les résultats ont montré une 

vitesse de photo-transformation supérieure à celle observée dans l’eau et qui est augmentée 

lors de l’utilisation de la formulation Callisto® par rapport à la molécule pure. Ceci souligne 

l’effet des surfactants qui influencent la distribution de la mésotrione à la surface des feuilles 

(Lavieille et al., 2008, 2009; Ter Halle et al., 2010). Quatre photo-produits de la mésotrione 

ont été identifiés à la surface des films de cire cuticulaire: le MNBA, le P2, le P4 et le P5 (Ter 

Halle et al., 2010) (Figure 10). 



40 

 

 

Figure 10. Photo-produits de la mésotrione obtenus par photolyse directe P1, P2, P3 (Ter Halle and Richard, 2006) et 
après irradiation sur de la cire cuticulaire reconstituée P1, P2, P4, P5 (Ter Halle et al., 2010). 

1.5.3. Transformation biotique 

1.5.3.1. Etudes in situ 

Les différents processus impliqués dans le devenir de la mésotrione (processus 

d’adsorption, de dissipation et voies de transformation) ont été étudiés dans divers 

environnements tels que l’eau, les sols ou encore les plantes (Rouchaud et al., 2001; Alferness 

and Wiebe, 2002; Batisson et al., 2010; Martinazzo et al., 2011; Chen et al., 2012, 2014; 

Deng et al., 2013; Sun et al., 2013; Alekseeva et al., 2014). Les métabolites classiquement 

retrouvés sont le MNBA et l’AMBA (Alferness and Wiebe, 2002). Bien que ces études aient 

permis d’apporter des informations sur le devenir de la mésotrione dans l’environnement, la 

compréhension détaillée des processus de biotransformation de cette molécule passe 

nécessairement par des travaux sur des souches dégradantes isolées. 

 

 

MésotrioneP1 = MNBA

P2 P3

P4

P5
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1.5.3.2. Etudes in vitro 

1.5.3.2.1. Diversité des souches dégradantes 

Plusieurs souches bactériennes de laboratoire ou isolées à partir de différents 

environnements ont montré une capacité de transformation de la mésotrione (Tableau 2). Elles 

appartiennent à plusieurs phyla parmi les bactéries à Gram positif (ex. le genre Bacillus) et à 

Gram négatif (ex. le genre Escherichia). La diversité des environnements à partir desquels les 

souches capables de transformer la mésotrione ont été isolées met en exergue un phénomène 

de redondance fonctionnelle à l'échelle de la biosphère, phénomène rendu possible par la 

grande diversité des capacités métaboliques des microorganismes. Ces souches ne sont 

cependant pas capables de minéraliser la mésotrione et de croître dans un milieu minimum 

avec cette molécule comme source de carbone. Elles ne font que la transformer partiellement 

en produisant plusieurs métabolites. 

 

Tableau 2. Souches pures de microorganismes capables de transformer la mésotrione. 

Phylum/Division Genre/Espèce/Souche Origine Référence 

    

Firmicutes Bacillus pumilus HZ-2 Boues activées (Liu et al., 2015) 

Firmicutes Bacillus megaterium Mes11 Sol agricole (Batisson et al., 2009) 

Firmicutes Bacillus sp. 3B6 Eau de nuage (Durand et al., 2006) 

α-Proteobacteria Bradyrhizobium sp. SR1 Sol agricole (Romdhane et al., 2015) 

    

γ-Proteobacteria Escherichia coli ATCC 11303 Laboratoire (Youness, 2013) 

γ-Proteobacteria Escherichia coli TOP10 Laboratoire (Pileggi et al., 2012) 

γ-Proteobacteria Escherichia coli DH5-α Laboratoire (Pileggi et al., 2012) 

γ-Proteobacteria Escherichia coli CGSC 5713 Laboratoire (Pileggi et al., 2012) 

γ-Proteobacteria Escherichia coli CGSC 5365 Laboratoire (Pileggi et al., 2012) 

γ-Proteobacteria Pantoea ananatis Lac (Pileggi et al., 2012) 

γ-Proteobacteria Pantoea sp. 5B12 Eau de nuage (Youness, 2013) 

1.5.3.2.2. Description des voies de biotransformation 

Deux voies principales de biotransformation de la mésotrione ont été décrites en fonction 

des souches étudiées : (i) la voie dont la première étape correspond à la réduction du 
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groupement nitro (-NO2) de la mésotrione, et (ii) la voie commençant par un clivage oxydatif 

ou une hydrolyse de la molécule (Figure 11). 

(i) La réduction du groupement -NO2 produit, dans un premier temps, un intermédiaire 

hydroxylamine (-NHOH). Une cyclisation intramoléculaire du groupement hydroxyle (-OH) 

de l’hydroxylamine sur le groupement carbonyle le plus proche (-C=O) conduit à 

l’intermédiaire isoxazolol. Ces deux formes en équilibre sont ensuite majoritairement 

transformées en AMBA. La souche Bacillus sp. 3B6 produit également le métabolite 

isoxazole, en très faible quantité (Durand et al., 2010). Cette souche produit également, via un 

clivage oxydatif de la partie cyclohexanedione de la molécule, du glutarate qui entre dans le 

métabolisme central de la bactérie. 

(ii) Le clivage oxydatif ou l’hydrolyse de la mésotrione conduit à la formation de MNBA, ce 

dernier pouvant par la suite être transformé en AMBA par réduction du groupement -NO2. 

Cette voie est minoritaire chez beaucoup de souches transformant la mésotrione, à l’exception 

de la souche Bradyrhizobium sp. SR1, pour laquelle le métabolite majoritairement retrouvé 

est le MNBA (Romdhane et al., 2015). 

 

 

Figure 11. Voies de biodégradation de la mésotrione proposées chez différentes souches bactériennes pures. Les flèches 
épaisses et fines indiquent respectivement les voies majoritaires et minoritaires utilisées par les bactéries. 
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1.6. Impact environnemental et toxicité 

1.6.1. Impact sur les microorganismes 

1.6.1.1. Milieu aquatique 

Les milieux aquatiques de surface sont particulièrement concernés par d’éventuelles 

contaminations par les pesticides, qui peuvent être directement drainés depuis les surfaces 

cultivées aux alentours du point d’eau ou migrer jusqu’aux eaux souterraines. C’est le cas de 

la mésotrione qui, de par sa forte solubilité et sa faible adsorption aux particules de sol, peut 

migrer vers les eaux de surface et les eaux souterraines. Elle a cependant un temps de demi-

vie relativement court car elle est facilement biodégradable. La question de son impact sur 

l’environnement ne se pose donc pas seulement en tant que molécule mère, mais aussi pour 

l’ensemble de ses produits de transformation. 

La fiche de sécurité de la mésotrione indique que cette molécule est très toxique pour les 

organismes aquatiques, et entraîne des effets néfastes à long terme (phrases de risque H400 et 

H410). Cependant, peu d’études publiées se sont intéressées à l’impact de la mésotrione sur 

les microorganismes aquatiques. Elles concernent les valeurs de CE50 (Concentration Efficace 

50%) de la mésotrione pour les microalgues d’eau douce Amphora coffeaformis et 

Ankistrodesmus fusiformis, qui ont été déterminées à 13,1 et 56,1 mg L-1, respectivement, 

indiquant une toxicité relativement faible de la molécule (Valiente Moro et al., 2012). Il a 

également été montré que la mésotrione affectait l’activité de photosynthèse de Microcystis 

sp. et Scenedesmus quadricauda, avec des valeurs de CE50 de 6,19 et 4,41 mg.L-1, 

respectivement, indiquant là aussi une toxicité relativement faible de la molécule (Ni et al., 

2014). 

1.6.1.2. Milieu terrestre 

1.6.1.2.1. Impact sur l’abondance des microorganismes 

Des études réalisées à l’aide de microcosmes de sol ont mis en évidence une faible 

sensibilité des communautés microbiennes vis-à-vis de la mésotrione à la dose agronomique 

recommandée (0.45 mg kg-1 sol) (Crouzet et al., 2010, 2013, 2015) mais un effet non 
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négligeable sur l’abondance de ces communautés exposées à une forte concentration de 

mésotrione (50 mg kg-1 sol) (Pose-Juan et al., 2015). A 10 fois la dose agronomique 

recommandée, un impact négatif de la mésotrione formulée (Callisto®) a été observé sur la 

biomasse des communautés phototrophes (Crouzet et al., 2013), et des bactéries et archées 

oxydant l’ammonium (AOB et AOA, Ammonia-Oxidizing Bacteria et Archaea) impliquées 

dans le cycle de l’azote (Crouzet et al., 2015). 

1.6.1.2.2. Impact sur l’activité des microorganismes 

L’impact de la mésotrione sur l’activité des communautés microbiennes des sols n’a été 

observé qu’à des doses élevées correspondant à 10 ou 100 fois la dose agronomique et 

correspondait, d’une part, à la stimulation des activités déshydrogénase et de respiration (SIR, 

Substrate-Induced Respiration) (Crouzet et al., 2010), et, d’autre part, à l’inhibition de la 

nitrification, puis la stimulation de la dénitrification, induisant une augmentation de la teneur 

en ammonium et une baisse de la teneur en nitrates dans les sols traités (Crouzet et al., 2015). 

Un effet transitoire, caractérisé par une stimulation de l’ammonification et une inhibition de la 

nitrification, a également été observé à la dose agronomique quand la mésotrione est associée 

au nicosulfuron et au S-métolachlore (Joly et al., 2015). 

1.6.1.2.3. Impact sur la structure des communautés microbiennes 

La structure des communautés microbiennes a faiblement été impactée par la mésotrione 

utilisée à la dose agronomique (Crouzet et al., 2010, 2013, 2015). Une légère baisse de la 

diversité bactérienne (indice de Shannon-Weaver) a été mise en évidence uniquement dans 

des microcosmes traités avec la formulation commerciale de la mésotrione (Callisto®) à la 

dose agronomique recommandée (Joly et al., 2012). Une autre étude n’a montré aucun effet 

significatif du double traitement composé de mésotrione et de S-métolachlore sur la structure 

des communautés microbiennes associées à la rhizosphère de maïs (Valverde et al., 2014). 

 

D’une manière générale, la mésotrione ne semble pas affecter significativement les 

communautés microbiennes des sols quand elle est appliquée à la dose agronomique bien que 

son enzyme cible (HPPD) soit également présente chez certaines bactéries et microalgues 

(Lee et al., 2008; Gálvez-Valdivieso et al., 2010). Ceci peut s’expliquer par des différences de 
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perméabilité membranaire (Heipieper et al., 1994) ou des différences structurales des 

enzymes microbiennes, qui seraient alors moins inhibées que celles des plantes. 

Cependant, les effets de la mésotrione sur les communautés microbiennes des sols 

semblent être potentialisés lorsqu’elle est formulée. 

1.6.1.3. Impact sur souches isolées - Bio-essais 

L’impact des adjuvants sur la cinétique de transformation de la mésotrione est variable 

suivant les souches bactériennes dégradantes testées, allant d’une inhibition de la croissance et 

de la biotransformation pour des souches à Gram positif à une stimulation de la 

biotransformation pour la souche Escherichia coli ATCC 11303 (Youness, 2013). D’autres 

études ont mis en évidence des mécanismes de tolérance mis en jeu par les souches E. coli 

DH5-α et Pantoea ananatis CCT 7673, caractérisés par des changements dans la composition 

des phospholipides membranaires en réponse aux espèces réactives de l’oxygène produites 

par ces souches en présence de mésotrione (Olchanheski et al., 2014; Prione et al., 2016). La 

toxicité aiguë de la mésotrione a également été évaluée à l’aide de microorganismes modèles 

procaryote (test standardisé Microtox®, A. fischeri) et eucaryote (Tetrahymena pyriformis). 

Les résultats ont montré une toxicité modérée, voire une absence de toxicité de la mésotrione 

pure (CE50 = 43,6 mg L-1 et 7728,4 mg L-1, respectivement) par rapport à la toxicité de la 

formulation commerciale (Callisto®) de la mésotrione (CE50 = 1,1 mg L-1 et 4,0 mg L-1), 

respectivement  pour A. fischeri et T. pyriformis (Bonnet et al., 2008). Cette étude a aussi mis 

en évidence une plus forte toxicité de l’AMBA et une plus faible toxicité du MNBA vis-à-vis 

d’A. fischeri par rapport à la molécule mère. 

1.6.2. Impact sur des organismes supérieurs 

La CL50 (Concentration Létale 50%) de la mésotrione dans l’eau a été déterminée pour le 

poisson-chat d’Amérique du Sud Rhamdia quelen à 532 mg L-1, et est donc considérée 

comme peu toxique (Kreutz et al., 2008). Une autre étude, plus récente, a mis en évidence la 

toxicité aiguë de la mésotrione chez les poissons Oreochorimis niloticus et Geophagus 

brasiliensis à l’aide de biomarqueurs. Les résultats ont montré que l’exposition de chacune 

des deux espèces à la mésotrione cause un stress oxydant (augmentation significative des 
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niveaux de glutathion réduit et de l’activité glutathion peroxydase) et des dommages à l’ADN, 

et ce, à de faibles concentrations de mésotrione (1,8 à 460 µg L-1) (Piancini et al., 2015). 

La DL50 (Dose Létale 50%) de la mésotrione chez le rat (voie orale) a été déterminée à 5 g 

kg-1 (Beraud et al., 2001). Chez le rat et la souris, une partie de la dose de mésotrione 

administrée par voie orale est absorbée et rapidement excrétée par les urines, et l’autre partie 

est biotransformée par la microflore du système digestif. Plusieurs voies de biotransformation 

ont été identifiées (Figure 12). Une voie principale correspond à l’hydroxylation du cycle 

aromatique, et une autre voie est caractérisée par un clivage de la molécule et la réduction du 

groupement -NO2, menant à la production de MNBA, puis d’AMBA (Gledhill et al., 2001). 

 

 

Figure 12. Voies de biotransformation de la mésotrione chez le rat et la souris (Gledhill et al., 2001). 

 

L’exposition de la petite lentille d’eau Lemna minor à la mésotrione a mis en évidence des 

différences dans la formation de métabolites endogènes possédant des groupements méthyle, 

méthylène, hydroxyle, amine et thiol, et donc un véritable impact sur le métabolome de cette 

plante, mais qui ne semble pas altérer sa physiologie (Aliferis et al., 2009). 
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Conclusions : 

La mésotrione, utilisée à la dose agronomique, peut donc être considérée comme un 

composé ayant un impact relativement faible sur les différents organismes vivants car elle est 

faiblement persistante dans l’environnement. Les effets toxiques de la mésotrione sont la 

plupart du temps observés à des doses supérieures aux concentrations retrouvées dans 

l’environnement. Cependant, deux éléments importants de discussion sont à relever : (i) la 

plus forte toxicité de la mésotrione quand elle est associée à des adjuvants, et (ii) la faible 

persistance de la mésotrione dans l’environnement n’est pas forcément synonyme de 

minéralisation de la molécule et d’élimination du risque environnemental, puisque deux 

métabolites principaux (l’AMBA et le MNBA) sont très souvent produits et qu’ils peuvent 

présenter des toxicités supérieures à celle de la molécule mère. 

2. Le nicosulfuron 

2.1. Historique 

Le nicosulfuron appartient à la famille chimique des sulfonylurées. L’activité herbicide de 

ces composés a été rapportée pour la première fois en 1966 (Koog, 1966). Les premières 

molécules sulfonylurées étaient initialement dérivées d’herbicides triazines et présentaient des 

efficacités herbicides similaires à l’atrazine. Ce n’est que dans les années 1970 que les 

chercheurs de la société E.I. du Pont de Nemours & Co., Inc. ont synthétisé une nouvelle 

classe de sulfonylurées contenant un cycle aminopyrimidine à la place de l’aniline présent 

dans les premières molécules, et présentant, de ce fait, des activités herbicides supérieures 

(Kearney and Kaufman, 1975). De nombreux autres composés de cette famille ont été 

brevetés par la suite (Tableau 3). Le nicosulfuron, un des herbicides le plus vendu de cette 

famille (AGRESTE, 2016), a, quant à lui, été commercialisé pour la première fois aux Etats-

Unis en 1990 par la société E.I. du Pont de Nemours & Co., Inc. sous le nom DPX-V9360 

(Nalewaja et al., 1991). 
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Tableau 3. Structure générale de la famille des herbicides sulfonylurées (Berger and Wolfe, 1996). a benzyle à la place 
du cycle phényle ; b thiophène à la place du cycle phényle ; c N(CH3)SO2CH3 à la place du cycle phényle ; d pyridine à la 
place du cycle phényle. Trois sous-classes de sulfonylurées sont ainsi décrites, suivant la nature des cycles : (I) absence des 

cycles pyridine et triazine ; (II) présence du cycle triazine ; (III) présence des cycles pyridine et pyrimidine (Sarmah and 
Sabadie, 2002). 

 

2.2. Propriétés physico-chimiques 

Les principales propriétés physico-chimiques du nicosulfuron sont décrites dans le Tableau 

4. Le nicosulfuron (2-[(4,6-diméthoxypyrimidin-2-ylcarbamoyl)sulfamoyl]-N,N-

diméthylnicotinamide) est un acide faible qui possède une solubilité dans l’eau supérieure à 

pH basique. Cette molécule est relativement stable en milieu basique tandis qu’en milieu 

acide, le nicosulfuron subit une hydrolyse acide (EFSA, 2007). 
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Tableau 4. Identité et propriétés physico-chimiques du nicosulfuron (EFSA, 2007). 

Substance active (s.a.) Nicosulfuron 

Activité Herbicide 

Nom complet 2-[(4,6-diméthoxypyrimidin-2-

ylcarbamoyl)sulfamoyl]- 

N,N-diméthylnicotinamide 

Formule brute C15H18N6O6S 

Masse molaire 410,4 g mol-1 

Structure chimique 

 

Constante de Henry, KH 1,48 10-11 Pa m3 mol-1 à 20 °C 

Solubilité dans l’eau 0,25 g L-1 à 20 °C (pH 5) 

7,5 g L-1 à 20 °C (pH 6,5) 

76,4 g L-1 à 20 °C (pH 9) 

-log10 (constante de dissociation), pKa pKa1 = 4,78 

pKa2 = 7,58  

2.3. Mode d’action 

Le nicosulfuron est un herbicide systémique à action foliaire, actif sur les dicotylédones, 

les graminées et les vivaces. Comme les autres sulfonylurées, il agit en inhibant l’acétolactate 

synthase (ALS, aussi appelée acétohydroxyacide synthase) des plantes, ce qui bloque la 

première étape de la biosynthèse des acides aminés à chaîne ramifiée (Schloss, 1990) et 

entraîne un arrêt de la division cellulaire et de la croissance de la plante (Figure 13). 
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Figure 13. Mode d’action du nicosulfuron chez les plantes. ALS : acétolactate synthase. 

2.4. Réglementation – utilisations agronomiques 

Le nicosulfuron étant inscrit à l’Annexe I du règlement (CE) n° 1107/2009, son utilisation 

est autorisée dans l’Union Européenne. Le traitement des cultures de maïs par le nicosulfuron 

se fait en post-levée, à une dose d’application de 60 g s.a. ha-1. Il existe différentes 

formulations commerciales contenant du nicosulfuron comme seule substance active (ex. 

Milagro®, 40 g L-1 de nicosulfuron) ou associé à d’autres substances herbicides telles que la 

mésotrione (ex. Choriste® 30 g L-1 de nicosulfuron, 75 g L-1 de mésotrione) ou le rimsulfuron 

(ex. Cursus Duo® 300 g kg-1 de nicosulfuron, 150 g kg-1 de rimsulfuron). 

Le nicosulfuron fait partie des molécules les plus utilisées sur les cultures de maïs en 

région Aquitaine (Figure 8). A titre indicatif, en 2011, 15% des surfaces traitées par un 

herbicide ont reçu au moins une fois la substance nicosulfuron (AGRESTE, 2013). Au niveau 

national, les ventes de cette substance ont augmenté progressivement durant la période 2011-

2014 (de 47 000 à 53 000 kg) (AGRESTE, 2016). 

2.5. Devenir dans l’environnement 

2.5.1. Rétention dans les sols 

Différentes études se sont intéressées à la mobilité et à la persistance du nicosulfuron dans 

le sol. Sa mobilité est supérieure dans les sols à pH basique, et des temps de demi-vie allant 

de 6 à 70 jours ont été reportés dans la littérature (Augustijn-Beckers et al., 1994; Ashburn 
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Poppell et al., 2002; Russell et al., 2002; Steinheimer and Scoggin, 2003; de Lafontaine et al., 

2014; Azcarate et al., 2015). Ce temps de demi-vie a même été raccourci à moins de 6 jours 

dans un sol limoneux, l’humidité et le pH légèrement acide du sol influençant positivement la 

dissipation de ce composé (Ashburn Poppell et al., 2002). 

De plus, il a été montré que le travail agricole des sols (labour) pouvait favoriser la 

migration du nicosulfuron vers les eaux souterraines, indiquant une faible tendance du 

nicosulfuron à s’adsorber sur le sol (Steinheimer and Scoggin, 2003). Ceci est confirmé par 

les faibles valeurs de Kd du nicosulfuron qui varient de 0,14 à 2,15 L kg-1  en fonction du sol 

étudié (Gonzalez and Ukrainczyk, 1996, 1999; Oliveira et al., 2001; Regitano and Koskinen, 

2008; Trigo et al., 2014; Azcarate et al., 2015). Cependant, la mobilité du nicosulfuron peut 

être réduite quand les teneurs en argiles et en matière organique du sol augmentent (Gonzalez 

and Ukrainczyk, 1999). L’étude de l’adsorption du nicosulfuron sur trois argiles différentes 

(smectites d’Arizona et du Wyoming, et hectorite) a en effet révélé un Kd de 147 L kg-1 pour 

l’argile la plus apte à fixer cette molécule (smectite d’Arizona), avec néanmoins une absence 

d’effet de la teneur en carbone organique sur l’adsorption du nicosulfuron (Carrizosa et al., 

2004). Au contraire, l’étude de l’adsorption du nicosulfuron dans différents sols d’Argentine a 

montré une corrélation positive avec le contenu en carbone organique, une corrélation 

négative avec le pH, et l’absence d’effet de la teneur en argiles (Azcarate et al., 2015). 

Les faibles valeurs de Kd montrent que le nicosulfuron est susceptible de migrer vers les 

eaux de surface et souterraines. Cette molécule possède en effet un fort potentiel de lixiviation 

vers les eaux souterraines au regard de sa valeur de GUS, qui est de 3,34 (Pfeiffer, 2010). 

Plusieurs études se sont intéressées au suivi de la concentration en nicosulfuron dans 

différents environnements aquatiques à travers le monde. La persistance du nicosulfuron a pu 

être observée dans des réservoirs d’eau au Canada (temps de demi-vie de 70 jours), indiquant 

sa faible photolyse, sa faible biodégradation et sa faible hydrolyse dans ces réservoirs dont le 

pH est légèrement basique (Cessna et al., 2015). La présence de nicosulfuron a également été 

révélée deux années consécutives dans 8,6 % des échantillons de trois rivières du Canada, 

avec une concentration maximale de 0,5 µg L-1 (de Lafontaine et al., 2014) et dans 52 % des 

échantillons d’eau de surface et souterraine (n = 212) aux Etats-Unis en 1998, avec une 

concentration maximale de 0,012 µg L-1 dans les eaux souterraines et de 0,266 µg L-1 dans les 

eaux de surface (Battaglin et al., 2000). Ces concentrations ont atteint des valeurs de 3,29 µg 

L-1 dans des mares printanières et rivières des Etats-Unis entre 2005 et 2006, classant le 

nicosulfuron en 7ème position des molécules les plus retrouvées en termes de concentration 

(Battaglin et al., 2009). 
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Le nicosulfuron fait également partie des substances analysées dans les eaux de surface de 

France métropolitaine (Agence de l’eau, SANDRE). Sa fréquence de détection était de 26,9 % 

en 2013 (SOeS, 2015b). Les résultats de l’analyse des eaux souterraines au niveau des zones 

de captage d’eau potable pour la période 2003-2015 indiquent une fréquence de détection du 

nicosulfuron de 0,6 % (ADES, 2016) (Figure 14). Malgré la faible dose agronomique 

recommandée pour le nicosulfuron (60 g s.a. ha-1), cette molécule est retrouvée de façon 

notable dans les eaux de surface et les eaux souterraines, mettant en évidence sa forte mobilité 

dans l’environnement. 

 

 

Figure 14. Quantification du nicosulfuron dans les eaux souterraines au niveau des sites de prélèvements d’eau potable 

en France métropolitaine pour la période 2003-2015 (ADES, 2016). Localisation des sites de prélèvement pour lesquels le 
nicosulfuron a été quantifié ( ), et où la concentration était supérieure à 0,1 µg L-1 ( ). La carte indique également les zones 
de cultures déclarées par les exploitants en 2012 (registre parcellaire graphique (RPG) 2012, Agence de services et de 
paiement (ASP), Ministère de l'agriculture, de l'agroalimentaire et de la forêt). 
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2.5.2. Transformation abiotique 

2.5.2.1. Photo-transformation 

Cinq photo-produits du nicosulfuron ont été identifiés au cours de la photolyse du 

nicosulfuron en milieu aqueux (M1 à M5), résultant de l’ouverture du cycle pyrimidine (M1), 

de N- et O-déméthylations (M2), du clivage de la liaison sulfonylurée (M3 et M4) et de la 

perte du cycle pyridine suivie d’une réaction de méthoxylation sur le soufre –OCH3 (M5) 

(Benzi et al., 2011) (Figure 15). La photo-dégradation du nicosulfuron à la surface de feuilles 

de plantes (films de cire cuticulaire reconstituée) est, quant à elle, caractérisée par la 

production de 6 photo-produits (N1 à N6) issus d’hydroxylation (N1), de O-désalkylation 

(N2), du clivage de la liaison N-S (N3), de photo-extrusion du groupement SO2 (N4) et du 

clivage de la liaison sulfonylurée par photo-hydrolyse (N5 = M4 et N6 = M3) (Ter Halle et 

al., 2010) (Figure 15). 

Le temps de demi-vie du nicosulfuron à la surface des feuilles, de 51 h pour la molécule 

pure, s’est avéré réduit en présence d’adjuvants (32 h) et en présence de mésotrione (20 h). 

Les temps de demi-vie correspondant à la photolyse du nicosulfuron ont été estimés en 

laboratoire à 12-46 jours sur le sol et 36 jours dans l’eau (Ter Halle et al., 2010). Bien que 

non négligeable, la photo-dégradation du nicosulfuron n’est cependant pas considérée par 

l’autorité européenne de sécurité des aliments comme une voie importante de dégradation du 

nicosulfuron dans les sols (EFSA, 2007). 
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Figure 15. Photo-produits du nicosulfuron obtenus par photolyse directe (Benzi et al., 2011) et après irradiation sur de la 
cire cuticulaire reconstituée (Ter Halle et al., 2010). 

2.5.2.2. Hydrolyse 

L’hydrolyse de la liaison sulfonylurée est la principale voie de transformation abiotique du 

nicosulfuron (Sarmah and Sabadie, 2002), la vitesse d’hydrolyse étant d’autant plus grande 

que le pH diminue (Berger and Wolfe, 1996). L’hydrolyse chimique du nicosulfuron décrite 

dans la Figure 16 est caractérisée par deux voies : (i) une voie majoritaire, correspondant à 

l’hydrolyse de la liaison sulfonylurée, produisant l’ADMP (4,6-diméthoxypyrimidin-2-amine) 

et l’ASDM (N,N-diméthyl-2-sulfamoylpyridine-3-carboxamide), ce dernier pouvant se 

cycliser à pH basique ; (ii) une voie minoritaire, menant à des composés dont la structure n’a 

pas été déterminée, mais qui pourraient résulter de la contraction de la liaison sulfonylurée, 

comme cela a déjà été décrit pour le rimsulfuron (Scrano et al., 1999) et le flupyrsulfuron-

méthyle (Rouchaud et al., 1999). 
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Figure 16. Hydrolyse du nicosulfuron (Sabadie, 2002). ADMP, 4,6-diméthoxypyrimidin-2-amine ; ASDM, N,N-
diméthyl-2-sulfamoylpyridine-3-carboxamide. 

2.5.3. Transformation biotique 

2.5.3.1. Etudes in situ 

Peu d’informations sont disponibles quant au devenir du nicosulfuron dans 

l’environnement. En effet, une seule étude, réalisée en microcosmes de sol, s’est intéressée au 

devenir et à l’impact du nicosulfuron (formulation commerciale Milagro®) appliqué à la dose 

agronomique sur les communautés microbiennes du sol (Joly et al., 2015). Les résultats ont 

montré une dissipation progressive du nicosulfuron atteignant environ 60 % à la fin de 

l’expérience (120 jours), sans pour autant que la part due à la biotransformation n’ait pu être 

déterminée. Durant les 22 premiers jours d’incubation, la dissipation du nicosulfuron a été 

environ 4 fois supérieure en présence de l’un ou des deux autres pesticides étudiés 

(formulations commerciales de mésotrione (Callisto®) et de S-métolachlore (Dual Gold 

Safeneur®, 960 g L-1 de S-métolachlore)) comparée au traitement avec le nicosulfuron seul. 
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Figure 17. Voies de biodégradation du nicosulfuron chez différentes souches bactériennes et fongiques pures. Les 
métabolites du nicosulfuron retrouvés dans l’environnement sont également indiqués sur la figure (noms soulignés) : HMUD 
(2-{[(4-hydroxy-6-méthoxypyrimidin-2-yl)carbamoyl]sulfamoyl}-N,N-diméthylpyridine-3-carboxamide), AUSN (2-
[(carbamimidylcarbamoyl)sulfamoyl]-N,N-diméthylpyridine-3-carboxamide), ASDM (N,N-diméthyl-2-sulfamoylpyridine-3-
carboxamide), UCSN (2-[(carbamoylcarbamoyl)sulfamoyl]-N,N-diméthylpyridine-3-carboxamide) et ADMP (4,6-

diméthoxypyrimidin-2-amine). Bacillus subtilis YB1 (Lu et al., 2012), Serratia marcescens N80 (Zhang et al., 2012), 
Talaromyces flavus LZM1 (Song et al., 2013), Alcaligenes faecalis ZWS11 (Zhao et al., 2015a) et Klebsiella sp. Y1 (Wang 
et al., 2016b). 
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Les voies de biotransformation du nicosulfuron dans les plantes, le sol et les eaux sont 

similaires (Hutson, 1998). Les produits de transformation du nicosulfuron identifiés sont le 

HMUD (2-{[(4-hydroxy-6-méthoxypyrimidin-2-yl)carbamoyl]sulfamoyl}-N,N-

diméthylpyridine-3-carboxamide), l’AUSN (2-[(carbamimidoylcarbamoyl)sulfamoyl]-N,N-

diméthylpyridine-3-carboxamide), l’ASDM (N,N-diméthyl-2-sulfamoylpyridine-3-

carboxamide), l’ADMP (4,6-diméthoxypyrimidin-2-amine) et le DUDN (2-{[(4,6-

diméthoxypyrimidin-2-yl)carbamoyl]amino}-N,N-diméthylpyridine-3-carboxamide), l’UCSN 

(2-[(carbamoylcarbamoyl)sulfamoyl]-N,N-diméthylpyridine-3-carboxamide), l’ASDM et 

l’ADMP étant les métabolites majoritairement retrouvés dans les sols et les eaux (EFSA, 

2007) (Figure 17). 

2.5.3.2. Etudes in vitro 

2.5.3.2.1. Diversité des souches dégradantes 

Plusieurs souches bactériennes et fongiques isolées à partir de sols agricoles ou de bassins 

d’aération de stations d’épuration ont montré leur capacité à transformer le nicosulfuron 

(Tableau 5). Aucune de ces souches n’est capable d’utiliser le nicosulfuron comme source de 

carbone pour sa croissance, ni de le minéraliser. Cependant, deux de ces souches (T. flavus 

LZM1 et S. marcescens N80) sont capables d’utiliser le nicosulfuron comme source d’azote 

(Zhang et al., 2012; Song et al., 2013). 

 

Tableau 5. Souches pures de microorganismes capables de transformer le nicosulfuron. 

Phylum/Division Genre/Espèce/Souche Origine Référence 

    

Ascomycota Talaromyces flavus LZM1 STEP (Song et al., 2013) 

Ascomycota Aspergillus niger YF1 STEP (Yang et al., 2008) 

Firmicutes Bacillus subtilis YB1 STEP (Yang et al., 2008) 

α-Proteobacteria Ochrobactrum sp. ZWS16 Sol agricole (Zhao et al., 2015b) 

α-Proteobacteria Rhodopseudomonas sp. J5-2 Sol agricole (Zhang et al., 2011a) 

β-Proteobacteria Alcaligenes faecalis ZWS11 Sol agricole (Zhao et al., 2015a) 

γ-Proteobacteria Klebsiella sp. Y1 Sol agricole (Wang et al., 2016b) 

γ-Proteobacteria Serratia marcescensN80 STEP (Zhang et al., 2012) 

STEP : station d’épuration. 



58 

 

2.5.3.2.2. Description des voies de biotransformation 

Les souches pures de microorganismes ont permis de décrire plusieurs voies de 

biotransformation du nicosulfuron (Figure 17). 

1. La voie commune à l’ensemble des souches décrites jusqu’à présent correspond au 

clivage de la liaison sulfonylurée, qui est la voie classiquement décrite pour les molécules de 

la famille des sulfonylurées (Sarmah and Sabadie, 2002). Ainsi, la souche Bacillus subtilis 

YB1 transforme le nicosulfuron en deux produits, dont l’ADMP, après clivage de la liaison 

(C=O) – N du côté du cycle pyrimidine (Lu et al., 2012). Le clivage de la liaison (C=O) – N 

de part et d’autre du groupement C=O au niveau de la liaison sulfonylurée est réalisé par la 

souche Serratia marcescens N80, menant à la production d’ADMP et d’ASDM (Zhang et al., 

2012). Ces deux métabolites sont également retrouvés lors de la transformation du 

nicosulfuron par la souche Talaromyces flavus LZM1 (Song et al., 2013). L’ADMP et 

l’ASDM sont ensuite partiellement transformés par déméthylation (métabolite 140u) et perte 

du groupement –N(CH3)2 (métabolite 186u), respectivement. La souche Alcaligenes faecalis 

ZWS11, en plus de l’ASDM et l’ADMP, est aussi capable de produire un métabolite M2 

après une O-désalkylation (Zhao et al., 2015a). Enfin, la transformation du nicosulfuron par la 

souche Klebsiella sp. Y1 produit l'ADMP, qui est ensuite dégradé (Wang et al., 2016b). 

2. Les souches T. flavus LZM1 et A. faecalis ZWS11 produisent également un autre 

métabolite (M4) résultant de la contraction de la liaison sulfonylurée et de l’élimination du 

groupement -SO2. 

3. Enfin, un dernier métabolite décrit uniquement chez la souche T. flavus LZM1 est le 

métabolite 303u, résultant de l’ouverture du cycle pyridine. 

 

Certains métabolites du nicosulfuron décrits dans l’environnement ne sont pas retrouvés au 

cours de la biodégradation avec les souches pures de microorganismes. Cependant, les deux 

métabolites du nicosulfuron majoritairement retrouvés dans l’eau et dans le sol (l’ADMP et 

l’ASDM) ont été aussi identifiés chez toutes les souches isolées dégradantes. 
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2.5.3.2.3. Enzymes potentiellement impliquées dans la biotransformation 

du nicosulfuron 

Les enzymes impliquées dans la dégradation des herbicides sulfonylurées sont très peu 

décrites. Seule SulE, une estérase issue de la souche Hansschlegelia zhihuaiae S113, a été 

décrite comme étant impliquée dans l’étape de désestérification lors de la biotransformation 

de certains de ces herbicides (Hang et al., 2012). Cette enzyme n’a cependant montré une 

activité que pour les sulfonylurées portant des groupements méthyle ou éthyl-ester 

(thifensulfuron-méthyle, metsulfuron-méthyle, éthametsulfuron-méthyle, bensulfuron-

méthyle, chlorimuron-éthyle). 

Malgré l’identification de nombreux produits de transformation du nicosulfuron, aucune 

enzyme impliquée dans sa transformation n’a encore été purifiée et caractérisée. Certains 

travaux ont mis en évidence que le maximum d’activité enzymatique de dégradation du 

nicosulfuron se trouvait dans la fraction protéique extracellulaire chez la souche Bacillus 

subtilis YB1 et que 3 enzymes codées par les gènes mntA (transporteur ABC de manganèse), 

katA (végétative catalase I) et une acétoïne déshydrogénase E1 seraient responsables de cette 

transformation (Kang et al., 2012, 2013). Cependant, l’implication réelle de ces enzymes dans 

la transformation du nicosulfuron reste à confirmer. 

2.6. Impact environnemental et toxicité 

2.6.1. Impact sur les microorganismes 

La cible moléculaire du nicosulfuron, l’ALS, est une enzyme présente chez les plantes, 

mais aussi chez les bactéries et les eucaryotes unicellulaires (Schloss, 1990; Kingsbury et al., 

2004). Les premiers tests in vitro d’inhibition d’enzymes par les sulfonylurées ont d’ailleurs 

été réalisés avec des ALS bactériennes, plus faciles à purifier. 

2.6.1.1. Milieu aquatique 

Une étude en mésocosme a mis en évidence une augmentation du contenu en chlorophylle 

a de communautés composées à 99 % de diatomées suite à leur exposition à des doses 

environnementales de nicosulfuron (2 et 30 µg L-1) (Seguin et al., 2001a). De même, des 
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études en microcosmes ont montré que le nicosulfuron modifiait légèrement la structure des 

communautés phytoplanctoniques sans en altérer la croissance (Nélieu et al., 2005), mais que 

ces effets n’étaient plus observés avec des souches pures de microalgues (Seguin et al., 

2001b). En effet, il a été montré que seules certaines espèces de microalgues étaient impactées 

par le nicosulfuron (Leboulanger et al., 2001), soulignant ainsi la limitation des tests de 

toxicité standardisés basés sur l’utilisation d’une seule espèce pour évaluer l’impact d’un 

xénobiotique sur un écosystème d’eau douce et l’importance d’étudier les effets des 

xénobiotiques à l’aide de systèmes se rapprochant le plus possible de la diversité des 

microorganismes retrouvés dans l’environnement. 

2.6.1.2. Milieu terrestre 

2.6.1.2.1. Impact sur l’abondance des microorganismes 

La présence de nicosulfuron (formulation commerciale Motivell® : 60 g L-1 de 

nicosulfuron) entraîne une baisse de la biomasse microbienne totale des sols, mais également 

des communautés spécifiques comme les bactéries fixatrices d’azote, avec cependant une 

stimulation des communautés fongiques, suggérant une meilleure tolérance de ces dernières 

vis-à-vis de l’herbicide par rapport aux communautés bactériennes (Šantrić et al., 2004). Cette 

baisse de biomasse est d’autant plus grande que la quantité de nicosulfuron appliquée sur le 

sol est importante (de Oliveira et al., 2009; Karpouzas et al., 2014a). Aucun effet significatif 

du nicosulfuron formulé (Milagro®) utilisé à la dose agronomique n’a cependant été observé 

sur l’abondance des communautés phototrophes de deux sols, composées majoritairement de 

chlorophycées, de diatomées, de cyanobactéries et de bryophytes (Joly et al., 2014). 

2.6.1.2.2. Impact sur l’activité des microorganismes 

La présence de nicosulfuron dans le sol entraîne une diminution transitoire du taux basal de 

respiration et de l’activité déshydrogénase des communautés microbiennes du sol, d’autant 

plus importante que les doses appliquées augmentent (de Oliveira et al., 2009). En revanche, 

l’abondance et l’activité des méthanotrophes ne semblent pas affectées par le nicosulfuron 

(Seghers et al., 2005). 
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Un effet transitoire, caractérisé par une stimulation de l’ammonification et une inhibition 

de la nitrification dans le sol, a été mis en évidence après application du nicosulfuron en 

mélange avec la mésotrione et le S-métolachlore, mais le rôle de chacune de ces molécules 

n’a pas été élucidé (Joly et al., 2015). 

Les activités liées aux cycles du carbone et du phosphore (c.-à-d. bêta-glucosidase, bêta 

xylosidase, L-alanine-aminopeptidase, N-acétyl-bêta-glucosaminidase, phosphatase et 

cellobiohydrolase) ont également été décrites comme étant impactées par la présence de 

nicosulfuron (Karpouzas et al., 2014a). 

2.6.1.2.3. Impact sur la structure des communautés microbiennes 

Aucun effet significatif du nicosulfuron formulé (Milagro®), et utilisé à la dose 

agronomique recommandée, n’a été observé sur la structure des communautés phototrophes 

de deux sols différents (Joly et al., 2014). Cependant, des effets du nicosulfuron ont été mis 

en évidence sur la structure des communautés microbiennes du sol et des communautés 

fongiques mycorhiziennes après application de 5 fois la dose agronomique recommandée 

(Karpouzas et al., 2014a; b). La présence de nicosulfuron semble sélectionner certaines 

espèces microbiennes, dont une majorité appartient aux Firmicutes et aux Actinobacteria 

(Petric et al., 2016). L’absence de l’ALS ou la présence d’une ALS modifiée (et par 

conséquent non inhibée par le nicosulfuron) chez ces espèces pourrait expliquer leur tolérance 

au nicosulfuron. 

2.6.1.3. Impact sur souches isolées – Bio-essais 

L’effet inhibiteur du nicosulfuron a été mis en évidence sur plusieurs souches bactériennes 

isolées, (Serratia marcescens, Bacillus cereus, Streptomyces griseus et Streptomyces 

coelicolor). La cible moléculaire de l’herbicide a été décrit comme étant des chitinases 

bactériennes (Vlădoiu et al., 2015a). Une approche de docking moléculaire a permis 

d’identifier les résidus d’acides aminés impliqués dans l’interaction entre le nicosulfuron et 

chacune des enzymes, suggérant l’effet inhibiteur potentiel de l’herbicide sur ce type 

d’enzyme. L’interaction potentielle entre le nicosulfuron et l’uréase de Bacillus pasteurii a 

également été démontrée, mais cette interaction n’est pas localisée au niveau du site actif de 

l’enzyme, suggérant une allostérie (Vlădoiu et al., 2015b). 
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Le test standardisé Microtox® a été utilisé pour déterminer la toxicité aiguë du nicosulfuron 

et de sa formulation commerciale Milagro® (Joly et al., 2013). La CE50 (15 min) du 

nicosulfuron pur est très supérieure à celle du nicosulfuron formulé (167,8 et 4,1 mg L-1, 

respectivement), indiquant une toxicité plus importante de la formulation commerciale pour 

A. fischeri par rapport à la molécule active pure. 

2.6.2. Impact sur des organismes supérieurs 

Les résultats des études d’impact du nicosulfuron sur les invertébrés sont assez contrastés. 

Aucun effet du nicosulfuron n’a été observé chez les arthropodes Folsomia candida et 

Collembola, et l’annélide Enchytraeus crypticus (Scoriza et al., 2015) présents dans le sol 

(Lins et al., 2007). Au contraire, le nicosulfuron a un impact négatif sur les insectes du sol, 

pouvant être expliqué par l’action inhibitrice de ce composé vis-à-vis de l’acétylcholinestérase 

(Bretaud et al., 2000; Pereira et al., 2005). Il est également capable d’altérer le sexe ratio de 

l’hymenoptère Palmistichus elaeisis, un ennemi naturel des lépidoptères (de Menezes et al., 

2014). Une inhibition significative de l’acétylcholinestérase a aussi été mise en évidence dans 

le cerveau du poisson rouge Carassius auratus à la suite d’une exposition à une dose sub-

létale de nicosulfuron (Bretaud et al., 2000). Il a également été montré que l’exposition du 

poisson rouge à différentes doses de nicosulfuron affecte certaines caractéristiques de son 

comportement telles que la nage, le regroupement et la fuite (Saglio et al., 2001, 2003). 

L’impact du nicosulfuron sur le développement et la maturation de l’amphibien Xenopus 

laevis a, quant à lui, été décrit comme relativement faible (Fort et al., 1999). 

La DL50 du nicosulfuron chez le rat (voie orale) est > 5 g kg-1 (EFSA, 2007). Chez cet 

animal, la majorité du nicosulfuron est rapidement éliminée par les urines et les fèces, la 

partie restante étant principalement transformée en ADMP et ASDM (Hutson, 1998).  

Le nicosulfuron est également capable de potentialiser les effets toxiques d’autres 

composés comme l’insecticide organophosphoré diazinon vis-à-vis de l’insecte lépidoptère 

Helicoverpa zea en augmentant l’inhibition de l’acétylcholinestérase par l’insecticide (Massa 

et al., 2008). 
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Conclusions : 

D’une manière générale, les résultats de toxicité et d’écotoxicité du nicosulfuron laissent 

supposer que cette molécule a un effet limité sur les organismes vivants en raison de (i) la 

faible dose agronomique recommandée, (ii) sa faible persistance dans l’environnement, et (ii) 

ses impacts sur les organismes vivants souvent uniquement observés à des doses bien 

supérieures à la dose agronomique recommandée. Cependant, compte-tenu de la grande 

diversité des produits de transformation du nicosulfuron, générés soit par voie chimique 

(principalement l’hydrolyse), soit par voie biologique, il est nécessaire de s’intéresser à 

l’impact indirect du nicosulfuron sur les écosystèmes, notamment en caractérisant la toxicité 

(principalement pour les microorganismes) de ses métabolites. 

3. Le S-métolachlore 

3.1. Historique 

Le métolachlore appartient à la famille chimique des chloroacétanilides ou 

chloroacétamides. Ce composé a été initialement développé en tant qu’herbicide sous le nom 

CGA 24705 au début des années 1970 par la firme Ciba-Geigy, devenue depuis Novartis puis 

Syngenta (Gerber et al., 1974). L’usage de cet herbicide a ensuite considérablement augmenté 

jusqu’à la fin des années 1990 pour devenir l’une des molécules les plus utilisées dans de 

nombreux pays, sur plus de 70 types de cultures différentes (O’Connell et al., 1998). Le 

métolachlore consiste en un mélange racémique des deux isomères R et deux isomères S 

(Figure 18), les isomères S possédant l’activité herbicide (Moser et al., 1982). Des travaux de 

recherche ont donc été menés afin d’enrichir le ratio isotopique en isomère S lors de la 

synthèse de cette molécule. La firme Novartis (devenue Syngenta) a mis au point, à la fin des 

années 1990, une catalyse énantiosélective permettant de synthétiser du métolachlore enrichi 

à plus de 80% en isomères S (Blaser and Spindler, 1997). Ce « chiral switch », correspondant 

à la transition vers l’utilisation de métolachlore enrichi en isomères S (S-métolachlore), a 

permis de réduire d’environ 40 % les doses de matière active employées aux champs sans 

pour autant affecter l’activité herbicide. L’usage du S-métolachlore a été autorisé pour la 

première fois aux Etats-Unis en 1997 dans la formulation commerciale Dual Magnum® en 
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remplacement de la formulation DUAL® contenant le mélange racémique de métolachlore, et 

en Europe au début des années 2000. 

 

 

Figure 18. Isomères du métolachlore. La molécule comporte deux éléments chiraux : un axe chiral (axe CAr-N, dont la 
rotation est limitée en raison de l’encombrement stérique, définissant les atropoisomères aS et aR) et un stéréocentre (carbone 
asymétrique, définissant les isomères 1S et 1R). 

 

Remarque :  

Il n’est pas toujours possible de déterminer quels isomères du métolachlore ont été utilisés 

dans certaines études, qui parlent de « metolachlor », sans précision supplémentaire. C’est 

pourquoi, dans ce manuscrit, le choix a été fait de distinguer les isomères S-métolachlore, des 

R-métolachlore ou du mélange racémique rac-métolachlore quand l’information était 

disponible. Lorsqu’elle ne l’était pas, le terme « métolachlore » a été utilisé. 

3.2. Propriétés physico-chimiques 

Les principales propriétés physico-chimiques du S-métolachlore sont décrites dans le 

Tableau 6. Le S-métolachlore (2-chloro-N-(2-éthyl-6-méthylphényl)-N-[(1S)-2-méthoxy-1-

méthyléthyl]acétamide) est un herbicide non ionique composé des isomères aRS-1S (80 – 100 

%) et aRS-1R (0 – 20 %). Ce composé est relativement soluble dans l’eau (480 mg L-1 à pH 

7,3) et sa volatilisation à la surface du sol est positivement corrélée à la température (dans un 

CGA 77102 (S-isomers) CGA 77101 (R-isomers)
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sol humide uniquement) et à l’humidité du sol (Prueger et al., 2005; Gish et al., 2009). 

L’hydrolyse du S-métolachlore dans l’eau est considérée comme négligeable (EFSA, 2004). 

 

Tableau 6. Identité et propriétés physico-chimiques du S-métolachlore (EFSA, 2004). 

Substance active (s.a.) S-métolachlore 

Activité Herbicide 

Nom complet 2-chloro-N-(2-éthyl-6-méthylphényl)-N-

[(1S)-2-méthoxy-1-méthyléthyl]acétamide 

Formule brute C15H22ClNO2 

Masse molaire 283,8 g mol-1 

Structure chimique 

 

aS, 1S 

 

aR, 1S 

Constante de Henry, KH 2,2 10-3 Pa m3 mol-1 à 25 °C 

Solubilité dans l’eau 480 mg L-1 (pH 7,3) à 25 °C 

-log10 (constante de dissociation), pKa Pas de constante de dissociation 

3.3. Mode d’action 

Le S-métolachlore est un herbicide systémique qui agit dans le sol, en pénétrant au niveau 

du coléoptile de la plante, et qui est actif sur les graminées et certaines dicotylédones. Les 

herbicides de la famille des chloroacétanilides, dont fait partie le S-métolachlore, inhibent 
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O CH3

CH3
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spécifiquement la FAE1 synthase, une enzyme clé de la biosynthèse des acides gras à longue 

chaîne (Gotz and Boger, 2004). Le système d’élongation des acides gras est constitué de 4 

enzymes (Figure 19). La première étape correspond à la réaction du C18:1-CoA avec le 

malonyl-CoA, pour former l’acétoacétyl-CoA, réaction catalysée par la FAE1 synthase 

(cétoacyle-synthase). A la suite de trois réactions supplémentaires (une réduction de la 

fonction cétone, une déshydratation et une réduction de la double liaison), un acide gras 

comportant deux atomes de carbone supplémentaires est synthétisé. L’inhibition de la FAE1 

synthase entraîne un arrêt de la division cellulaire et du développement des plantes. 

 

 

Figure 19. Mode d’action du S-métolachlore chez les plantes. L’élongation des acides gras se fait en 4 étapes (Gotz and 
Boger, 2004). 

3.4. Réglementation – utilisations agronomiques 

L’usage du S-métolachlore est autorisé dans l’Union Européenne depuis le 1er avril 2005 

suite à son inscription à l’Annexe I du règlement (CE) n° 1107/2009. Le S-métolachlore a 

remplacé le mélange racémique (rac-métolachlore) interdit depuis 2003. C’est un herbicide 

appliqué en pré ou post-levée sur de nombreuses cultures dont le maïs (dose d’application de 

Synthèse des acides gras à longue chaîne

β-cétoacyl-CoA réductase

2-trans-énoyl-CoA réductase

FAE1

S-métolachlore

β-hydroxyacyl-CoA déshydratase
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1920 g s.a. ha-1). Plusieurs formulations commerciales contenant du S-métolachlore sont 

disponibles sur le marché, telles que le Dual Gold® (960 g L-1 de S-métolachlore). 

Le S-métolachlore est la deuxième molécule la plus utilisée sur les cultures de maïs en 

région Aquitaine (Figure 8). A titre indicatif, en 2011, 40% des surfaces traitées avec un 

herbicide ont reçu au moins une fois la substance S-métolachlore (AGRESTE, 2013). Au 

niveau national, les ventes de cette substance en 2014 étaient de 2 031 737 kg, représentant la 

très grande majorité des ventes d’herbicides de la famille des chloroacétanilides (AGRESTE, 

2016). 

3.5. Devenir dans l’environnement 

3.5.1. Rétention dans les sols 

Les temps de demi-vie du S-métolachlore décrits dans la littérature varient de 2,5 à 289 

jours suivant les conditions environnementales (Aslam et al., 2015; Wu et al., 2015), le type 

de sol et les pratiques agricoles (Zemolin et al., 2014). Ces facteurs peuvent être dépendants 

les uns des autres, puisque les propriétés du sol peuvent varier en fonction des pratiques 

agricoles, et de ce fait influencer la dissipation de la molécule dans le sol. Ainsi, certaines 

pratiques agricoles limitant le labour tendent à enrichir la couche superficielle de sol en 

matière organique (Alletto et al., 2011), augmentant ainsi l’adsorption du S-métolachlore dans 

les premiers centimètres de sol (Si et al., 2009). De même, une plus forte adsorption du S-

métolachlore a été observée dans les couches superficielles de sols Argentins, plus riches en 

matière organique (Bedmar et al., 2011). En effet, le S-métolachlore présente des valeurs de 

Kd six fois (Weber et al., 2003) voire neuf fois (Gannon et al., 2013) plus élevées dans des 

sols plus riches en matière organique, allant de 1,08 à 9,32 L kg-1. Une autre étude 

s’intéressant à des sols possédant différentes teneurs en matière organique a également montré 

une corrélation positive entre l’adsorption du S-métolachlore et la quantité de matière 

organique, avec des valeurs de Kd allant de 0,8 à 8,7 L kg-1 (Alletto et al., 2013). Cependant, 

un contenu riche en matière organique peut favoriser l’activité microbienne, réduisant ainsi 

les DT50s observés du S-métolachlore (Rice et al., 2002; Wu et al., 2011).  

En plus du contenu en matière organique, les argiles influencent également l’adsorption du 

rac-métolachlore dans les sols (Pusino et al., 1992). La sorption du S-métolachlore peut aussi 

être influencée par la présence de surfactants (Coroi et al., 2011), de fertilisants (Pinna et al., 
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2014) ou d’amendements tels que la paille de maïs (Aslam et al., 2013), le charbon à usage 

agricole (Trigo et al., 2016) ou les résidus solides issus de la production d’huile d’olives 

(Pena et al., 2013). Certaines de ces études ont également montré que la désorption du S-

métolachlore était inversement corrélée à son adsorption, et qu’elle pouvait être irréversible 

dans le sol (Pinna et al., 2014) et sur les résidus de paille de maïs (Aslam et al., 2013). Enfin, 

il a été montré que différentes interactions telles que les liaisons de Van der Waals et les 

interactions hydrophobes étaient impliquées dans la sorption des herbicides non ioniques, 

comme le S-métolachlore, aux particules du sol (Berry and Boyd, 1985; Dec and Bollag, 

1997). 

Ces processus d’adsorption réduisent ainsi la biodisponibilité du S-métolachlore, et par 

conséquent, sa biodégradation (Alletto et al., 2013; Long et al., 2014) ; ils peuvent également 

retarder sa migration vers les eaux souterraines. Cependant, selon les propriétés d’adsorption 

du sol, le potentiel du S-métolachlore à migrer vers les eaux souterraines peut être non 

négligeable au regard de sa solubilité dans l’eau. En effet, cette molécule possède un potentiel 

modéré de lixiviation vers les eaux souterraines, comme indiqué par des valeurs de GUS entre 

1,9 et 2,8 (Cabrera et al., 2012). Les résultats de l’analyse des eaux souterraines au niveau des 

zones de captage d’eau potable pour la période 2003-2015 indiquent une fréquence de 

détection du S-métolachlore de 2,7 % (ADES, 2016) (Figure 20). Le métolachlore a 

également été fréquemment retrouvé dans les eaux de surface (Scribner et al., 2000; Thurman 

et al., 2000), et la fréquence de détection du S-métolachlore en France était de 56,5% en 2013 

(SOeS, 2015b). 
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Figure 20. Quantification du S-métolachlore dans les eaux souterraines au niveau des sites de prélèvements d’eau potable 
en France métropolitaine pour la période 2003-2015 (ADES, 2016). Localisation des sites de prélèvement pour lesquels le S-
métolachlore a été quantifié ( ), et où la concentration était supérieure à 0,1 µg L-1 ( ). La carte indique également les zones 
de cultures déclarées par les exploitants en 2012 (registre parcellaire graphique (RPG) 2012, Agence de services et de 
paiement (ASP), Ministère de l'agriculture, de l'agroalimentaire et de la forêt). 

 

A partir des années 1980, de très nombreuses études avaient déjà fait état de la présence du 

rac-métolachlore, puis du S-métolachlore dans les eaux de surface à travers le monde dans 

une large gamme de concentrations (0,01 à 174 µg L-1), comme par exemple aux Etats-Unis 

(Johnson et al., 2011; Kalkhoff et al., 2012; Ryberg and Gilliom, 2015), au Canada (Byer et 

al., 2011), en Espagne (Kuster et al., 2008) et en France (Boithias et al., 2011). La présence 

de cette molécule a aussi été mise en évidence dans les eaux souterraines de nombreux pays, 

notamment aux Etats-Unis où, durant la période 1993-2011, les concentrations en rac-

métolachlore n’ont pas significativement évolué dans les aquifères (Toccalino et al., 2014) 

malgré la réduction de moitié de son usage (en quantité de s.a.) à la fin des années 1990 suite 

à l’utilisation de la forme enrichie en S-métolachlore. Des études placent ainsi cette molécule 

dans le top 5 des contaminants « à risque » au Canada et aux Etats-Unis (Hull et al., 2015), 

ainsi qu’en Grèce (Papadakis et al., 2015). 
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L’utilisation du S-métolachlore en remplacement du rac-métolachlore a cependant très vite 

débouché sur un enrichissement en isomère S du métolachlore retrouvé dans les eaux de 

surface (Buser et al., 2000; Poiger et al., 2002). Ainsi, le métolachlore retrouvé dans des 

échantillons d’eau de rivière au Canada présentait un ratio S/R métolachlore dans les 

échantillons d’eau les plus concentrés similaire à celui de l’herbicide enrichi, tandis que les 

échantillons présentant les plus faibles concentrations en métolachlore avaient un ratio S/R 

inférieur, indiquant soit des apports conjoints de S-métolachlore et de rac-métolachlore, soit 

une dégradation énantiosélective (Kurt-Karakus et al., 2008, 2010). 

Il faut également souligner l’importance de prendre en compte les produits de 

transformation dans les analyses d’eau, puisqu’une étude a montré l’augmentation de la 

fréquence de détection du métolachlore dans 81 puits de captage d’eau potable aux Etats-Unis 

en 2001 (de 9,3% à 48,8%) quand les produits de transformation étaient inclus dans les 

analyses (Kolpin et al., 2004). Ceci peut être en partie expliqué par la différence de 

comportement des deux principaux métabolites du S-métolachlore (l’acide oxalinique (OXA, 

oxalinic acid) et l’acide éthane-sulfonique (ESA, ethan sulfonic acid) (Figure 21)), par 

rapport à la molécule mère (adsorption moins élevée des métabolites), expliquant leur 

présence dans les eaux souterraines généralement à des concentrations supérieures à celle de 

la molécule mère (Baran and Gourcy, 2013). 

 

 

Figure 21. Structure chimique des deux métabolites principaux du métolachlore : l’acide oxalinique (OXA, oxalinic 
acid) et l’acide éthane-sulfonique (ESA, ethan sulfonic acid). 

3.5.2. Transformation abiotique : photo-transformation 

Les transformations abiotiques du S-métolachlore dans le sol et l'eau sont principalement 

régies par le processus de photolyse, l’hydrolyse étant en effet considérée comme négligeable 

(EFSA, 2004; Zemolin et al., 2014; Gutowski et al., 2015). 

Plusieurs études se sont intéressées à la photo-stabilité du métolachlore, puis du S-

métolachlore. La dégradation du métolachlore dans l’eau de surface de lac est accélérée en 
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présence de lumière (DT50s comprises entre 22 et 205 jours suivant la saison), tandis qu’à 

l'obscurité, cette molécule est relativement stable (< 4% dégradation après 100 jours 

d'incubation) (Kochany and Maguire, 1994). Par ailleurs, la photo-dégradation du 

métolachlore dans l'eau est, dans un premier temps, réduite en présence de constituants du sol 

tels que des minéraux (kaolinite, montmorillonite et goethite) ou des acides fulviques qui 

protègent de la lumière le métolachlore qui y est adsorbé (Mathew and Khan, 1996). Ensuite, 

la photo-dégradation des noyaux phénoliques des acides fulviques entraîne un relargage du 

métolachlore, qui devient alors davantage exposé à la lumière, expliquant les taux de photo-

dégradation plus importants en présence d’acides fulviques. La présence de nitrates accélère 

également la photo-dégradation du métolachlore, en raison de la production de radicaux 

hydroxyles générés par la photolyse des nitrates (Dimou et al., 2005). Le S-métolachlore 

formulé (Mercantor Gold®, 960 g L-1 de S-métolachlore) est aussi plus rapidement photo-

dégradé que le S-métolachlore pur, certainement en raison de la présence d’acide 

dodécylbenzènesulfonique dans la formulation, un adjuvant qui solubilise et disperse la 

substance active, augmentant son exposition à la lumière (Gutowski et al., 2015). Au 

contraire, en présence de matière organique dissoute, un écran se forme, menant à une 

diminution de la photo-dégradation du métolachlore (Dimou et al., 2005). 

Le CGA40919 (Figure 22) est retrouvé dans la plupart des études de photo-transformation 

et constitue très souvent le photo-produit majoritaire du métolachlore (Mathew and Khan, 

1996; Vialaton et al., 2001; Dimou et al., 2005). Il a également été montré que le 

métolachlore pouvait être clivé pour produire de l'acide monochloroacétique (MCA) et le 

composé CGA37913 (Figure 22) (Wilson and Mabury, 2000), le MCA étant également un des 

produits de transformation d'autres chloroacétanilides. 

 

 

Figure 22. Structure chimique des métabolites CGA40919 et CGA37913 du métolachlore. CGA40919, 4-(2-éthyl-6-
méthylphényl)-5-méthylmorpholin-3-one ; CGA37913, 2-((2-éthyl-6-méthylphényl)amino)-1-propanol. 
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Les principaux photo-produits du métolachlore sont issus de réactions de déchloration, 

hydroxylation et cyclisation (Nicol et al., 2015) (Figure 23). Il en est de même pour le S-

métolachlore (Gutowski et al., 2015) (Figure 24). 

 

 

Figure 23. Voies de photo-dégradation proposées du métolachlore, menant à la production de produits monohydroxylés 
(Nicol et al., 2015). 
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Figure 24. Voies de photo-dégradation proposées du S-métolachlore (Gutowski et al., 2015). * structure prédite par le 
logiciel MetaPC (MultiCASE Inc., Beachwood, USA) 

3.5.3. Transformation biotique 

3.5.3.1. Etudes in situ 

Le métolachlore est considéré comme stable dans les environnements aquatiques (Liu et 

al., 1995), contrairement aux sols où il est transformé majoritairement par voie biologique, 

notamment en profondeur en l'absence de photolyse (Liu et al., 1988; Singh and Singh, 2016). 

La biodégradation du métolachlore et du S-métolachlore a été mise en évidence dans les sols 

agricoles (Konopka, 1994; KotoulaSyka et al., 1997; Miller et al., 1997; Long et al., 2014), 

où le phénomène de biodégradation accélérée peut survenir suite à une exposition répétée des 

communautés microbiennes à cet herbicide (Sanyal and Kulshrestha, 1999). D’autres études 

ont également montré un effet de la température et de la teneur en eau du sol sur la 

biodégradation du métolachlore (Stamper and Tuovinen, 1998; Dinelli et al., 2000; Rice et 

al., 2002). 

TP1a TP1b,c,e TP1d TP1g TP1f

S-metolachlor

TP2 TP2 TP3 TP4
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La biodégradation du rac-métolachlore dans le sol peut également être énantiosélective 

(dégradation plus rapide de l'isomère S (Buser and Mueller, 1995; Mueller and Buser, 1995; 

Ma et al., 2006; Elsayed et al., 2015) ou R (Maillard et al., 2016)). D’autres études font état 

d’une biodégradation non énantiosélective du métolachlore dans le sol (Klein et al., 2006) et 

dans l'eau (Aboul Eish and Wells, 2008). 

Les principaux métabolites du métolachlore retrouvés dans l’environnement sont l’acide 

oxalinique (OXA) et l’acide éthane-sulfonique (ESA) (Figure 21) (Ferrer et al., 1997; Graham 

et al., 1999; Mersie et al., 2004; Vryzas et al., 2007, 2012; Maillard et al., 2016). Ces deux 

métabolites sont, la plupart du temps, présents dans les eaux de surface et souterraines, à des 

concentrations supérieures à celle de la molécule mère (Kalkhoff et al., 1998). 

3.5.3.2. Etudes in vitro 

3.5.3.2.1. Diversité des souches dégradantes 

Il existe une relative grande diversité de souches microbiennes isolées et décrites comme 

étant capables de transformer le métolachlore (Tableau 7). Ces souches ont majoritairement 

été isolées à partir de sols, parmi lesquelles Candida xestobii, Bacillus simplex (Munoz et al., 

2011) et Paracoccus sp. FLY-8 (Zhang et al., 2011b), qui ont montré la capacité d’utiliser le 

métolachlore comme unique source de carbone pour leur croissance et de minéraliser 

partiellement la molécule. Cependant les voies de biodégradation ne sont pas connues.  

Concernant le S-métolachlore, seules 3 souches bactériennes isolées du sol ont montré des 

capacités de transformer cette molécule par co-métabolisme, mais les métabolites n’ont pas 

été identifiés (Martins et al., 2007). 
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Tableau 7. Souches pures de microorganismes capables de transformer le métolachlore. 

Phylum/Division Genre/Espèce/Souche Origine 
Isomères 

transformés 
Référence 

     

Actinobacteria Actinomyces Sol métolachlore (Krause et al., 1985) 

Actinobacteria Actinomyces Sol métolachlore (Saxena et al., 1987) 

Actinobacteria Actinomyces Sol métolachlore (Liu et al., 1990) 

Actinobacteria Streptomyces Sol métolachlore (Liu et al., 1990) 

Actinobacteria Streptomyces sp. PS1/5 Sol métolachlore (Shelton et al., 1996) 

Ascomycota Chaetomium globosum Sol métolachlore (McGahen and Tiedje, 
1978) 

Ascomycota Cladosporium herbarum Sol métolachlore (Bailey and Coffey, 
1986) 

Ascomycota Fusarium sp. Sol métolachlore (Saxena et al., 1987) 

Ascomycota Aspergillus flavus Sol métolachlore (Sanyal and 
Kulshrestha, 2002) 

Ascomycota Aspergillus terricola Sol métolachlore (Sanyal and 
Kulshrestha, 2002) 

Ascomycota Candida xestobii Sol métolachlore (Munoz et al., 2011) 

Basidiomycota Phanerochaete chrysosporium Sol métolachlore (Liu et al., 1991) 

Basidiomycota Rhizoctonia praticola Sol métolachlore (Liu et al., 1991) 

Basidiomycota Phanerochaete chrysosporium 
ATCC 20696 

Sol métolachlore (Liu et al., 1995) 

Firmicutes Bacillus circulans Sol métolachlore (Saxena et al., 1987) 

Firmicutes Bacillus megaterium Sol métolachlore (Saxena et al., 1987) 

Firmicutes Bacillus megaterium Sol métolachlore (Wang et al., 2008) 

Firmicutes Bacillus niacini Sol métolachlore (Wang et al., 2008) 

Firmicutes Bacillus thuringiensis Sol métolachlore (Wang et al., 2008) 

Firmicutes Bacillus simplex Sol métolachlore (Munoz et al., 2011) 

Zygomycota Mucor racemosus Sol métolachlore (Saxena et al., 1987) 

Zygomycota Rhizopus Sol métolachlore (Liu et al., 1990) 

Zygomycota Syncephalastrum racemosum Sol métolachlore (Liu et al., 1991) 

Zygomycota  Cunninghamella elegans ATCC 
36112 

Sol métolachlore (Pothuluri et al., 
1997) 

α-Proteobacteria Paracoccus sp. FLY-8 Sol métolachlore (Zhang et al., 2011b) 

γ-Proteobacteria Pseudomonas sp. Lac métolachlore (Zablotowicz et al., 
2001) 

γ-Proteobacteria Klebsiella pneumoniae GC s.B 
souches 1 et 2 

Sol S-métolachlore (Martins et al., 2007) 

γ-Proteobacteria Pseudomonas alcaligenes Sol S-métolachlore (Martins et al., 2007) 

γ-Proteobacteria Enterobacter aerogenes GC s.A Sol S-métolachlore (Martins et al., 2007) 

3.5.3.2.2. Description des voies de biotransformation 

Les principales voies de biotransformation du métolachlore décrites chez les 

microorganismes sont caractérisées par des réactions de cyclisation, méthyle-hydroxylation, 

éthyle-hydroxylation, O-déméthylation, N-désalkylation, déchloration ou cystéine-

conjugaison (Figure 25). La souche pure Chaetomium globosum isolée du sol, initialement 

décrite comme étant capable de dégrader l'alachlore, est également capable de transformer le 

métolachlore, aboutissant à la production de deux métabolites : le Met1 (CGA41638) issu 

d'une O-déméthylation et hydroxylation, et le Met2, résultant d’une N-désalkylation 
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(McGahen and Tiedje, 1978). La déméthylation et/ou l'hydroxylation sont également les deux 

réactions de transformation du métolachlore par une souche bactérienne d'Actinomycète, 

aboutissant à la production de 6 métabolites (Krause et al., 1985). Parmi ces métabolites, on 

retrouve le Met1, également produit chez des souches de Mucor racemosus, Bacillus 

circulans et Bacillus megaterium (Saxena et al., 1987), et le Met3, un métabolite issu d'une 

hydroxylation, également retrouvé chez d’autres souches dont Mucor racemosus. La 

transformation du métolachlore par la souche Cunninghamella elegans ATCC 36112 génère 6 

métabolites par O-déméthylation suivie ou non d'une hydroxylation (voies majoritaires) et par 

hydroxylation des groupements éthyle ou méthyle du cycle aromatique (voie minoritaire) 

(Pothuluri et al., 1997). 

Le métolachlore peut également subir une déchloration, comme c’est le cas avec les 

souches Streptomyces sp., Phanerochaete chrysosporium, Rhizoctonia praticola et 

Syncephalastrum racemosum (Liu et al., 1991). La proportion des métabolites ayant perdu 

l'atome de chlore par rapport à l'ensemble des métabolites produits est variable suivant la 

souche considérée, atteignant 41% pour la souche Streptomyces sp. dont les métabolites 

majoritaires sont Met11 et Met12. Ces métabolites sont ensuite transformés par la souche, 

signe potentiel de minéralisation. La déchloration représente la voie majoritaire de 

transformation du métolachlore par Streptomyces sp., P. chrysosporium et R. praticola tandis 

que la voie majoritaire chez S. racemosum est une déméthylation suivie d'une hydroxylation 

du substituant alkyle de l'atome d'azote, pour former le métabolite Met1. La 

déméthylation/hydroxylation est en revanche minoritaire chez les trois autres souches, de 

même que l'hydroxylation des substituants du cycle aromatique.  

Certains des produits de transformation du métolachlore sont issus d'une cyclisation 

intramoléculaire du groupement acétyle avec le substituant éthyle du cycle aromatique 

(métabolites Met8 et Met11). La souche P. chrysosporium ATCC20696 produit également le 

métabolite Met1 par déméthylation, et le Met3 par hydroxylation, suivie d’une déchloration 

pour générer un composé intermédiaire (Met14), transformé finalement en Met15 (Liu et al., 

1995). 

La transformation du métolachlore par plusieurs isolats bactériens affiliés au genre 

Pseudomonas, issus de 3 lacs du delta du Mississippi, s'accompagne de la production de 

Met16 (métolachlore OXA), et de dérivés glycyle-cystéine et cystéine (Met17, CGA43826) 

du métolachlore (Zablotowicz et al., 2001). Les champignons Aspergillus flavus et 

Aspergillus terricola ont également montré la capacité à transformer le métolachlore en 5 
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métabolites issus de réactions de déchloration, N-désalkylation et clivage de la liaison amide 

(Sanyal and Kulshrestha, 2002). 
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Figure 25. Cf. légende page suivante. 
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Figure 25 A et B.  Voies de biotransformation du métolachlore chez différentes souches pures de bactéries et de 
champignons. Les métabolites classiquement retrouvés dans les fruits (Gaynor et al., 1993), dans les plantes, dans le sol et 
dans l’eau (EFSA, 2004, 2008) sont également indiqués sur la figure (noms soulignés). Souches pures : Chaetomium 

globosum (McGahen and Tiedje, 1978) ; Actinomyces (Krause et al., 1985) ; Actinomyces, Mucor racemosus, Bacillus 
circulans et Bacillus megaterium (Saxena et al., 1987) ; Streptomyces sp., Phanerochaete chrysosporium, Rhizoctonia 
praticola et Syncephalastrum racemosum (Liu et al., 1991) ; Phanerochaete chrysosporium ATCC20696 (Liu et al., 1995) ; 
Cunninghamella elegans ATCC 36112 (Pothuluri et al., 1997) ; Pseudomonas sp. (Zablotowicz et al., 2001) ; Aspergillus 
flavus et Aspergillus terricola (Sanyal and Kulshrestha, 2002). Métolachlore (CGA24705, 2-chloro-N-(2-éthyl-6-
méthylphényl)-N-(2-méthoxy-1-méthyléthyl)-acétamide) ; CGA217497, acide 2-amino-3-({2-[(2-éthyl-6-méthylphényl)(1-
hydroxypropan-2-yl)amino]-2-oxoéthyl}sulfanyl)propanoique ; acide métolachlore éthane sulfonique (ESA, CGA354743, 
acide 2-([2-éthyl-6-méthylphényl][2-méthoxy-1-méthyléthyl]amino)-2-oxoéthanesulfonique ; CGA37913, 2-((2-éthyl-6-

méthylphényl)amino)-1-propanol ; Met9 (CGA40919, 4-(2-éthyl-6-méthylphényl)-5-méthylmorpholin-3-one) ; Met1 
(CGA41638, 2-chloro-N-(2-éthyl-6-méthylphényl)-N-(2-hydroxy-1-méthyléthyl)acétamide) ; Met17 (CGA43826, conjugué 
cystéine du métolachlore) ; CGA49751, N-(2-éthyl-6-méthylphényle-2-hydroxy-5-méthyl-3-oxomorpholine ; Met16 (acide 
métolachlore oxalinique, OXA, CGA51202, acide {(2-éthyl-6-méthylphényl)[1-méthoxypropane-2-yl]amino}(oxo)acétique ; 
Met2, 2-chloro-N-(2-éthyl-6-méthylphényl)acétamide ; Met3, 2-chloro-N-(2-éthyl-6-hydroxyméthylphényl)-N-(2-méthoxy-
l-méthyléthyl)acetamide ; Met4, 2-chloro-N- [2- (l-hydroxyméthyl)-6-méthylphényl-N] -(2-méthoxy-1-
méthyléthy1)acétamide ; Met5, 2-chloro-N-[2-(hydroxyéthyl)-6-hydroxyméthylphényl]-N-2(- méthoxy-1-
méthyléthy1)acétamide ; Met6, 2-chloro-N-(2-éthyl-6-hydroxyméthylphény1)-N(-2-hydroxy-1-méthyléthy1)acétamide ; 

Met7, 2-chloro-N-[2-(l-hydroxyéthyl)-6-méthylphényl-]N -(2-hydroxy- 1-méthyléthy1)acétamide ; Met8, 1-(1-
méthoxypropane-2-yl)-7-méthyl-2,3-dihydro-1H-indole ; Met10, 5,9-diméthyl-1-(propan-2-yl)-1,5-dihydro-4,1-
benzoxazepin-2(3H)-one ; Met11, 1-(1-méthoxypropan-2-yl)-5,9-diméthyl-1,5-dihydro-4,1-benzoxazepine-2(3H)-one ; 
Met12 (CGA40172, 2-hydroxy-N-(2-éthyl-6-méthylphényl)-N-(2-méthoxy-1-méthyléthyl)-acétamide) ; Met13, 2-hydroxy-
N-(2-éthyl-6-méthylphényl)-N-(2-hydroxy-1-méthyléthyl)-acétamide ; Met14, 2-hydroxy-N-(2-éthyl-6-
hydroxyméthylphényl)-N-(2-méthoxy-l-méthyléthyl)acétamide ; Met15, 2-hydroxy-N-(2- méthyl-6-vinylphény1)-N-(2-
méthoxy-1-méthyl-éthy1)acétamide ; Met18, 6-méthyl 2-éthyl aniline ; Met19, 6-méthyl 2-éthyl acétanilide. 

3.5.3.2.3. Enzymes potentiellement impliquées dans la biotransformation 

du S-métolachlore 

Les processus enzymatiques microbiens impliqués dans la biotransformation du S-

métolachlore ne sont pas connus à ce jour. La présence du métabolite ESA dans les eaux 

pourrait indiquer le rôle de la glutathion S-transférase (GST, E.C. 2.5.1.18) dans la 

déchloration de la molécule (Morton et al., 1997; Zablotowicz et al., 2001). 

La transformation du métolachlore par l’extrait protéique intracellulaire total de A. flavus, 

menant à la formation de Met2, Met19 et Met18 par la succession de réactions de N-

désalkylation, déchloration et clivage de liaison amide, ainsi qu’à Met12 par déchloration, 

pourrait également suggérer la nature intracellulaire des enzymes responsables de ces 

biotransformations (Sanyal and Kulshrestha, 2004). Les substituants alkyles ainsi clivés 

pourraient entrer dans le métabolisme central de la cellule, mais cette hypothèse n’a pas été 

vérifiée à ce jour. 

Un indice sur la nature des enzymes impliquées dans la biotransformation du métolachlore 

peut venir du butachlore, transformé par la souche Paracoccus sp. FLY-8 en alachlore, un 

autre chloroacétanilide ayant une structure relativement proche du métolachlore (Zhang et al., 

2011b) (Figure 26). La dégradation de l’alachlore débute, comme dans certains cas pour le 

métolachlore, par une N-désalkylation, suivie d’un clivage de la liaison amide, produisant la 
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2,6-diéthylaniline. Après perte des groupements éthyles, l’aniline peut ensuite être 

transformée successivement en catéchol (par une aniline dioxygénase), et en acide muconique 

(par une catéchol 1,2-dioxygénase), qui rentre ensuite dans le métabolisme central de la 

cellule (Zhang et al., 2011b) (Figure 26). Des mécanismes similaires peuvent être envisagés 

pour le S-métolachlore, mais là encore, rien n’a été décrit jusqu’à présent. 

 

 

Figure 26. Voie métabolique proposée du butachlore par la souche Paracoccus sp. FLY-8. A, aniline dioxygénase ; B, 
catéchol 1,2-dioxygénase (Zhang et al., 2011b). 

3.6. Impact environnemental et toxicité 

Les pesticides chiraux, dont le métolachlore, font partie des nombreuses molécules 

utilisées de nos jours en agriculture. D’un point de vue agronomique, l’intérêt de ces 

molécules est de n’épandre au champ que l’énantiomère ayant l’effet souhaité. C’est ce qui a 

mené à la réduction des doses agronomiques du métolachlore suite au « chiral switch » et à 

l’enrichissement en isomères S de cette molécule. Cependant, d’un point de vue 

environnemental, la réduction des doses n’est pas nécessairement synonyme de réduction des 

risques, puisque les formes ayant une activité herbicide plus grande peuvent de ce fait 

présenter également un impact plus important sur un certain nombre d’espèces non cibles (Ye 

et al., 2010). La fréquence de détection et les concentrations en métolachlore dans les eaux 

étant relativement élevées, ce composé fait partie des pesticides pour lesquels davantage 
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d’études de risques sont nécessaires (Hull et al., 2015). Des valeurs seuils d’écotoxicité 

peuvent ainsi être obtenues en analysant la distribution de sensibilité des espèces (Species 

Sensitivity Distribution, SSD). Cette technique a été utilisée pour déterminer l’impact du 

métolachlore sur les écosystèmes d’eau douce tropicaux et a révélé un faible nombre 

d’espèces potentiellement impactées par cette molécule dans les cours d’eau étudiés, sans 

exclure pour autant un risque potentiel associé aux mélanges de pesticides (Pathiratne and 

Kroon, 2016). 

3.6.1. Impact sur les microorganismes 

3.6.1.1. Milieu aquatique 

La présence de métolachlore, puis de S-métolachlore, dans de nombreux cours d’eau a 

incité à rechercher un éventuel impact de cette molécule sur les microorganismes vivants dans 

ces milieux. Une approche in situ a permis de mettre en évidence une baisse de la respiration 

des communautés exposées à de fortes concentrations de métolachlore (274 µg L-1) (Day, 

1993). Le risque potentiel de cette molécule, aux concentrations environnementales, pour 11 

espèces aquatiques non cibles d’algues, de cyanobactéries et de plantes aquatiques a été 

déterminé comme étant faible à modéré (Peterson et al., 1994). En revanche, un impact du S-

métolachlore a pu être observé in situ sur la concentration en chlorophylle et la viabilité de 

diatomées exposées à des concentrations allant de 5 à 30 µg L-1, avec des sensibilités 

variables selon les espèces (Debenest et al., 2009). Des effets ont également été mis en 

évidence sur les flux de phosphore (stimulation) et d’azote (inhibition) contrôlés 

principalement par des activités microbiennes au niveau des sédiments d’eau douce (Elias and 

Bernot, 2014). 

3.6.1.2. Milieu terrestre 

3.6.1.2.1. Impact sur l’abondance des microorganismes 

Une seule étude s’est intéressée à l’impact du S-métolachlore sur l’abondance des 

microorganismes édaphiques. Ces travaux ont mis en évidence que le S-métolachlore formulé 

(Dual Gold Safeneur®, 960 g L-1 de S-métolachlore), appliqué à la dose agronomique, 



82 

 

diminuait l’abondance des microorganismes phototrophes de deux sols différents, en termes 

de pH et de teneurs en matière organique et argiles, sans qu’aucun signe de résilience n’ait pu 

être observé durant les 3 mois de suivi de l’expérience (Joly et al., 2014). 

3.6.1.2.2. Impact sur l’activité des microorganismes 

L’exposition des communautés microbiennes du sol à des concentrations de substance 

active relativement élevées par rapport à la dose agronomique recommandée peut engendrer 

une inhibition transitoire de la fixation de l’azote (400-500 µg s.a. g-1 de sol) (Martinez-

Toledo and Gonzalez-Lopez, 1989), une inhibition de l’oxydation de l’ammonium (5-100 µg 

s.a. kg-1 de sol) (Saltzman and Brates, 1990) et des activités phosphatase et uréase (> 10 µg 

s.a. kg-1 de sol) (Ismail et al., 1996), catalase (5-100 µg s.a. kg-1 de sol) (Zhou et al., 2005), 

cellulolytique (Sahid and Yap, 1994) ainsi que de la respiration, avec des réponses 

quantitativement différentes pour le métolachlore et le S-métolachlore formulé (Dual Gold®) 

(Zhou et al., 2006). Dans d’autres cas, le métolachlore n’a pas montré d’effet significatif sur 

les flux de CO2, de N2O et de CH4 dans le sol (Kinney et al., 2004). 

Après exposition des communautés microbiennes à la dose agronomique recommandée de 

S-métolachlore, une inhibition transitoire de certaines activités du sol telles que la 

nitrification, l’oxydation du soufre et l’activité phosphatase (Tu, 1992) ou une stimulation de 

l’activité déshydrogénase (Fernandez et al., 2009) a été observée. Un effet transitoire, 

caractérisé par une stimulation de l’ammonification et une inhibition de la nitrification dans le 

sol, a également été mis en évidence après application du S-métolachlore en mélange avec la 

mésotrione et le nicosulfuron, mais le rôle de chacune de ces molécules n’a pas été élucidé 

(Joly et al., 2015). 

3.6.1.2.3. Impact sur la structure des communautés microbiennes 

Une baisse de la diversité bactérienne et des modifications de structure des communautés 

phototrophes ont été mises en évidence dans des microcosmes de sol traités avec la 

formulation commerciale du S-métolachlore (Dual Gold Safeneur®) appliquée à la dose 

agronomique recommandée (Joly et al., 2012, 2014). Cependant, aucun effet significatif n’a 

été observé sur la structure des communautés microbiennes associées à la rhizosphère de maïs 
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suite à l’application du double traitement composé de mésotrione et de S-métolachlore 

(Valverde et al., 2014). 

 

Les résultats des études d’impacts in situ du métolachlore sur les microorganismes sont 

relativement différents selon le type de sol, les communautés microbiennes considérées, et la 

molécule en elle-même (molécule pure / formulation et rac-métolachlore / S-métolachlore). 

L’étude de l’impact de cette molécule sur des microorganismes isolés peut donc contribuer à 

identifier les mécanismes à l’origine de cette grande variabilité de réponses, et à déterminer 

plus finement le risque potentiel de son utilisation pour les communautés microbiennes et les 

fonctions qu’elles assurent au sein des écosystèmes. 

3.6.1.3. Impact sur souches isolées – Bio-essais 

L’exposition des souches bactériennes Enterobacter asburiae SD1, Enterobacter 

amnigenus KD et Enterobacter amnigenus K9, isolées à partir de sol, à 9,6 mg s.a. L-1 de 

métolachlore engendre une diminution de la peroxydation des lipides chez les souches SD1 et 

KD (signe de leur adaptation à une augmentation en espèces réactives de l’oxygène) et une 

augmentation de l’activité catalase totale (Martins et al., 2011). Deux glutathion réductases de 

la souche SD1 sont surexprimées en présence de métolachlore, et pourraient être impliquées 

dans les mécanismes de tolérance mis en place par les bactéries exposées à cette molécule, 

tels que le contrôle de la production d’espèces réactives de l’oxygène. Il a également été 

montré que le métolachlore pouvait inhiber la croissance et la respiration de la bactérie 

Bacillus stearothermophilus à de fortes concentrations (113,5 et 141,9 mg L-1) (Pereira et al., 

2009). 

Les résultats d’études d’impact du métolachlore sur des bactéries fixatrices d’azotes sont 

contrastés, avec un effet transitoire sur l’activité nitrogénase de Azospirillum brasilense 

(Salmeron et al., 1991) ou un effet sur la production de lysine par Azotobacter chroococcum 

(Gonzalez-Lopez et al., 1999) pour de fortes concentrations de métolachlore (100-500 mg s.a. 

L-1). Cependant, le métolachlore et le S-métolachlore n’ont aucun effet sur la croissance de 

Azospirillum brasilense (Salmeron et al., 1991; Procopio et al., 2011). 

Au contraire, le métolachlore peut affecter la croissance de la levure Saccharomyces 

cerevisiae (144-360 mg s.a. L-1) (Echeverrigaray et al., 1999) ou de champignons 

entomopathogènes (dose agronomique) (Poprawski and Majchrowicz, 1995).  
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La sensibilité des microalgues vis-à-vis du S-métolachlore est, quant à elle, variable en 

fonction des espèces (Juneau et al., 2001; Larras et al., 2012, 2013) et peut être augmentée en 

cas de pré-exposition à cette molécule (Copin et al., 2016). Le S-métolachlore peut engendrer 

une inhibition de leur taux de croissance ou de leur concentration en chlorophylle (Vallotton 

et al., 2008; Ebenezer and Ki, 2013; Thakkar et al., 2013). Les métabolites OXA et ESA 

produits après transformation du S-métolachlore dans le sol ont également été suspectés de  

présenter une toxicité pour la microalgue Pseudokirchneriella subcapitata (Viegas et al., 

2012). Certaines microalgues marines sont, au contraire, résistantes au métolachlore (Robert 

et al., 2007), et les métabolites ESA et OXA n’ont pas montré de toxicité vis-à-vis de la 

microalgue Nitzschia nana, contrairement à la molécule mère (Roubeix et al., 2011). 

 

Plusieurs études ont évalué la toxicité du métolachlore à l’aide du test standardisé 

Microtox®. La toxicité du métolachlore dans l’eau de rivière uniquement (EC50 = 24,2 mg L-1) 

est 30 fois supérieure à celle observée en présence de sédiments, probablement en raison 

d’une biodisponibilité moins élevée de la molécule due à la présence de matière organique et 

d’argiles (Karuppiah et al., 1997). La toxicité du métolachlore est également réduite ou 

augmentée au cours de sa photo-transformation dans différentes eaux de surface (rivière, lac 

mer) (Lin et al., 1999; Dimou et al., 2005), ce qui peut s’expliquer par la production de photo-

produits plus ou moins toxiques que la molécule mère. La détermination quantitative de la 

relation structure-activité (Quantitative Structure Activity Relationship, QSAR) prédit 

d’ailleurs une toxicité supérieure de la majorité des photo-produits du S-métolachlore par 

rapport à la molécule mère (Gutowski et al., 2015), ce qui a été confirmé expérimentalement à 

l’aide du test Microtox® pour le métabolite Met18 (2-éthyl-6-méthylaniline) avec une CE50 de 

119,7 µM en comparaison de la CE50 du métolachlore de 757,6 µM (Osano et al., 2002a). 

Enfin, il a été mis en évidence une toxicité énantiosélective du métolachlore, avec une 

toxicité 2 fois supérieure du S-métolachlore par rapport à celle du rac-métolachlore pour les 

microalgues Chlorella pyrenoidosa (Liu and Xiong, 2009), Scenedesmus obliquus (Liu et al., 

2012) et Chlorella vulgaris (Cai et al., 2012), et une plus forte interaction du S-métolachlore 

avec la phosphatase de Penicillium expansum par rapport au métolachlore (Wen et al., 2010). 
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3.6.2. Impact sur des organismes supérieurs 

Certaines études se sont intéressées à la toxicité du S-métolachlore pour les invertébrés 

aquatiques et terrestres. Ainsi, l’exposition de l’écrevisse Orconectes rusticus à des doses 

environnementales de métolachlore (25-75 µg s.a. L-1) peut engendrer des perturbations de sa 

perception de signaux olfactifs (Wolf and Moore, 2002; Cook and Moore, 2008). Le S-

métolachlore et sa formulation commerciale (Primextra® Gold TZ, 312,5 g L-1 de S-

métolachlore) peuvent aussi impacter la survie et la reproduction de Daphnia longispina, avec 

une toxicité supérieure de la formulation par rapport à la substance active en exposition 

chronique (Neves et al., 2015). Le S-métolachlore pur présente également une embryotoxicité 

et une génotoxicité pour les larves de l’huitre du Pacifique à des doses environnementales (0,1 

µg L-1) (Mai et al., 2012) inférieures aux concentrations de ses principaux métabolites, OXA 

(0,1 µg L-1) et ESA (1 µg L-1), induisant un effet (Mai et al., 2014).  

Un autre exemple d’énantiosélectivité vient de la toxicité aiguë du S-métolachlore pour 

Daphnia magna, qui est supérieure à celle du rac-métolachlore (DL50 = 51,2 et 69,4 mg L-1, 

respectivement), tandis que la toxicité chronique est supérieure dans le cas du mélange 

racémique par rapport à l’énantiomère actif (Liu et al., 2006). Ce dernier point est également 

vérifié dans le cas de la toxicité aiguë pour les larves de ver à soie Bombyx mori L. (Zhan et 

al., 2006) et pour le ver de terre Eisenia foetida (Xu et al., 2010), avec des modifications plus 

importantes de plusieurs activités enzymatiques (c.-à-d. cellulase et catalase) en présence de 

rac-métolachlore par rapport au S-métolachlore. Enfin, contrairement à ce qui a été observé 

avec le test Microtox®, il a été mis en évidence une toxicité supérieure du métolachlore par 

rapport à son métabolite Met18 (2-éthyl-6-méthylaniline) pour les larves de l’insecte 

Chironomus riparius (Osano et al., 2002a). 

Concernant les amphibiens, une étude a mis en évidence une moins grande embryotoxicité 

du métabolite Met18 que la molécule mère, mais une plus grande tératogénicité pour les 

embryons de la grenouille Xenopus laevis (Osano et al., 2002b). 

Il a également été montré une forte toxicité du métolachlore pour la petite lentille d’eau 

Lemna minor (Fairchild et al., 1997). 

Chez les mammifères, le S-métolachlore est rapidement excrété par les urines et les fèces, 

ou métabolisé soit par conjugaison (intervention de la GST), soit par des réactions 

d’oxydation (EFSA, 2004). Cependant, une différence de toxicité peut être observée selon le 

sexe, la DL50 (orale) pour le rat étant de 3267 (mâle) et 2577 mg kg-1 (femelle). Le 
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métabolisme du métolachlore au niveau des microsomes hépatiques chez l’Homme et le rat 

est caractérisé par l’intervention successive de 3 enzymes : un cytochrome P450 

(métolachlore transformé en métabolite Met2), une arylamidase (Met2 transformé en Met18) 

et de nouveau un cytochrome P450 (para-hydroxylation de Met18) (Coleman et al., 2000). 

Des études in vitro ont montré l’induction de l’activité de CYP2B1/2 hépatique (Dalton et al., 

2003) et l’inhibition de la respiration mitochondriale (Pereira et al., 2009) chez le rat, ainsi 

que l’augmentation de l’apoptose chez les embryons de souris exposés à de faibles doses de 

métolachlore (Greenlee et al., 2004). L’exposition au S-métolachlore peut également induire 

des changements dans l’équilibre hormonal de la reproduction chez le rat (Mathias et al., 

2012). Il faut aussi noter une toxicité supérieure, par rapport à la molécule mère, de la plupart 

des photo-produits du S-métolachlore pour le rat, comme l’indique une approche QSAR 

(Nicol et al., 2015).  

De plus, le S-métolachlore présente une affinité plus élevée que celle du rac-métolachlore 

pour certaines protéines, comme la BSA (Bovine Serum Albumine), et reconnait des sites de 

fixation différents, indiquant là aussi une énantiosélectivité (Ni et al., 2012). 

 

Conclusions : 

Bien que l’utilisation du S-métolachlore à la place du rac-métolachlore ait permis de 

réduire les doses appliquées au champ, cela ne s’accompagne pas nécessairement d’une baisse 

de l’impact potentiel de cet herbicide dans l’environnement. En effet,  certaines études ont fait 

état de la plus grande toxicité de l’énantiomère actif par rapport au mélange racémique 

(notamment pour les microalgues) tandis que l’effet inverse est observé pour d’autres 

organismes (ex. ver de terre). Il n’est donc pas possible de faire une conclusion générale sur le 

« chiral switch » en termes d’impact environnemental puisque les effets sont variables selon 

les organismes. 

Il faut également noter la très grande diversité de métabolites décrits pour le métolachlore, 

sans compter la possible variabilité supplémentaire issue de la chiralité de la molécule. Il n’est 

donc pas évident d’en évaluer précisément le devenir et l’impact. 
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Partie II. Objectifs de l’étude et hypothèses 
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D’une manière générale, plusieurs manques scientifiques peuvent être mis en évidence 

après analyse de la bibliographie sur les mélanges de pesticides. 

1. D’une part, il faut noter la très grande diversité des effets des mélanges de pesticides, 

que ce soit sur le comportement, la mobilité, la photo- et bio-

dégradation/transformation de chacune des molécules du mélange individuellement. 

La majorité des études citées a été réalisée dans le sol, et il y a très peu d’informations 

disponibles quant à la nature des processus qui permettent à une substance active 

d’influencer la mobilité, la persistance et la biodisponibilité d’une autre substance 

active. 

2. D’autre part, le manque d’informations sur le devenir et l’impact des produits de 

transformation des pesticides dans l’environnement est flagrant. La prise en compte 

des produits de transformation dans les études des effets de mélanges de pesticides est 

cependant nécessaire pour évaluer au mieux le risque environnemental global de leur 

utilisation. 

3. Les données sur les molécules en mélange doivent donc également être complétées par 

la caractérisation des voies de dégradation de chaque pesticide, d’abord seul puis en 

mélange, incluant l’identification des métabolites produits ou des enzymes impliquées 

dans la formation de ces produits de transformation. 

4. Enfin, il est devenu nécessaire de s’intéresser, non plus à la toxicité de chacune des 

molécules considérée individuellement, comme cela a longtemps été le cas, mais à 

l’impact des mélanges de substances actives, des mélanges de métabolites, et des 

mélanges de substances actives et de métabolites sur les organismes vivants. Ces 

données permettront de déterminer les interactions potentielles qui peuvent exister 

entre les différentes molécules et d’améliorer l’évaluation du risque environnemental. 

 

Ainsi, fort de ce constat, mes travaux de thèse ont consisté à étudier, en conditions de 

laboratoire, le devenir d’un mélange d’herbicides utilisés sur les cultures de maïs et faisant 

partie des molécules les plus fréquemment détectées dans les eaux : la mésotrione, le 

nicosulfuron et le S-métolachlore et à caractériser leurs voies de biodégradation. Ces 

molécules sont utilisées en épandage séquentiel, le S-métolachlore étant employé 

préférentiellement en pré-émergence du maïs, alors que la mésotrione et le nicosulfuron sont 

employés environ 15 jours plus tard, préférentiellement en post-émergence. Elles remplacent 

l’atrazine, interdite depuis 2003 dans l’Union Européenne et depuis 2012 en Suisse (l’usage 

de l’atrazine est cependant encore autorisé dans de nombreux autres pays dont les Etats-Unis).  
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Pour mener à bien mon projet, j’ai tout d’abord orienté mes recherches sur l’isolement de 

souches / consortia microbiens capables de dégrader les trois herbicides du mélange (objectif 

1). Pour ce faire, différentes techniques d’enrichissement ont été mises en place (colonne de 

sol et milieu liquide). 

Les souches isolées ont ensuite été étudiées pour caractériser les voies de 

biotransformation des molécules étudiées, qu’elles soient seules ou en mélange (objectif 2). 

Pour atteindre cet objectif, une approche chimique, consistant à identifier et caractériser 

l’ensemble des métabolites produits par différentes techniques analytiques (MS et RMN), et 

une approche biologique, consistant à identifier les enzymes impliquées dans ces 

transformations, ont été menées en parallèle. 

Pour chacune des molécules mères et des produits de transformation identifiés (et 

commercialisés), seuls ou en mélange, j’ai ensuite mené des tests de mesure de toxicité à 

l’aide d’un bio-essai standardisé (Microtox) (objectif 3). 

Comme le montrent les données de la littérature, les techniques d’épandage de pesticides 

actuellement utilisées en agriculture mènent à une pollution plus ou moins importante des sols 

et des écosystèmes avoisinants. Dans ce contexte, il m’est donc apparu important de 

m’interroger sur la nécessité de développer de nouvelles pratiques agricoles permettant de 

limiter ces pollutions. Ainsi, j’ai développé et mis en place une technique innovante de 

bioremédiation préventive (objectif 4). Cette approche a été réalisée en microcosmes de sol. 

  

Ces différents objectifs ont été ciblés pour compléter ou apporter des éléments de réponse 

aux données de la littérature et essayer de répondre à plusieurs questionnements ayant pour 

trame de fond l’amélioration de l’évaluation du risque environnemental lié à l’utilisation de 

pesticides en mélange : 

- Quel peut être l’impact d’un pesticide (dans notre cas, la mésotrione, le nicosulfuron et 

le S-métolachlore) sur le comportement d’un autre pesticide épandu simultanément ou 

de manière séquentielle ? 

- Quels sont les métabolites produits après transformation d’une molécule donnée et 

sont-ils quantitativement et qualitativement les mêmes en présence d’autres 

molécules ? Sont-ils produits avec une cinétique similaire ? 

- Pouvons-nous limiter les études de toxicité à la seule mesure de la toxicité des 

molécules mères et de seulement quelques-uns de leurs métabolites, analysés 

individuellement, pour évaluer le risque (éco)toxicologique ? 
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L’ensemble de mes travaux de thèse menés pour répondre à ces objectifs est présenté dans 

la partie suivante. Ils sont organisés sous forme de chapitres, correspondant selon les cas, à 

des résultats non publiés, des articles en préparation, soumis ou acceptés. 
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Partie III. Résultats et discussion 
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Chapitre 1. Isolement de souches capables de dégrader la 

mésotrione et/ou le nicosulfuron et/ou le S-métolachlore 

A mon arrivée au laboratoire, la souche Bacillus megaterium Mes11 capable de 

transformer la mésotrione (Batisson et al., 2009) avait déjà été isolée. En revanche, nous ne 

disposions pas de souches capables de dégrader les autres molécules du mélange étudié. Nous 

avons alors réalisé des cultures d’enrichissement, afin d’obtenir des souches capables de 

dégrader le nicosulfuron et le S-métolachlore, voire d’isoler de nouvelles souches capables de 

dégrader la mésotrione. 

1. Cultures d’enrichissement à l’aide de la méthode de perfusion en colonne sol-

charbon 

1.1. Introduction 

La méthode de perfusion en colonne sol-charbon (soil-charcoal perfusion method) a été 

décrite pour la première fois en 1946 (Audus, 1946) et utilisée depuis pour l’isolement de 

microorganismes capables de dégrader les herbicides simazine (Iwasaki et al., 2007) et 

simétryne (Fujii et al., 2007), l’hexachlorobenzène (Takagi et al., 2009) et la mélamine 

(Takagi et al., 2012). Le principe consiste à faire percoler une solution contenant le composé 

à dégrader au travers d’une colonne de sol dans lequel ont été ajoutées des billes de charbon ; 

le composé à dégrader s’adsorbe sur les billes de charbon, créant ainsi, en théorie, un 

microenvironnement favorable pour la colonisation par des microorganismes capables de 

tolérer et/ou dégrader le composé adsorbé. Les billes de charbon sont ensuite extraites du sol 

et mises en culture d’enrichissement afin de faciliter l’isolement de souches dégradantes. 

 

J’ai donc choisi d’utiliser cette technique au cours de mes travaux de thèse dans le but 

d’isoler des microorganismes capables de dégrader un ou plusieurs herbicides du mélange 

étudié. Afin d’augmenter les chances d’y parvenir, le sol à partir duquel les enrichissements 

ont été réalisés a été prélevé dans une parcelle agricole (culture de maïs) préalablement traitée 

avec les trois herbicides étudiés, la pré-exposition des communautés microbiennes à ce 
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mélange augmentant ainsi la probabilité d’y retrouver des microorganismes capables de 

dégrader chacune des molécules. 

1.2. Matériel et méthodes 

1.2.1. Produits chimiques et milieux de cultures 

Le nicosulfuron (Pestanal, pureté 99,6%), la mésotrione (Pestanal, pureté 99,9%) et le S-

métolachlore (Pestanal, pureté 98,4%) ont été achetés chez Sigma Aldrich (France). Le milieu 

minimum (MM, pH 7) était composé pour 1 L de : 1 g (NH4)2HPO4, 1 g KH2PO4, 1 g KNO3, 

0,2 g MgSO4.7H2O, 0,1 g NaCl, 20 mg CaCl2, 5 mg FeSO4.7H2O, 1 mL d’une solution stock 

d’oligo-éléments et 1 mL d’une solution stock de vitamines. La solution stock 

d’oligoéléments contenait pour 1 L : 20 g acide borique, 18 g MnSO4.H2O, 2 g ZnSO4, 1 g 

CuSO4, 2,5 g Na2MoO4 et 10 mg Co(NO3)2. La solution stock de vitamines contenait pour 1 

L : 2 mg de biotine et 5 mg de thiamine-HCl. Le MM gélosé a été préparé en ajoutant 1,5% 

(m/v) d’agar au milieu liquide. 

1.2.2. Méthode de perfusion en colonne sol-charbon 

Le sol a été prélevé à la surface (0-5 cm) d’un champ agricole de la plaine de Limagne 

(Puy-de-Dôme, France) dédié à la culture de maïs et préalablement traité avec les trois 

herbicides (mésotrione, nicosulfuron, S-métolachlore) à la dose agronomique. Le sol a été 

séché à l’air, homogénéisé et tamisé (Ø = 2 mm). Deux grammes de charbon A100 (taille des 

billes 5-10 mm, surface spécifique 100 m2 g-1, pH 7,8) ont été mélangés à 75 grammes de sol 

et l’ensemble a été placé dans chaque dispositif en verre, gracieusement prêté par Fabrice 

Martin-Laurent (INRA, Dijon, France) (Figure 27). La première étape d’enrichissement a été 

réalisée avec 300 mL de MM additionné ou non (témoin sans herbicide) de 25 mg L-1 de 

mésotrione, nicosulfuron ou S-métolachlore, soit seuls ou en mélange ternaire (5 conditions). 

Les solutions étaient continuellement recircularisées via un flux d’air et ont été incubées à 

18°C à l’obscurité. Les prélèvements ont été effectués aux jours 0 ; 5 ; 12 ; 13 ; 19 ; 28 ; 40 et 

47. Les solutions ont été renouvelées au bout de 12 et 28 jours. 

 



 

97 

 

 

Figure 27. Dispositif expérimental de perfusion en colonne sol-charbon utilisé dans cette étude. Le flux d’air ( ) 

entraîne une recirculation de la solution d’herbicide(s) ( ) et son passage en continu au travers de la colonne de sol. 

1.2.3. Culture d’enrichissement dite « classique » 

Après 55 jours d’incubation, le sol (10% poids sec) et les billes de charbon de chaque 

dispositif ont été placés séparément dans des erlenmeyers de 1 L contenant chacun 450 mL de 

MM additionné des herbicides souhaités (5 conditions « sol », 5 conditions « charbon » et 5 

conditions « abiotique » correspondant aux solutions stériles d’herbicides). Les cultures ont 

été incubées sous agitation (150 rpm) à 18°C et à l’obscurité. Des repiquages successifs des 

cultures à 5% (v/v) ont ensuite été réalisés au bout de 24 et 48 jours dans des solutions 

d’herbicides à 25 mg L-1. Des étalements sur milieu gélosé additionné des herbicides 

correspondants ont été réalisés avant chaque repiquage : MM pour l’isolement de bactéries ; 

MM + chloramphénicol et milieu Sabouraud + chloramphénicol pour l’isolement de 

champignons. Les isolats ont ensuite été testés en milieu liquide (MM + herbicide) pour leur 

capacité à dégrader le ou les herbicides du milieu à partir duquel ils ont été isolés. La capacité 

de dégradation des microorganismes a été évaluée en croissance ou en resting cells (culot 

correspondant à 50 mL de culture, repris dans 10 mL de MM + herbicide après lavage avec 30 

mL de NaCl 8 g L-1). Les dosages des herbicides ont été réalisés par HPLC pour les 

différentes étapes d’enrichissement et les tests de dégradation par les isolats. 

Air

Solution d’herbicide(s)

Sol de Limagne 
+ billes de charbon
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1.2.4. Suivi des cinétiques de dissipation des herbicides par HPLC 

Les analyses par HPLC ont été réalisées sur une chaîne Agilent 1100 munie d’un détecteur 

à barrettes de diodes (DAD) et d’un détecteur à fluorescence, pilotée par le logiciel 

Chemstation. Les analyses ont été effectuées en mode gradient (linéaire) sur une colonne C-

18 Zorbax Eclipse Plus (Agilent), 75 mm × 4,6 mm, 3,5 μm, thermostatée à 22°C. L’éluant 

est composé d’un mélange d’eau acidifiée A = H2O + 0,01 % H3PO4  (pH = 2,6) et 

d’acétonitrile (B), débit de 1 mL min-1, volume d’injection de 5 µL (Tableau 8). Les 

échantillons, après décongélation, sont systématiquement centrifugés à 10000 g pendant 3 min 

avant injection. 

 

Tableau 8. Conditions d’analyse des cinétiques de biodégradation des herbicides étudiés par HPLC. (Les pourcentages 
indiqués correspondent au pourcentage d’acétonitrile dans l’éluant). 

 Mésotrione Nicosulfuron S-Métolachlore Mélange 

Eluant 

0-1 min: 2%                                                                                                                                               

1-8 min: 2-70% 

8-9 min: 70-100% 

9-9.3 min: 100-2% 

9.3-10.3 min: 2% 

0-1 min: 2%                                                                                                                                               

1-10 min: 2-70%  

10-13 min: 70-100% 

13-13.3 min: 100-2%  

13.3-15 min: 2%  

0-1 min: 2%                                                                                                                                                

1-17 min: 2-70%   

17-22 min: 70-100%  

22-22.3 min: 100-2%  

22.3-25 min: 2 %  

0-5 min: 5%                                                                                                                                               

5-30 min: 5-70%   

30-32 min: 70-100%  

32-33 min: 100-5%  

33-35 min : 2%  

 (DAD) 
254 nm 254 nm 220 nm 

220 nm 

254 nm 

ex et em 

(FLD) 

ex = 220 nm 

em = 430 nm 

ex = 220 nm 

em = 430 nm

ex = 220 nm 

em = 430 nm

ex = 220 nm 

em = 430 nm

 

1.3. Résultats et discussion 

1.3.1. Enrichissement à l’aide du système de perfusion sol-charbon 

Une dissipation importante (> 50%) des trois herbicides, seuls ou en mélange, a été 

observée durant la première étape d’enrichissement, mis à part pour la mésotrione seule 

(Figure 28A). La présence des deux autres molécules (nicosulfuron et S-métolachlore) semble 

donc favoriser la dissipation de la mésotrione. Cependant, aucun produit de transformation 

n’a pu être mis en évidence, suggérant que la dissipation observée pour chaque molécule était 

probablement due à leur adsorption sur les particules de sol et/ou sur les billes de charbon. 
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Suite au premier renouvellement des solutions à t 12 j (Figure 28B), la dissipation n’a plus 

été observée que pour le S-métolachlore, qu’il soit seul ou en mélange (environ 50% après 13 

j d’incubation). Cette tendance a également été confirmée après le deuxième renouvellement 

des solutions, avec environ 25 % de dissipation de cette molécule, quelle que soit sa condition 

d’incubation (Figure 28C). 

Des valeurs anormales de pourcentages résiduels (supérieures à celles attendues 

théoriquement) ont par ailleurs pu être observées, notamment dans le cas de la mésotrione, 

pouvant s’expliquer par l’évaporation d’une partie de l’eau au cours de la recircularisation, 

entraînant ainsi la concentration des herbicides dans les solutions. 

Malgré ces résultats en demi-teinte, des cultures d’enrichissement dîtes « classiques » (en 

milieu liquide) ont été réalisées, d’une part, à partir du sol et, d’autre part, à partir des billes 

de charbon extraites du sol. 

 

 

Figure 28. Evolution du pourcentage résiduel de mésotrione (Méso), nicosulfuron (Nico) et S-métolachlore (S-méto), 
seuls ou en mélange (mix) dans la solution du système de perfusion sol-charbon. Pourcentage résiduel par rapport à la 
concentration initiale dans la solution à t = 0 (A) ou immédiatement après le renouvellement des solutions à t = 12 j (B) et à t 
= 28 j (C). Concentration nominale initiale : 25 mg L-1. Renouvellement de toutes les solutions à t = 12 jours et des solutions 
des conditions mix et S-métolachlore seul à t = 28j. 

1.3.2. Enrichissement en milieu liquide 

Des pourcentages variables de dissipation ont été observés au cours des repiquages 

successifs pour les trois molécules étudiées (Tableau 9). Cependant, d’une manière générale, 

ces taux de dissipation n’ont pas dépassé 20-25%, et étaient légèrement supérieurs dans les 

milieux ensemencés avec les billes de charbon. Les taux de dissipation les plus forts ont été 

observés avec le S-métolachlore (seul ou en mélange) et le nicosulfuron seul. Cependant, ces 
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taux de dissipation étant relativement faibles, nous n’avons pas envisagé de procéder à des 

repiquages dans un milieu avec une concentration en herbicide plus élevée. Des tentatives 

d’isolement de souches dégradantes ont tout de même été réalisées à partir des milieux 

ensemencés avec le sol ou le charbon. 

 

Tableau 9. Evolution du pourcentage résiduel de mésotrione (Méso), nicosulfuron (Nico) et S-métolachlore (S-méto), 

seuls ou en mélange (mix), dans les cultures d’enrichissement ensemencées avec le sol ou les billes de charbon. 
Concentration nominale initiale : 25 mg L-1 (T0 = 100). Repiquages N° 1 (R1) et 2 (R2) après 24 et 48 jours, respectivement. 

  T = 24 j T = 21 j après R1 T = 10 j après R2 

  Sol Charbon Sol Charbon Sol Charbon 

Mix Méso 108,1 82,3 99,8 91,1 152,7 113,2 

Nico 106,5 82,7 107,0 94,4 139,9 103,9 

S-méto 85,5 77,0 84,3 81,1 103,3 101,0 

Molécules 

seules 

Méso 111,2 107,9 113,8 95,5 98,3 79,6 

Nico 120,5 106,9 81,9 74,4 93,2 86,6 

S-méto 76,8 85,1 83,0 79,1 117,8 81,3 

1.3.3. Isolements et tests de biodégradation 

Des étalements sur milieu gélosé ont été réalisés à chaque étape de l’enrichissement, et les 

colonies isolées ont été purifiées et testées pour leurs activités de biodégradation en milieu 

liquide. Aucun des isolats bactériens testé n’a montré de capacité à dissiper les herbicides 

étudiés. En revanche, en condition de resting cells, 3 souches fongiques pures ont permis de 

dissiper une partie de la mésotrione, du nicosulfuron et du S-métolachlore (Figure 29). Cette 

capacité de dissipation n’a cependant pas été conservée au fil des repiquages des souches 

isolées, ne permettant pas d’investiguer davantage ce potentiel de biotransformation. 
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Figure 29. Pourcentage résiduel de nicosulfuron, mésotrione et S-métolachlore dans l’eau de Volvic® additionnée de 25 
mg L-1 de chaque molécule, après 13 j d’incubation en présence de souches fongiques (resting cells) isolées à partir du 
repiquage N°2 (25 mg L-1) de l’enrichissement en milieu liquide. 

1.4. Conclusions 

Malgré l’utilisation d’une technique d’enrichissement originale (soil-charcoal perfusion 

method), il ne nous a pas été possible d’obtenir de souches pures de microorganismes 

capables de dégrader une ou plusieurs molécules du mélange d’herbicides étudié. Nous avons 

donc abandonné cette stratégie au profit d’une approche de culture d’enrichissement moins 

drastique, réalisée en présence d’une source de carbone facilement assimilable en complément 

des molécules herbicides. En effet, certaines souches ne sont capables de transformer les 

pesticides que par un processus de co-métabolisme, comme c’est le cas pour toutes les 

souches capables de transformer le nicosulfuron (Lu et al., 2012; Zhang et al., 2012; Song et 

al., 2013; Zhao et al., 2015a; Wang et al., 2016b) et le S-métolachlore (Martins et al., 2007) 

décrites jusqu’à présent. 

2. Cultures d’enrichissement par la méthode dite « classique » 

Nous avons donc réalisé dans un second temps, toujours à partir d’un sol agricole de 

Limagne, des cultures d’enrichissements « classiques » et des isolements en milieu minimum 

(cf. Partie III, Chapitre 1, 1.2.1) avec ou sans glucose, et en présence de nicosulfuron ou de S-

métolachlore (les deux molécules pour lesquelles nous ne disposions pas de souches 

dégradantes). Aucune des souches testées n’a montré d’activité de transformation du S-

métolachlore. En revanche, ces enrichissements ont permis d’isoler la souche Pseudomonas 
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fluorescens SG-1 capable de transformer le nicosulfuron par co-métabolisme (cf. Partie III, 

Chapitre 2, 2). 

 

Les deux approches de culture d’enrichissement décrites ci-dessus ne nous ont pas permis 

d’isoler de microorganismes capables de dégrader le S-métolachlore à partir de ce sol 

agricole. Nous avons donc contacté Marcos Pileggi (Université de Ponta Grossa, Brésil), qui a 

accepté de nous fournir les souches Klebsiella pneumoniae GC s.B1, Klebsiella pneumoniae 

GC s.B2 et Enterobacter aerogenes GC s.A ayant montré la capacité de biotransformer le S-

métolachlore par un processus de co-métabolisme (Martins et al., 2007). Les tests de 

biotransformation du S-métolachlore que nous avons réalisés avec ces souches, dans les 

conditions décrites dans l’article, ne nous ont pas permis de reproduire les résultats obtenus 

par les auteurs. 

 

Nous avons eu ensuite l’occasion, dans le cadre d’une collaboration avec Joan Artigas 

(LMGE), de tester la capacité des communautés microbiennes de rivière associées à la litière 

de feuilles à dégrader chacun des trois herbicides étudiés, seuls ou en mélange. Ces 

communautés sont principalement constituées de champignons hyphomycètes qui produisent 

des enzymes extracellulaires capables de dégrader des xénobiotiques (Mayer and Staples, 

2002; Davila-Vazquez et al., 2005; Baldrian, 2006). Les communautés microbiennes ont été 

prélevées dans la rivière Auzon (Auvergne) sur deux sites différents en termes de 

contamination, notamment par les pesticides : un site amont (faiblement contaminé) et un site 

aval (fortement contaminé). La méthode d’enrichissement en milieu liquide dite « classique » 

que nous avons utilisée ne nous a pas permis d’isoler de souches capables de dégrader la 

mésotrione et le S-métolachlore. En revanche, la dégradation du nicosulfuron a pu être 

observée au cours de l’enrichissement, indiquant un rôle potentiel des hyphomycètes dans ce 

processus. La description de ce potentiel de dégradation est détaillée dans l’article présenté en 

Annexe I. 
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Principales conclusions de l’étude : 

Les communautés microbiennes d’eau de rivière associées à la litière de feuille n’ont pas la 

capacité à dégrader la mésotrione et le S-métolachlore, mais sont capables de transformer le 

nicosulfuron. 

Les communautés issues du site aval présentent les plus forts taux de transformation du 

nicosulfuron, en comparaison des communautés issues du site amont, suggérant une pré-

adaptation de ces communautés à la pollution. 

L’impact du nicosulfuron sur la structure de ces communautés varie en fonction du mode 

d’exposition (nicosulfuron seul ou nicosulfuron + mésotrione + S-métolachlore). 

 

A la suite de ces travaux, des tentatives d’isolement de souches fongiques capables de 

dégrader le nicosulfuron ont été réalisées. Il était en effet intéressant d’obtenir un isolat issu 

d’un environnement aquatique naturel pour étudier les voies de biotransformation de cette 

molécule, qui ne sont décrites jusqu’à présent que pour des microorganismes issus de sol ou 

de bassins d’aération de station d’épuration (Lu et al., 2012; Zhang et al., 2012; Song et al., 

2013; Zhao et al., 2015a; Wang et al., 2016b). Les résultats préliminaires des tests de 

dégradation ont montré la capacité d’une souche isolée de Plectosphaerella cucumerina 

(Ascomycète) à dissiper 100% du nicosulfuron (25 mg L-1) en solution dans un milieu 

minimum (cf. Partie III, Chapitre 1, 1.2.1) additionné de glucose (10 g L-1), après 21 jours 

d’incubation à 28°C et à l’obscurité. La biotransformation du nicosulfuron par cette souche 

fongique n’a pas encore été étudiée en détail, mais sera investiguée prochainement. 

 

A ce stade des travaux, j’avais donc à ma disposition la souche Bacillus megaterium 

Mes11 capable de transformer la mésotrione, qui était déjà disponible au laboratoire (Batisson 

et al., 2009), et la souche Pseudomonas fluorescens SG-1 capable de transformer le 

nicosulfuron que j’ai pu isoler au cours de mon travail de thèse. Je pouvais donc m’intéresser 

à la caractérisation, d’un point de vue chimique et biologique, des voies de biodégradation de 

ces deux herbicides. 
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Chapitre 2. Caractérisation des voies de dégradation de la 

mésotrione et du nicosulfuron 

1. Caractérisation des voies de dégradation de la mésotrione 

L’identification de l’ensemble des métabolites produits et la description des voies de 

biodégradation de la mésotrione par la souche Bacillus megaterium Mes11 avaient déjà été 

réalisées avant mon arrivée au laboratoire (Batisson et al., 2009). Ces voies étant relativement 

bien conservées chez plusieurs genres bactériens (Bacillus, Pantoea, Escherichia), la souche 

Mes11 a alors été choisie comme modèle pour explorer plus en détails les mécanismes mis en 

jeu lors de la biotransformation de la mésotrione et identifier les gènes/enzymes impliqués 

dans chacune des étapes. 

1.1. Réponse du métabolisme global de la souche Bacillus megaterium Mes11 en présence 

de mésotrione 

Une méthode classiquement employée pour identifier les gènes responsables d’une 

fonction (ici la dégradation d’un herbicide) est la création d’une banque de mutants. Cette 

technique nécessite cependant par la suite de disposer d’un crible facile pour analyser les 

mutants. Dans notre étude, nous ne disposions pas de ce crible (ex. activité de dégradation de 

la mésotrione), puisque la seule solution était de réaliser des tests de dégradation de la 

mésotrione en milieu liquide suivis de dosages HPLC, et ceci, pour chaque mutant, ce qui 

n’était pas envisageable. 

Devant cette limite méthodologique, nous avons fait le choix de nous intéresser aux 

protéines différentiellement exprimées en présence ou en absence de mésotrione, en utilisant 

une technique peu utilisée dans le domaine environnemental : la 2D-DIGE (two-dimensional 

differential in-gel electrophoresis). La première partie des travaux, initiée avant le début de 

ma thèse, devait ainsi permettre de décrire la réponse adaptative du métabolisme de la souche 

en présence de mésotrione, voire d’identifier des enzymes impliquées dans la dégradation de 

cet herbicide. J’ai participé à l’analyse et à l’interprétation des résultats, qui ont fait l’objet 

d’un article, présenté en Annexe II (Bardot et al., 2015). 
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Principales conclusions de l’étude : 

L’exposition du protéome intracellulaire de B. megaterium Mes11 à la mésotrione a induit 

la variation de l’intensité de 32 spots protéiques. 

Parmi ces spots, 17 protéines ont pu être identifiées, principalement des protéines de stress, 

de stockage et des enzymes impliquées dans le métabolisme du carbone, du soufre ou de 

l’azote. 

Certaines des protéines différentiellement exprimées en présence de mésotrione ont des 

liens étroits avec plusieurs nitroréductases, connues pour être impliquées dans la dégradation 

de composés nitro-aromatiques. 

 

Aucune enzyme bactérienne n’avait à ce jour été décrite comme intervenant directement 

dans une des étapes de la biotransformation de la mésotrione. L’étude du protéome 

intracellulaire total de B. megaterium Mes11 ne nous a pas permis de révéler les protéines 

directement impliquées dans la dégradation de la mésotrione. Cependant, au regard de la 

structure chimique de la mésotrione et de ses métabolites, d’une part, et des réseaux de 

protéines révélés dans cette étude, montrant des liens étroits entre les protéines impliquées 

dans la réponse au stress mésotrione avec plusieurs nitroréductases (Bardot et al., 2015) 

d’autre part, nous avons donc émis l’hypothèse que ces enzymes participaient à la 

transformation de la mésotrione. 

1.2. Implication des nitroréductases dans la dégradation de la mésotrione par Bacillus 

megaterium Mes11 ? 

La mésotrione et un de ses métabolites classiquement retrouvés dans l’environnement (le 

MNBA) sont des dérivés nitro-aromatiques. Une des voies classiques de transformation de ce 

type de composés est la réduction du groupement -NO2 par des nitroréductases. 

Les nitroréductases bactériennes (E.C. 1.5.1.X) constituent une famille d’oxydoréductases 

catalysant la réduction de composés nitro-substitués à l’aide de flavine mononucléotide 

(FMN) ou flavine adénine dinucléotide (FAD) comme groupement prosthétique, et de 

nicotinamide adénine dinucléotide (NADH) et/ou nicotinamide adénine dinucléotide 

phosphate (NADPH) comme cofacteur et donneur d’électrons (Bryant et al., 1981; Muller, 

1991). La plupart des nitroréductases bactériennes ont des caractéristiques biochimiques 
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similaires. Ce sont des protéines assemblées en homo-dimères d’environ 30 kDa, actives sous 

cette forme dimérique, ayant un spectre de substrats relativement large. 

1.2.1. Mécanisme réactionnel des nitroréductases bactériennes 

Au sein du groupement -NO2, la liaison chimique entre l’atome d’oxygène et l’atome 

d’azote est une liaison polaire car l’atome d’oxygène est plus électronégatif que l’atome 

d’azote. Le pole positif a donc tendance à attirer les électrons, et est par conséquent 

facilement réduit (Spain, 1995). Les nitroréductases ont ainsi été classées en deux groupes 

selon leurs capacités à réduire les groupements -NO2 via des transferts mono ou bi-

électroniques, et en absence ou en présence d’oxygène, respectivement (Figure 30). 

 

 

Figure 30. Mécanisme réactionnel des nitroréductases de type I et II (De Oliveira et al., 2010). Composé nitro-
aromatique (1), intermédiaire nitroso (2) hydroxylamino (3), composé amino-substitué (4), radical anion nitro (5). 

1.2.1.1. Les nitroréductases de type I (insensibles à l’oxygène) 

Les nitroréductases de type I catalysent le transfert séquentiel de deux électrons du 

NAD(P)H vers le groupement -NO2 du dérivé nitro-substitué. Cette réaction peut se faire en 
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présence ou en absence d’oxygène, et mène à la production d’intermédiaires nitroso (-N=O), 

hydroxylamino (-NHOH) et finalement à l’amine primaire (NH2) (Figure 30). Le mécanisme 

réactionnel des nitroréductases de type I est le mécanisme ordonné Bi-Bi ping-pong 

caractérisé par la succession d’étapes suivantes : fixation du NAD(P)H, transfert des électrons 

au groupement prosthétique de l’enzyme (réduction du FMN en FMNH2), relargage du 

NAD(P)+, fixation du composé nitro-aromatique, transfert des électrons au groupement nitro 

(réduction du NO2 en N=O), relargage du composé nitroso, etc. (Bryant et al., 1981; Muller, 

1991) (Figure 31). L’intermédiaire hydroxylamine est souvent identifié lors des études sur la 

réduction du groupement -NO2, et il peut être, dans certains cas, le produit majoritaire de la 

nitro-réduction. En revanche, l’intermédiaire nitroso n’est que rarement observé en raison de 

sa très forte réactivité et de la vitesse de réaction du second transfert bi-électronique très 

supérieure à celle du premier transfert. 

 

 

Figure 31. Mécanisme réactionnel de type ordonné Bi-Bi ping pong des nitroréductases de type I : A = NAD(P)H, P = 
NAD(P)+, B = dérivé nitro-, nitroso- ou hydroxylamino-, Q = dérivé nitroso-, hydroxylamino- ou amino-, E = enzyme-FMN 
et E* = enzyme-FMNH2. 

1.2.1.2. Les nitroréductases de type II (sensibles à l’oxygène) 

Les nitroréductases de type II catalysent le transfert d’un électron au niveau du groupement 

-NO2 produisant un radical anion nitro qui réagit avec l’oxygène dissous pour former un 

radical superoxyde et régénérer le composé nitro-aromatique initial (Figure 30). Ce « cycle 

redox futile » peut être la cause d’un stress oxydant en raison de la grande quantité de 

radicaux superoxydes générés. La nitroréduction initiée par les nitroréductases de type II ne 

peut ainsi être réalisée qu’en absence d’oxygène (Peterson et al., 1979). 

1.2.2. Diversité des nitroréductases bactériennes de type I 

Les nitroréductases sont retrouvées chez de nombreux genres bactériens. Les 

nitroréductases de type I participent à la réduction de nombreux dérivés nitro-aromatiques tels 

que les nitrofuranes, le nitrobenzène, le nitrobenzoate, les nitrotoluènes (dont le 
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trinitrotoluène, TNT) ou encore les nitroimidazoles (Race et al., 2005; Olekhnovich et al., 

2009). Beaucoup d’entre elles, issues de souches bactériennes variées, ont été caractérisées 

structurellement et fonctionnellement (De Oliveira et al., 2010). 

Elles sont classées en deux grands groupes selon leur similarité avec les nitroréductases 

NfsA (Groupe A) et NfsB (Groupe B) de Escherichia coli (Bryant et al., 1981) (Figure 32). 

La nitroréductase NfsA est la nitroréductase majeure chez E. coli et elle est capable d’utiliser 

le NADPH comme donneur d’électrons, tandis que la nitroréductase NfsB est capable 

d’utiliser soit le NADPH, soit le NADH comme donneur d’électrons. 

 

Figure 32. Arbre phylogénétique des nitroréductases de type I (Roldán et al., 2008). Le groupe A inclut la nitroréductase 
majeure de E. coli (Zenno et al., 1996a) et les protéines homologues SnrA de Salmonella typhimurium (Nokhbeh et al., 
2002), PnrA de Pseudomonas putida JLR11 (Caballero et al., 2005) et FRP de Vibrio harveyi (Lei et al., 1994). Le groupe B 
inclut deux sous-groupes. Le sous-groupe B1 inclut la nitroréductase mineure de E. coli NfsB (Zenno et al., 1996b), les 
protéines NR et RNR de Enterobacter cloacae (Bryant and Deluca, 1991; Koder et al., 2001), la nitroréductase Cnr de 
Salmonella typhimurium (Watanabe et al., 1990), la nitroréductase PnrB de P. putida JLR11 (Caballero et al., 2005), 
l’oxydo-réductase FRaseI de Vibrio fischeri (Zenno et al., 1994), la quinone réductase DrgA de Synechocystis (Matsuo et al., 

1998) et la nitroréductase majeure NprA de Rhodobacter capsulatus (Perez-Reinado et al., 2005). Le sous-groupe B2 inclut la 
nitroréductase mineure NprB de R. capsulatus (Perez-Reinado et al., 2005) et d’autres nitroréductases de E. coli et de 
Salmonella (YdjA). 

1.2.3. Rôle physiologique des nitroréductases bactériennes 

Les fonctions biologiques des nitroréductases sont assez peu décrites dans la littérature. 

Des études ont suggéré leur rôle dans la réponse au stress oxydatif (Hassan and Fridovich, 

1978; Liochev et al., 1999; Lightfoot et al., 2000). C’est notamment le cas pour les 

nitroréductases de Bacillus subtilis et Staphylococcus aureus, dont l’expression est induite en 

présence d’oxydants connus pour perturber la balance redox thiol-disulfure intracellulaire 
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(Streker et al., 2005). Ce stress disulfure peut être considéré comme une sous-catégorie du 

stress oxydatif, caractérisé par la formation de ponts disulfures anormalement présents sur les 

protéines, et pouvant altérer la fonction des protéines suite à l’oxydation de groupements 

thiols. Les nitroréductases interviendraient donc en réduisant les oxydants responsables de ce 

stress. De plus, le gène nfsA chez E. coli, codant la nitroréductase NfsA, fait partie du système 

de régulation SoxRS activé en présence de paraquat, un composé connu pour générer des 

radicaux superoxydes (Hassan and Fridovich, 1978; Liochev et al., 1999). De même, les 

gènes snrA de Salmonella typhimurium et nprA de Rhodobacter capsulatus sont également 

induits en présence de paraquat (Zenno et al., 1994; Nixon et al., 2002). Ainsi, ces 

nitroréductases joueraient aussi un rôle dans le système de défense antioxydant chez les 

bactéries. 

Certaines nitroréductases, telles que la nitroréductase BluB décrite chez Selenomonas 

ruminantium, Sinorhizobium meliloti et Rhodobacter capsulatus, sont impliquées dans la 

biosynthèse de cobalamine (vitamine B12). Ce composé est un cofacteur pour de nombreuses 

enzymes intervenant dans la biosynthèse des acides gras, de la méthionine et des 

désoxynucléotides (Campbell et al., 2006). Les protéines DrgA de la cyanobactérie 

Synechocystis sp. et NfsB de E. coli ayant montré des capacités de réduction du fer(III) sont 

décrites comme potentiellement impliquées dans le métabolisme de ce métal (Takeda et al., 

2007). La nitroréductase FRaseI de Aliivibrio fischeri est, quant à elle, impliquée dans la 

bioluminescence en catalysant la réduction du FMN en FMNH2, nécessaire à la luciférase 

(Zenno et al., 1994, 1996a; b). 

Enfin, les nitroréductases peuvent conférer un avantage évolutif aux microorganismes qui 

les possèdent. Une hypothèse est que le rôle primitif des nitroréductases a été détourné au 

cours de l’évolution afin de permettre la réduction de composés nitro-aromatiques toxiques en 

des formes moins toxiques. Ainsi, les bactéries possédant des nitroréductases sont capables de 

vivre dans des environnements pollués par des composés nitro-aromatiques (Roldán et al., 

2008). 

Ces différents points viennent conforter notre hypothèse sur le rôle des nitroréductases 

dans la transformation de la mésotrione chez les souches bactériennes capables de transformer 

cet herbicide. Pour vérifier cette hypothèse, nous avons utilisé la souche Bacillus megaterium 

Mes11 comme modèle. 

Un moyen de confirmer cette hypothèse était d’inactiver les gènes codant les 

nitroréductases chez Mes11 par mutagénèse dirigée. Cette technique nécessite de pouvoir 

transformer la souche avec un plasmide porteur d’un transposon (ex. tn5). Cependant, aucune 



 

111 

 

des techniques de transformation testées (choc thermique, électroporation, protoplaste, 

conjugaison) n’a fonctionné sur la souche Mes11. Ces résultats n’étaient pas surprenants car 

les membres appartenant à l’espèce Bacillus megaterium sont connus pour être difficilement 

transformables (Brown and Carlton, 1980). 

Nous avons donc opté pour une autre approche, qui consiste à réaliser un criblage des 

nitroréductases de la souche Mes11 pour leur activité sur la mésotrione (et le MNBA). Dans 

un premier temps, ne disposant pas encore du génome séquencé de cette souche, nous avons 

procédé à la recherche de séquences de gènes de nitroréductases chez Bacillus megaterium en 

nous appuyant sur les séquences du génome de 3 souches de B. megaterium disponibles dans 

la base de données UniProtKB. Neuf gènes codant des nitroréductases ont été révélés. Ces 9 

gènes ont été amplifiés par PCR avec succès à partir de l’ADN génomique de la souche 

Mes11. Après clonage et séquençage, nous avons mis en évidence que les 9 nitroréductases de 

la souche Mes11 sont affiliées aux nitroréductases de type I, et plus précisément aux sous 

familles Nitroréductase 1, NfsB like nitroréductase, Arsenite oxydase, Nitroréductase 4 et 

Nfsa-FRP de la famille Nitro-FMN réductase (Figure 33). 

Il faut noter ici la présence d’un nombre de nitroréductases relativement important dans le 

génome de la souche Mes11, appartenant à 5 sous-familles différentes. Nous avons donc testé 

par la suite l’activité nitroréductase de chacune de ces enzymes pour identifier la(les)quelle(s) 

étai(en)t capable(s) de transformer la mésotrione et le MNBA. 
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Figure 33. Relations phylogénétiques des nitroréductases de B. megaterium Mes11 avec leurs homologues respectifs, sur 
la base des séquences en acides aminés. Les sous-familles de Nitro-FMN réductases et les sous-groupes des nitroréductases 
de type I (Roldán et al., 2008) sont également indiqués à droite de l’arbre. Barre d’échelle = 0,1 différence d’acide aminé par 
site. Embranchement ou classe : Firmicutes ( ), γ-Proteobacteria ( ) et Cyanobacteria ( ). 

NfsA FRP

Nitroreductase 4

Arsenite oxidase

NfsB like nitroreductase

Nitroreductase 1

B2

A

B1

B. cereus NAD(P)H nitroreductase gi|445995472

B. thuringiensis NAD(P)H nitroreductase gi|766603786

B. simplex NAD(P)H nitroreductase gi|736217234

P. alvei nitroreductase gi|544840327

B. megaterium Mes11 nitroreductase YdgI gi|902640177

E. marinum NAD(P)H nitroreductase gi|652429544

B. pumilus NAD(P)H nitroreductase gi|500860819

B. amyloliquefaciens NAD(P)H nitroreductase gi|505200324

B. subtilis NAD(P)H nitroreductase gi|518543240

B. flexus NAD(P)H nitroreductase gi|647637223

B. megaterium Mes11 nitroreductase NtrC gi|902640206

P. massiliensis NAD(P)H nitroreductase gi|517715091

L. monocytogenes NAD(P)H nitroreductase gi|502717102

E. faecalis nitroreductase gi|514901944

L. garvieae NAD(P)H nitroreductase gi|518124126

S. thermophilus NAD(P)H nitroreductase gi|754217565

S. xylosus NAD(P)H nitroreductase gi|655525048

B. brevis NAD(P)H nitroreductase gi|515818379

P. durus NAD(P)H nitroreductase gi|647244268

B. megaterium Mes11 nitroreductase YodC gi|902640197

B. cereus NAD(P)H nitroreductase gi|507061038

A. flavithermus NAD(P)H nitroreductase gi|692184367

G. caldoxylosilyticus NAD(P)H nitroreductase gi|516003997

Synechocystis sp. protein DrgA gi|2499211

E. cloacae retro-nitroreductase RNR gi|12232330

E. coli NAD(P)H nitroreductase NfsB gi|446273632

P. putida dihydropteridine reductase PnrB gi|499255844

V. fischeri NAD(P)H flavin oxidoreductase FRase1 gi|6016045

H. influenzae NAD(P)H nitroreductase gi|757820336

P. multocida NAD(P)H nitroreductase gi|492114519

Clostridium sp. NAD(P)H nitroreductase YfkO gi|697197058

S. epidermidis NAD(P)H nitroreductase gi|488415055

B. cereus NAD(P)H nitroreductase YfkO gi|727247411

B. thuringiensis NAD(P)H nitroreductase gi|446107880

B. weihenstephanensis NAD(P)H nitroreductase gi|501216879

B. amyloliquefaciens NAD(P)H nitroreductase YfkO gi|761803365

B. subtilis NAD(P)H nitroreductase gi|768927659

P. polymyxa NAD(P)H nitroreductase gi|647278362

B. pumilus NAD(P)H nitroreductase gi|640668896

B. flexus NAD(P)H nitroreductase YfkO gi|647314326

B. megaterium Mes11 nitroreductase YfkO gi|902640192

P. alginolyticus nitroreductase gi|656249747

B. simplex nitroreductase gi|701523941

B. megaterium Mes11 nitroreductase NtrA gi|902640215

B. coagulans nitroreductase gi|651962515

L. sphaericus cobalamin biosynthesis protein CbiY gi|738162949

B. simplex nitroreductase gi|701525716

B. megaterium Mes11 nitroreductase CbiY gi|902640201

S. enterica oxidoreductase YdjA gi|446261456

E. coli protein YdjA gi|331049267

P. agglomerans nitroreductase gi|666369906

P. aeruginosa nitroreductase gi|730381179

A. baumannii nitroreductase gi|746187851

E. faecium nitroreductase gi|514544400

P. graminis nitroreductase gi|647258417

C. beijerinckii nitroreductase gi|515776149

B. simplex nitroreductase gi|736216170

B. cereus nitroreductase gi|759596821

B. thuringiensis nitroreductase gi|446952688

B. flexus nitroreductase gi|647313174

B. megaterium Mes11 nitroreductase NtrG gi|902640181

B. amyloliquefaciens FMN reductase gi|515988686

B. subtilis oxidoreductase YcnD gi|82407579

B. flexus FMN reductase gi|647313107

B. megaterium Mes11 nitroreductase NfrA2 gi|902640187

B. weihenstephanensis NADPH oxidoreductase gi|666942645

B. amyloliquefaciens NADPH oxidoreductase gi|696300218

B. subtilis NADPH nitro/flavin reductase NfrA1 gi|521289080

B. pumilus NADPH oxidoreductase gi|810478726

E. aurantiacum NADPH oxidoreductase gi|657222032

B. simplex nitro/flavin reductase gi|701524349

B. flexus NADPH oxidoreductase gi|647313151

B. megaterium Mes11 nitroreductase NfrA1 gi|902640211

V. harveyi NADPH flavin oxidoreductase FRP gi|3023783

V. parahaemolyticus NADPH flavin oxidoreductase gi|658995544

P. profundum FMN reductase gi|752747281

A. actinomycetemcomitans nitroreductase gi|491714133

P. ananatis nitroreductase A gi|768327329

C. freundii nitroreductase A gi|721589485

E. cloacae nitroreductase A gi|779833156

E. coli NADPH nitroreductase NfsA gi|446111304

S. enterica nitroreductase SnrA gi|4336996

P. putida nitroreductase PnrA gi|499255885

S. maltophilia NADH oxidase gi|491563135
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Chacun des 9 gènes codant les nitroréductases de Mes11 ont ensuite été clonés dans un 

vecteur d’expression. 

Au cours de cette étape d’expression des protéines, j’ai été confronté à plusieurs difficultés 

concernant : 

 

- la solubilité des protéines recombinantes 

Chacune des 9 enzymes a été produite avec succès à l’aide du vecteur d’expression 

pEXP5-CT/TOPO (Invitrogen). Après 6 h d’induction avec 1 mM d’IPTG (Isopropyl β-D-1-

thiogalactopyranoside) à 37°C dans les cellules Escherichia coli BL21 StarTM (DE3) pLysS, 

seules 4 nitroréductases (NfrA1, CbiY, YfkO et NfrA2) sur 9 étaient solubles, les autres étant 

présentes en très grande majorité dans le culot (Figure 34). Ce phénomène est caractéristique 

de la formation de corps d’inclusion constitués d’agrégats de protéines. 

 

 

Figure 34. Analyse SDS-PAGE du culot (C) et du surnageant (S) suite à la centrifugation du lysat des bactéries 
hébergeant les vecteurs recombinants codant chacune des 9 nitroréductases de la souche Mes11, après 6 h d’induction. E = 
échelle de poids moléculaire. Les flèches indiquent les bandes correspondant à la taille attendue de la protéine recombinante 
(flèche rouge quand la bande est présente majoritairement ou uniquement dans le culot et flèche verte quand la bande est 
présente dans le culot et le surnageant). 

 

A ce stade des travaux, il n’était donc pas possible de purifier les 5 nitroréductases non 

solubles. J’ai donc testé d’autres conditions d’expression et d’induction pour tenter 

d’augmenter la fraction soluble de ces 5 enzymes. La formation des corps d’inclusion dépend 

des propriétés de chaque protéine, et peut être évitée notamment en diminuant la 

concentration en protéine recombinante produite (afin d’éviter l’agrégation), ou en 

ralentissant l’induction de l’expression. Ainsi, des tests ont été effectués en réalisant 

l’induction avec des concentrations plus faibles d’IPTG (gamme testée : de 1 mM à 0,05 

E      NtrA NfrA1  NtrC CbiY YodC YfkO NfrA2  NtrG YdgI

C      S      C      S        C       S        C      S            C       S        C      S        C       S          C       S       C      S

https://fr.wikipedia.org/wiki/Isopropyl_%CE%B2-D-1-thiogalactopyranoside
https://fr.wikipedia.org/wiki/Isopropyl_%CE%B2-D-1-thiogalactopyranoside
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mM), sans pour autant parvenir à produire les enzymes sous forme soluble. J’ai alors tenté de 

faire exprimer les 5 enzymes non solubles dans d’autres souches bactériennes (BL21 (DE3) 

pLysS, E. coli Rosetta-Gammi 2 (DE3) pLysS-RARE et E. coli Rosetta-Gammi B (DE3) 

pLysS-RARE, ces dernières étant connues pour avoir un taux de croissance plus lent), sans 

succès. Enfin, j’ai modifié la température et la durée d’induction de l’expression. Ainsi, en 

induisant l’expression des protéines à 4 °C pendant 3 jours, j’ai pu obtenir deux protéines 

solubles supplémentaires (NtrA et NtrG). Concernant les trois dernières enzymes (NtrC, 

YodC et YdgI), elles ont finalement pu être obtenues en réalisant les expressions en 

conditions standard d’induction (1 mM d’IPTG, 37°C, Escherichia coli BL21 StarTM (DE3) 

pLysS ; Figure 34) mais dans de grands volumes de culture (2 L), afin d’obtenir suffisamment 

de protéines dans le lysat bactérien pour réaliser les tests d’activité. 

 

- La mesure d’activité 

La caractérisation fonctionnelle des nitroréductases a nécessité une mise au point 

importante de la méthode de mesure d’activité enzymatique. Cette mise au point a tout 

d’abord concerné la détermination des optima de température et de pH de chaque enzyme. 

Ensuite, la détermination des paramètres cinétiques des enzymes (la constante de Michaelis-

Menten KM et la vitesse initiale maximale vmax) devant être réalisée dans les conditions 

initiales saturantes en substrats, il n’était pas possible de suivre la concentration en substrat 

nitro-aromatique par dosage en HPLC. Une mesure indirecte a donc été réalisée par mesure 

spectrophotométrique (absorbance à λ = 340 nm) afin de suivre en continu l’oxydation du 

NAD(P)H, cofacteur des nitroréductases, donneur d’électrons permettant la réduction du 

groupement –NO2 du substrat nitro-aromatique. 

Une fois les mises au point terminées, l’activité des protéines recombinantes purifiées a 

alors pu être testée. L’ensemble de ces travaux a fait l’objet de l’article ci-après (Carles et al., 

2016). 
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Principales conclusions de l’étude : 

 

Deux nitroréductases, NfrA1 et NfrA2, de la souche Bacillus megaterium Mes11 ont 

montré leur capacité à transformer totalement la mésotrione et le MNBA et ont été 

caractérisées fonctionnellement et structurellement. 

Elles appartiennent à la sous-famille NfsA-FRP des Nitro-FMN réductases. 

Ce sont des nitroréductases de Type I (insensibles à l’oxygène), assemblées en homo-

dimères, ayant une activité optimale à pH 6-6,5 et à 23-25 °C. 

Elles transforment la mésotrione et le MNBA, via un mécanisme réactionnel ordonné de 

type Bi-Bi Ping Pong. 

Elles sont également capables de transformer d’autres composés nitro-aromatiques tels que 

des insecticides et des antibiotiques. 

2. Caractérisation des voies de dégradation du nicosulfuron et toxicité des métabolites 

Les cultures d’enrichissement menées à partir de sol agricole de la plaine de Limagne ont 

permis d’isoler une souche capable de transformer le nicosulfuron. Cette souche a alors été 

utilisée pour identifier les voies de biotransformation de cette molécule. La toxicité des 

métabolites produits a également été évaluée par le test standardisé Microtox®. Ces travaux 

sont décrits dans l’article ci-après (Carles et al., 2017). 
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Figure S1. Phase contrast microscopy of P. fluorescens strain SG-1 (magnification x 

1000). 
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Figure S2. Neighbor-joining phylogenetic analysis based on the multiple alignment of 16S 

rDNA sequences of P. fluorescens SG-1 with its closest homologues, sulfonylurea herbicide-

degrading strains (in bold) and nicosulfuron-degrading strains (underlined). Bootstrap values 

(1000 replicates) higher than 50 % were indicated at branches. GenBank accession numbers 

are indicated in brackets. 
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Principales conclusions de l’étude : 

La souche P. fluorescens SG-1 transforme le nicosulfuron par un processus de co-

métabolisme en produisant deux métabolites majeurs issus du clivage de la liaison 

sulfonylurée : l’ADMP et l’ASDM. 

La toxicité de l’ADMP vis-à-vis de A. fischeri (test Microtox®) est 20 fois supérieure à 

celle du nicosulfuron. Cependant, le mélange ADMP + ASDM présente une toxicité réduite 

d’environ 17 fois comparée à l’ADMP seul, montrant un effet antagoniste de l’ASDM sur 

l’ADMP. 

La transformation du nicosulfuron formulé est plus faible que celle de la substance active 

pure, suggérant un effet inhibiteur des adjuvants. 

La souche SG-1 est capable de transformer deux autres sulfonylurées (le metsulfuron-

méthyle et le tribénuron-méthyle) en utilisant différentes voies, dont certaines n’avaient 

jamais été décrites à ce jour. 

 

 

Suite à la caractérisation des voies de dégradation de la mésotrione et du nicosulfuron, 

respectivement par les souches B. megaterium Mes11 et P. fluorescens SG-1, j’ai élargi mes 

recherches à l’étude de ces deux herbicides en mélange, en présence ou non du troisième 

herbicide ciblé dans mon étude : le S-métolachlore. 
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Chapitre 3. Mélange de mésotrione, nicosulfuron et S-

métolachlore : étude des voies de biotransformation et toxicité des 

métabolites 

N’ayant pas réussi à isoler de souches/consortia capables de dégrader simultanément les 3 

herbicides étudiés, j’ai alors été amené à recréer un consortium multi-dégradant en associant 

les souches B. megaterium Mes11 et P. fluorescens SG-1 transformant, respectivement, la 

mésotrione et le nicosulfuron. Les tests de transformation de la mésotrione et/ou du 

nicosulfuron ont été réalisés en condition de resting cells en MM (cf. Partie III, Chapitre 1, 

1.2.1) additionné ou non de 10 g L-1 de glucose et de 1 mM de mésotrione et/ou nicosulfuron. 

Le dosage des herbicides a été réalisé par HPLC (cf. Tableau 8). 

Le récapitulatif des tests réalisés et des résultats obtenus en termes de pourcentages de 

transformation de la mésotrione et du nicosulfuron (seuls ou en mélange) par les souches 

Mes11 et SG-1 (seules ou en consortium artificiel) est présenté dans le Tableau 10. Ces 

résultats préliminaires ont fait apparaitre que les deux souches pouvaient coexister et que ce 

consortium artificiel était capable de transformer la mésotrione et le nicosulfuron (Figure 35). 

La dégradation de la mésotrione est cependant légèrement ralentie quand les deux souches 

sont ensemble (environ 80 % de dégradation à t = 2 jours) en comparaison de sa dégradation 

par la souche Mes11 seule (100 % de dégradation à t = 1 jour) (Figure 35). Il faut également 

noter un taux de transformation du nicosulfuron par la souche SG-1 nettement moins élevé en 

conditions de resting cells (environ 20 % en 6 jours, Figure 35) qu’en croissance (environ 80 

% en 6 jours) (cf. Partie III, Chapitre 2, 2). 

 

Tableau 10. Taux de dissipation de la mésotrione (Méso) et du nicosulfuron (Nico) seuls ou en mélange, par les souches 
B. megaterium Mes11 et P. fluorescens SG-1 seules ou en consortium artificiel. Les tests de dégradation ont été réalisés en 
condition de resting cells, dans du MM + herbicide (1 mM chacun), avec ou sans glucose (10 g L-1). Les résultats 
correspondent à des taux de transformation après 6 jours d’incubation. 

  
Mes11 SG-1 Mes11 + SG-1 

  
+ glucose - glucose + glucose - glucose + glucose - glucose 

 
Méso 100.0 100.0 18.0 0.0 100.0 100.0 

 
Nico 87.0 0.0 23.5 0.0 82.5 0.0 

Mix 
Méso 100.0 100.0 8.3 0.0 92.0 100.0 

Nico 80.0 0.0 30.0 0.0 86.0 0.0 
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Nous avons également pu mettre en évidence, que la souche Mes11, en plus de transformer 

la mésotrione, était également capable de transformer plus efficacement le nicosulfuron en 

condition de co-métabolisme et de resting cells que la souche SG-1 (Figure 35, Tableau 10).  

Devant ce résultat inattendu, j’ai par la suite fait le choix d’utiliser la souche B. 

megaterium Mes11 seule pour étudier les voies de transformation des deux herbicides en 

mélange. 

 

Figure 35. Cinétiques de dissipation de la mésotrione (A) et du nicosulfuron (B) seuls par les souches B. megaterium 
Mes11, P. fluorescens SG-1 et du mélange équimolaire (1 mM chacun) des deux herbicides par le consortium des deux. Les 
données correspondent au pourcentage résiduel de chaque molécule (aire du pic de la molécule dans le chromatogramme 
HPLC à un instant t divisée par l’aire du pic à t = 0 jours). 

 

Dans un premier temps, j’ai donc été amené à élucider la voie de biotransformation du 

nicosulfuron chez la souche B. megaterium Mes11, et dans un 2nd temps, à étudier la 

transformation du mélange nicosulfuron/mésotrione par la souche Mes11, et ceci en présence 

ou en absence de S-métolachlore, le troisième herbicide du mélange qui n’est pas transformé 

par la souche, mais qu’elle est capable de tolérer. La toxicité des métabolites de la mésotrione 

et du nicosulfuron a également été déterminée à l’aide du test standard Microtox®. Les 

résultats de cette étude sont présentés dans l’article ci-après (en préparation). 
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Abstract 

The Environmental Risk Assessment (ERA) of chemicals is of great concern in the case of 

unintentional mixture of pesticides coming from agricultural lands treated with a variety of 

pesticides. We focused our work on a mixture of three herbicides composed of mesotrione (β-

triketone), nicosulfuron (sulfonylurea) and S-metolachlor (chloroacetanilide) commonly 

applied on maize crops in a short period of time. The biotransformation pathways of 

mesotrione and nicosulfuron were qualitatively and quantitatively determined with a model 

bacterial strain (Bacillus megaterium Mes11) isolated from an agricultural soil, able to 

biotransform both these herbicides. Although these pathways were not affected in the case of 

binary or ternary herbicide mixtures, kinetics of the parent herbicide disappearance as well as 

those of the metabolite formation were strongly modulated. The toxicity of the parent 

compounds and metabolites has been evaluated for individual compounds and mixtures with 

the standardized Microtox® test. Synergistic interactions have been pointed out for all the 

parent compound mixtures, while synergistic, antagonistic or additive toxicity was found for 

metabolite mixtures, depending on the mixture. Overall, the results highlight the need to take 

into account active ingredient and metabolites for the determination of environmental fate, 

toxicity and ERA of pesticide mixtures. 

Keywords: Pesticide mixture; Simultaneous biotransformation; Environmental Risk 

Assessment; Microbial toxicity 
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Introduction 

Agricultural practices have considerably evolved over the last decades in accordance with 

the Integrated Pest Management (IPM), which includes different management practices to 

grow healthy crops and minimize the use of pesticides. This trend led to the introduction of 

new-generation pesticides applied at lower doses than the former ones. However, these “low-

dose” pesticides are often used in mixture to improve their efficiency and the range of weeds 

treated. In return, it can lead to a potential contamination of surface and ground water by a 

variety of compounds coming from various sources. The Environmental Risk Assessment 

(ERA) of such unintentional mixtures is a great challenge because of their complex 

composition, many of the compounds being unidentified and toxicity data being lacking 

(Kienzler et al., 2014). However, the regulatory requirements for mixture ERA is not or only 

partially addressed without specific recommendations under the legislation of the European 

Union as for the Environmental Impact Assessment (Dir 2011/92/EC), the Integrated 

Pollution Prevention and Control (Dir 2010/75/EC), the Waste and waste streams Directive 

(Dir 2008/98/EC), the Water Framework Directive (Dir 2006/60/EC) and the Groundwater 

Directive (Dir 2006/118/EC) (Kienzler et al., 2016). 

The mixture risk assessment can be based on the (eco)toxicological data of individual 

compounds combined with the chemical concentration data, allowing the prediction of a 

mixture toxicity using a mathematical model. However, this approach requires detailed 

information regarding the identity, concentration and toxicity of the individual compounds, 

and is limited because it does not consider synergistic effects, known to be possible with 

pesticides (Kienzler et al., 2016). Moreover, linking toxic effects and monitoring data of 

environmental surveys can only be carried out with compounds that are identified. Active 

substances or metabolites that are not analysed or detected because of their low concentrations 

are not considered, although they can have an impact. The identification of biodegradation 

pathways of chemicals in mixture (i.e. identification of metabolites) is therefore of great 

concern to include all parent compounds and transformation products potentially found in a 

given environment in monitoring studies. 

Up to now, only a few studies investigated the simultaneous biodegradation of several 

pesticides either by natural microbial consortia (Kengara et al., 2010; Kulshrestha and 

Kumari, 2010; Pino and Peñuela, 2011; Ortiz-Hernandez, 2014), artificial consortia composed 

of single-pesticide degrading strains (Rama Krishna and Philip, 2011; Abraham et al., 2014) 

or genetically engineered bacteria (Shimazu et al., 2001; Jiang et al., 2007; Yang et al., 2010, 

2013; Cao et al., 2013). Nevertheless, very few studies have illustrated the capability of a 
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single microbial strain isolated from the environment to simultaneously degrade several 

mixed pesticides from different chemical families (Lü et al., 2008; Karas et al., 2010; 

Kulshrestha and Kumari, 2010). Moreover, these studies are often limited to the measure of 

pesticide degradation rates and are not interested in the fate and toxicity of both parent 

compounds and metabolites, alone or in mixture. 

We focused our work on three herbicides, commonly applied in a short period of time on 

maize crops: mesotrione (β-triketone), nicosulfuron (sulfonylurea) and S-metolachlor 

(chloroacetanilide). Mesotrione (2-(4-methylsulfonyl-2-nitrobenzoyl)cyclohexane-1,3-dione) 

is a selective herbicide inhibiting the carotenoid biosynthesis of a wide range of broad-leaved 

and grass weeds in maize, with a  recommended field dose (RD) of 150 g AI ha-1 (Mitchell et 

al., 2001). Two major metabolites, AMBA (2-amino-4-methylsulfonylbenzoic acid) and 

MNBA (4-methylsulfonyl-2-nitrobenzoic acid) are often detected in the environment 

(Alferness and Wiebe, 2002). Both these metabolites possess higher persistence in soil than 

the parent compound (Barchanska et al., 2016) and AMBA was found to be more toxic than 

mesotrione toward Aliivibrio fischeri (Bonnet et al., 2008). Nicosulfuron (2-[(4,6-

dimethoxypyrimidin-2-ylcarbamoyl)sulfamoyl]-N,N-dimethylnicotinamide) is a selective 

herbicide inhibiting the branched-chain amino acid biosynthesis of annual grass, broad-leaved 

and perennial weeds, with a RD of 60 g AI ha-1 (Schloss, 1990). The major transformation 

pathway of nicosulfuron is the hydrolysis of the sulfonylurea bridge, leading to ADMP (2-

amino-4,6-dimethoxypyrimidine) and ASDM (2-(aminosulfonyl)-N,N-dimethyl-3-

pyridinecarboxamide), ADMP being more toxic than the parent compound (Carles et al., 

2017). S-metolachlor (2-chloro-N-(2-ethyl-6-methylphenyl)-N-[(1S)-2-methoxy-1-

methylethyl]acetamide) is the active enantiomer of metolachlor, which replaces the racemic 

mixture banned in 2003 in France. It inhibits the very long chain fatty acid (VLCFA) 

biosynthesis of annual grass, and broad-leaved weeds, with a RD of 1920 g AI ha-1 (Gotz and 

Boger, 2004). The concentration of its major metabolites (metolachlor oxalinic acid (OXA) 

and ethan sulfonic acid (ESA)), which are less adsorbed on soil, are often higher in water than 

that of the parent compound (Kolpin et al., 2004; Baran and Gourcy, 2013). 

These herbicides are applied sequentially in pre-emergence (S-metolachlor) and in post-

emergence (mixture of nicosulfuron and mesotrione) in maize crops to replace atrazine, 

banned in 2003 due to its high toxicity on numerous organisms (Graymore et al., 2001), its 

persistence and its transfer into the environment. Despite the predictability of their co-

occurrence due to their quasi-simultaneous applications on the same crop, combinations of 

these herbicides have not extensively been studied, notably regarding their biotransformation, 
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which is assumed to be the predominant process involved in their environmental fate. Several 

isolated microbial strains, able to biotransform each herbicide separately, have already been 

described: for mesotrione (Durand et al., 2006, 2010; Batisson et al., 2009; Pileggi et al., 

2012; Liu et al., 2015; Romdhane et al., 2015), for nicosulfuron (Yang et al., 2008; Zhang et 

al., 2012; Song et al., 2013; Zhao et al., 2015a; b; Carles et al., 2017; Wang et al., 2016), and 

in a lesser extend for S-metolachlor (Martins et al., 2007). Some studies have also 

investigated the microbial toxicity (Microtox®) of pure active ingredients and formulations 

(alone or in mixture) of the three herbicides (Bonnet et al., 2008; Joly et al., 2013). However, 

no data are available concerning the biotransformation kinetics of these herbicides and the 

toxicity of parent compounds and/or metabolites when they are in mixture. 

A preliminary screening of several bacterial strains for their ability to transform the three 

herbicides revealed that Bacillus megaterium Mes11 (previously isolated from an agricultural 

soil by Batisson et al. (2009) and described for its mesotrione-degrading activity) was also 

able to transform nicosulfuron. The aims of this study were therefore to determine for this 

model strain: (i) the biotransformation pathways of each of the three studied herbicides, (ii) 

the effects of each compound on the biotransformation of the other ones, and (ii) the toxicity 

of the parent compounds and metabolites, alone or in mixture, with the standardized 

Microtox® bioassay according to the biotransformation kinetics. The present study will 

therefore give relevant information on the biotransformation and toxicity of the studied 

pesticide mixture, allowing the implementation of databases for a comprehensive and 

exhaustive ERA. 

 

Experimental 

Bacterial strain, chemicals and media 

The bacterial strain Bacillus megaterium Mes11 was previously isolated from an 

agricultural soil (Batisson et al., 2009). Nicosulfuron (Pestanal, purity 99.6%), mesotrione 

(Pestanal, purity 99.9%), S-metolachlor (Pestanal, purity 98.4%), AMBA (2-Amino-4-

(methylsulfonyl)benzoic acid)  and ADMP (2-amino-4,6-dimethoxypyrimidine, purity 98.0%) 

were purchased from Sigma Aldrich (France) and ASDM (2-(aminosulfonyl)-N,N-dimethyl-

3-pyridinecarboxamide, purity 98%) from J and K Scientific (Germany). Glucose-mineral salt 

medium (GSM), pH 6.7, was composed of (/L): 5 g glucose, 1 g (NH4)2HPO4, 1 g KH2PO4, 1 

g KNO3, 0.2 g MgSO4.7H2O, 0.1 g NaCl, 0.02 g CaCl2, 0.005 g FeSO4.7H2O, 1 mL of a salt 

stock solution and 1 mL of a vitamin stock solution. The salt stock solution contained (/L): 20 

g boric acid, 18 g MnSO4.H2O, 2 g ZnSO4, 1 g CuSO4, 2.5 g Na2MoO4, 0.01 g Co(NO3)2. The 
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vitamin stock solution contained (/L): 2 mg biotin and 5 mg thiamine-HCl. Tryptic soy broth 

(TS) medium (Sigma Aldrich, France) is composed of (/L): 17 g casein peptone, 3 g soya 

peptone, 5 g NaCl, 2.5 g K2HPO4, 2.5 g glucose (pH 7.3). 

 

Biotransformation assays 

The strain Mes11 was grown in 2 L portions of TS broth supplemented with 0.1 mM 

mesotrione, in 5 L flasks incubated à 28 °C on a rotary shaker (150 rpm). The cells (750 mL 

of the culture) were harvested after 24 h of culture and centrifuged at 8 000 x g for 15 min at 4 

°C. The bacterial pellet was washed in NaCl (8 g/L). The resting cells were then resuspended 

in 150 mL of GSM supplemented with 1 mM of mesotrione, nicosulfuron and S-metolachlor, 

either alone, in binary or ternary mixtures. Uninoculated media served as abiotic controls. 

Each condition was carried out in triplicate. The cultures were incubated in the dark at 28°C 

under agitation at 150 rpm on a rotary shaker and sampled periodically (3 x 1 mL). The 

samples were frozen at -25°C until analysis by HPLC, 1H NMR and LC/ESI-MS. 

 

Analysis of the herbicides and their metabolites 

Analysis by HPLC 

The herbicide analyses were monitored by HPLC on an Agilent Series 1100 

chromatograph, equipped with a Diode Array Detector (DAD) and a reverse phase column 

(Zorbax Eclipse XDB-C18, 3.5 µm, 75 mm x 4.6 mm) at 22°C. The mobile phase was 

composed of acetonitrile (Solvent A) and acidified water (H3PO4, 0.01% v/v; pH 2.9) 

(Solvent B) used at a flow rate of 1 mL/min and with different linear gradients according to 

the herbicide analysed (Table 1). Injection volume: 5 µL. Flow: 1 mL/min. Each sample was 

injected twice. 

Table 1. HPLC conditions for the analysis of herbicides and their metabolites. 

 Nicosulfuron S-metolachlor Mesotrione / 

Mixture 

    

Mobile phase, 

% acetonitrile 

(v/v) 

0-1 min: 2%                                                                                                                                               

1-10 min: 2-70%  

10-13 min: 70-100% 

13-13.3 min: 100-2%  

13.3-15 min: 2% 

0-1 min: 2%                                                                                                                                                

1-17 min: 2-70%   

17-22 min: 70-100%  

22-22.3 min: 100-2%  

22.3-25 min: 2 % 

0-5 min: 5%                                                                                                                                               

5-30 min: 5-70%   

30-32 min: 70-100%  

32-33 min: 100-5%  

33-35 min : 2% 

λ (DAD) 254 nm 220 nm 220 nm 

254 nm 

λex (FLD) 

λem (FLD) 

220 nm 

430 nm 

220 nm 

430 nm 

220 nm 

430 nm 
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Analysis by 1H NMR 

1H Nuclear Magnetic Resonance (NMR) analyses were performed at 25°C at 500.134 MHz 

on an Avance 500 Bruker spectrometer (Bruker Biospin, Wissembourg, France) equipped 

with a triple-resonance (1H, 13C, 15N) inverse probe with 5-mm-diameter tubes containing 600 

L of sample (540 µL of supernatant with 60 µL of a 5 mM of tetradeuterated sodium 

trimethylsilylpropionate), with water being suppressed by a classical two phase-shifted pulse 

saturation sequence (double pulsed field gradient echo sequence WATERGATE) according to 

Durand et al. (2010). 

 

Analysis by LC-MS 

LC/ESI-MS analyses were performed on a ThermoScientific UHPLC Ultimate 3000 RSLC 

coupled with an Orbitrap Q-Exactive analyser. The crude supernatants were harvested (5 min 

at 13,000 g) before LC-MS analyses and directly injected in the LC-MS system without any 

further treatment. The analyses were carried out in positive mode. The UHPLC was equipped 

with a Kinetex EVO C18; 100 x 2.1 mm; 1.7 µm (Phenomenex) at 30°C with a gradient 

acetonitrile + 0.1% Formic acid (Solvent A) and water + 0.1% Formic acid (Solvent B): 0–7.5 

min: 5–99 % A (linear); 7.5– 8.5 min: 99 % A; 8.5-9 min: 99–5 % A; 9–11 min: 5 % A. Flow: 

0.45 mL/min. For the mass spectrometer, gaseous N2 was used as nebulizer gas (50 L/h). The 

spray voltage was 3.2 kV. 

 

Modelling of the herbicide degradation and metabolite formation/disappearance kinetics 

Parent compound and metabolite degradation 

The transformation kinetics of the parent herbicides and metabolites were fitted with the 

DFOP (Double First-Order in Parallel) model using the CAKE (Computer Assisted Kinetic 

Evaluation) V 3.2 software (Tessella Technology & Consulting, UK), characterized by the 

following equation: 

𝐶𝑡 = 𝐶0𝑔−𝑘1𝑡 + 𝐶0(1 − 𝑔)−𝑘2𝑡          (Equation 1) 

where t is the incubation time, Ct the chemical concentration at time t, C0 the initial 

concentration of the parent herbicide or the maximal concentration of the intermediate 

metabolites, g the fraction of C0 applied to the first term of the equation 1 (i.e. the fraction of 

the initial chemical that degrades at the fastest rate), k1 and k2 the rate constants for the first 

and the second terms of the equation 1, respectively (in days-1). The dissipation time x (DTx) 

value is the time required for the concentration to decline to x % of the initial value. 
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Metabolite production 

The kinetics of the metabolite production (intermediate metabolites and end-products) was 

fitted with the DoseResp function of the OriginPro V8 software (Origin Lab Corporation, 

USA), characterized by the following equation: 

𝐶𝑡 =
𝐶𝑚𝑎𝑥

1 + 10(ℎ50 − 𝑡)(𝑝)
          (Equation 2) 

where t is the incubation time, Ct the chemical concentration at time t, Cmax the maximal 

concentration of this chemical, h50 the time required for the concentration to reach 50 % of the 

final value and p the rate constant. 

 

Mixture toxicity assays 

Mixture ratio 

The mixtures of the active ingredients and/or metabolites were carried out according to the 

initial concentration of the parent compounds (starting condition) and the final concentration 

of the transformation products (after 20 days of incubation). In our study, all the ratios were 

1:1 (binary mixture), 1:1:1 (ternary mixture), and 1:1:1:1 (quaternary mixture), except for 

mixtures containing AMBA wich has a proportion of 0.31. 

 

Microtox® assays 

The herbicides and their metabolites were dissolved in DMSO, and the median inhibitory 

concentration (IC50) of each mixture of chemicals on Aliivibrio fischeri bioluminescence was 

measured after 15 min of incubation as previously described (AZUR-Environmental, 1996; 

Bonnet et al., 2008; Joly et al., 2013). 

 

Modelling of mixture toxicity 

The mixture toxicities were compared with the expected toxicity values predicted by the 

Concentration Addition (CA) model (Berenbaum, 1985). The prediction of combined effects 

of mixture-components based on CA can be expressed as: 

𝐼𝐶50,   𝑚𝑖𝑥 = (∑
𝑝𝑖

𝐼𝐶50,   𝑖

𝑛

𝑖=1

)

−1

       (Equation 3) 

where IC50, mix is the total concentration of the mixture that causes 50 % inhibition, pi the 

proportion of the ith component in the mixture, n is the number of components in the mixture, 

and IC50, i the median inhibitory concentration of the ith compound when applied alone. 
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The synergy was evaluated with the ratio of predicted versus observed IC50 values, called 

Model Deviation Ratio (MDR) and defined as: 

𝑀𝐷𝑅 =  
𝐸𝑥𝑝𝑒𝑐𝑡𝑒𝑑

𝑂𝑏𝑠𝑒𝑟𝑣𝑒𝑑
          (Equation 4) 

where “Expected” corresponds to the IC50, mix predicted by the CA model, and “Observed” 

is the IC50, mix observed with the Microtox® test (i.e. the concentration of each component in 

the mixture causing 50 % inhibition of A. fischeri bioluminescence). The compounds were 

then classified as synergistic (MDR > 2), additive (0.5 ≤ MDR ≤ 2), or antagonistic (MDR < 

0.5). 

 

Statistical analyses 

Statistical analyses were carried out using the OriginPro 8 software. The differences in IC50 

values of the parent compounds and metabolites, alone or in mixture, were assessed using 

one-way ANOVA. The normality and homogeneity of variance were checked prior to 

ANOVA analysis (Kolmogorov Smirnov’s and Levene’s tests, respectively, P < 0.05). 

Separate post hoc comparisons (Tukey’s test, P < 0.05) were applied to determine differences 

in IC50 values of the parent compounds and metabolites, alone or in combination. 

The differences in degradation kinetic parameters and DT50 values of parent compounds 

and metabolites, alone or in mixture, were assessed in the same manner. Separate post hoc 

comparisons (Tukey’s test, P < 0.05) were applied separately for each compound on 

parameters or DTx, to determine differences between conditions (alone or in mixture). 

 

Results and Discussion 

Biotransformation kinetics of each herbicide by Bacillus megaterium Mes11  

Mesotrione 

Both HPLC and 1H NMR analyses revealed a complete removal of mesotrione (1 mM) 

within 5.5 h of incubation with the strain Mes11 (Figure 1A), four to five-times faster than 

that observed previously (Batisson et al., 2009). The increase of the mesotrione 

biotransformation rate observed in our study could be due to the presence of glucose (5 g L-1) 

during the biodegradation step, that could lead to a different physiological state of Mes11 

strain compared to what was observed in minimal medium without glucose used in the 

previous study (Batisson et al., 2009). 
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Figure 1. Comparative biotransformation kinetics of mesotrione (alone or in mixture) by Bacillus megaterium 

Mes11. Mesotrione alone ( ) or with nicosulfuron ( ), S-metolachlor ( ) or nicosulfuron 

and S-metolachlor ( ). (A) mesotrione, (B) AMBA, 2-Amino-4-(methylsulfonyl)benzoic acid (C) M2 
and (D) M3, hydroxylamino and isoxazolol derivatives of mesotrione, respectively. The values are means ± 
standard errors (n ≥ 3) of experimental data. Fitting curves are also indicated (decreasing concentration = DFOP 

model, increasing concentration = DoseResp model). 

 

The mesotrione metabolites, identified by 1H NMR and LC-MS, were the same as those 

previously described (Figure 2A): two transitory metabolites, an hydroxylamino derivative 

(M2) obtained by reduction of the nitro group of mesotrione, in equilibrium with its cyclized 

form isoxazolol (M3) formed by an intramolecular cyclization of the hydroxyl moiety of the 

hydroxylamine on the nearest carbonyl group, were observed and transformed into AMBA, 

which accumulated in the medium (Figures 1B-D) (Batisson et al., 2009). The presence of 

glucose has therefore not changed the biotransformation pathway of mesotrione by Mes11 

strain. 
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Figure 2. Proposed scheme of (A) mesotrione and (B) nicosulfuron biotransformation by Bacillus megaterium 

Mes11 in GSM. The thick and thin arrows show the main and the minor pathways, respectively. AMBA, 2-

Amino-4-(methylsulfonyl)benzoic acid; M2 and M3, hydroxylamino and isoxazolol derivatives of mesotrione, 

respectively; ADMP, 2-amino-4,6-dimethoxypyrimidine; ASDM, 2-(aminosulfonyl)-N,N-dimethyl-3-

pyridinecarboxamide; N3, 2-(1-(4,6-dimethoxy-pyrimidin-2-yl)-ureido)-N,N-dimethyl-nicotinamide; N4, 2-(4,6-

dimethoxy-pyrimidin-2-yl)-N,N-dimethyl-nicotinamide. 

 

The M2 and M3 transitory metabolites reached their maximal concentrations (about 0.5 

and 0.65 mM, respectively) after 8 and 19 h of incubation, respectively, and have completely 

disappeared after 8 and 20 days of incubation (Figures 1C and 1D). The increase of the 

AMBA concentration (end-product) was more rapid in presence of glucose than in its absence 

(i.e. compared to data from Batisson et al. (2009)), which is consistent with the faster 

transformation of mesotrione observed in our study. Additionally, its final concentration was 

higher in presence of glucose (0.45 mM) than in its absence (0.30 mM). The presence of 

glucose has therefore not only accelerated the transformation of mesotrione, but also the 

production of AMBA and increased its final concentration. 
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Figure 3. Comparative biotransformation kinetics of nicosulfuron (alone or in mixture) by Bacillus megaterium 

Mes11. Nicosulfuron alone ( ) or with mesotrione ( ), S-metolachlor ( ) or mesotrione and 

S-metolachlor ( ). (A) nicosulfuron, (B) ASDM, 2-(aminosulfonyl)-N,N-dimethyl-3-
pyridinecarboxamide (C) ADMP, 2-amino-4,6-dimethoxypyrimidine and (D) N3, 2-(1-(4,6-dimethoxy-

pyrimidin-2-yl)-ureido)-N,N-dimethyl-nicotinamide. The values are means ± standard errors (n ≥ 3) of 
experimental data. Fitting curves are also indicated (decreasing concentration = DFOP model, increasing 

concentration = DoseResp model). 

 

Nicosulfuron 

Preliminary tests showed that B. megaterium Mes11 strain was not able to biotransform 

nicosulfuron in resting cell conditions without glucose (data not shown). However, in GSM, 

the Mes11 strain totally transforms this herbicide within 20 days (Figure 3A), indicating that 

nicosulfuron is not used as a carbon source but is only co-metabolically transformed, as 

described for all the other nicosulfuron-transforming strains isolated until now (Lu et al., 

2012; Zhang et al., 2012; Song et al., 2013; Zhao et al., 2015a; Carles et al., 2017; Wang et 

al., 2016). The fast dissipation of nicosulfuron observed within 19 h of incubation (about 80% 

of dissipation, Figure 3A) resulted mainly from an adsorption of nicosulfuron on bacteria. 

This step was then followed by the transformation of nicosulfuron (from 20 h to 20 days), 

leading to the quantitative formation of three major metabolites identified by LC-MS and 1H 

NMR analyses (Figures 3B-D). Two of them resulted from the cleavage of the C-N bound of 
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the sulfonylurea bridge: ASDM (2-aminosulfonyl-N,N-dimethyl-nicotinamide) and ADMP 

(2-amino-4,6-dimethoxypyrimidine). A third metabolite (N3), resulted from the cleavage of 

the C-S bond of the sulfonylurea bridge and contraction by elimination of the sulfur dioxide 

group, was identified as 2-(1-(4,6-dimethoxy-pyrimidin-2-yl)-ureido)-N,N-dimethyl-

nicotinamide, as already described with three other nicosulfuron-transforming strains, 

Talaromyces flavus LZM1, Alcaligenes faecalis ZWS11 and Pseudomonas fluorescens SG-1 

(Song et al., 2013; Zhao et al., 2015a; Carles et al., 2017). A very minor metabolite (N4, 2-

(4,6-dimethoxy-pyrimidin-2-yl)-N,N-dimethyl-nicotinamide) was also detected by LC-

(+)ESI-MS, corresponding to the hydrolysis of the N3 urea function (Figure 2B). 

Both ASDM and ADMP concentrations reached about 0.8 mM as soon as 8 days of 

incubation, while N3 concentration did not exceeded 0.1 mM (Figures 3B-D). These results 

indicate that the major transformation pathway of nicosulfuron is the hydrolytic cleavage of 

the sulfonylurea bridge leading to the formation of ASDM and ADMP, which is a common 

(bio)transforming pathway of sulfonylurea herbicides (Sarmah and Sabadie, 2002; Kim et al., 

2003; Luo et al., 2008; Ma et al., 2009; Xu et al., 2009; Carles et al., 2017). ADMP was also 

identified with all the nicosulfuron-transforming strains reported in the literature and can be 

therefore described as a common metabolite. 

 

S-metolachlor 

S-metolachlor was not transformed by the strain Mes11 since the initial and final (after 20 

days of incubation) S-metolachlor concentrations were similar. 

 

Biotransformation kinetics of the herbicide mixtures by B. megaterium Mes11 

The same mesotrione and nicosulfuron metabolites were identified in the absence or in the 

presence of the other herbicides, indicating no effect of the studied herbicides on the 

biotransformation pathway of mesotrione (Figures 1 and 2A) and nicosulfuron (Figure 2B and 

3). However, some differences could be identified in terms of transformation kinetics. 
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The fitting of mesotrione transformation by the DFOP model was satisfactory (r2 > 0.97) 

(Table 2). This model corresponds to the sum of two first order terms (see Experimental 

section, Equation 1). The term with the faster rate dominates the early degradation step 

whereas the term with the slower rate dominates the later part of the degradation curve. The 

DFOP model can be applied both on mono and bi-phasic degradation curves (EPA, 2015). 

Mesotrione kinetics being mono-phasic (Table 2, Equation 1) g values are closed to 1 and the 
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second terms are negligible. The comparisons of mesotrione kinetic parameters were therefore 

only performed for k1, DT50 and DT90. The kinetics of nicosulfuron disappearance were well 

fitted by the DFOP model (r2 > 0.93), which corresponds here to a bi-phasic decrease, as 

attested by g values relatively far from 1 (Table 3). 

 

 

Effects of nicosulfuron and/or S-metolachlor on the biotransformation of mesotrione 

The disappearance of mesotrione was faster in presence of S-metolachlor compared to the 

transformation of mesotrione alone (independently of the presence of nicosulfuron) (Figure 
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1A), as attested by the differences observed between rate constant k1 and DT50 (Figure 4A, 

Table 2, Tukey’s test, P < 0.05). These effects led to lower mesotrione DT50 and DT90 in the 

presence of S-metolachlor but the differences tend to be less pronounced with time when 

nicosulfuron is added to the cocktail, as attested by the DT90 values (Figure 4B, Tukey’s test, 

P < 0.05). These results indicate that the biotransformation of mesotrione was accelerated by 

S-metolachlor. 

 

 

Figure 4. Values of DT50 and DT90 (Dissipation Time of 50 % and 90 %) of (A, B) mesotrione and (C, D) 

nicosulfuron, alone or in mixtures. Mesotrione (Meso), nicosulfuron (Nico), S-metolachlor (S-meto). The values 

are means ± standard errors (n = 3). Significant differences between conditions are indicated by lowercase letters 

a < b < c (Tukey’s test, P < 0.05). 

 

The positive effect of mixing pesticides on their transformation has already been described 

for the degradation of chlorpyrifos, monocrotophos (organophosphorus) and endosulfan 

(organochlorine) by an artificial bacterial consortium (Abraham et al., 2014). Although the 

biodegradation of contaminants may be enhanced by the presence of other compounds which 

serve as additional carbon sources for degrading microorganisms (Ogunseitan and Olson, 

1993), this is probably not the case in the present study, because S-metolachlor was not 
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metabolized by the strain Mes11. A most suitable explanation could be linked to the 

modification of the cell membrane permeability by a pesticide which allows the entrance of 

another one into the cell, as described in the case of chlorothalonil and atrazine (DeLorenzo 

and Serrano, 2003). S-metolachlor could therefore facilitate the entrance of mesotrione into 

the cells where its biotransformation can occur more rapidly. S-metolachlor may also induce 

the expression of the mesotrione-transforming enzymes, NfrA1 and NfrA2 nitroreductases 

(Carles et al., 2016), as previous studies have shown an activation of the nitroreductase 

regulatory system by pesticides such as paraquat (Roldán et al., 2008). 

Some significant differences between conditions were observed for the kinetic parameters 

of the formation/disappearance of M2 and M3 (Table 2 and Figure 1C and D, Tukey’s test, P 

< 0.05). It is difficult to conclude on these differences between conditions because these 

compounds are transitory metabolites and their kinetic parameters depend on many unknown 

phenomena, such as dynamic equilibrium between M2 and M3, flows from mesotrione and to 

AMBA. However, the identification and quantification of such intermediates are of great 

concern if they are toxic compounds causing adverse effects in the environment. Once 

identified, they can therefore be added into the list of compounds included in environmental 

surveys, allowing a better ERA of pesticide mixtures. 

Concomitantly to the mesotrione disappearance, the formation of the end-product AMBA 

was faster in presence of S-metolachlor than in its absence, as attested by the p rate constant 

and h50 values (Table 2 and Figure 1B, Tukey’s test, P < 0.05). However, unless accelerating 

the transformation of mesotrione into AMBA, the S-metolachlor led to a lower final AMBA 

concentration (Cmax), mainly with the ternary mixture (Table 2 and Figure 1B, Tukey’s test, P 

< 0.05). These results showed that S-metolachlor can modify the formation kinetics of 

AMBA, which is more persistent in soil than mesotrione (Barchanska et al., 2016). 

 

Effects of mesotrione and/or S-metolachlor on the biotransformation of nicosulfuron 

The first rate constant k1 of nicosulfuron in the presence of mesotrione (independently of 

the presence of S-metolachlor) was 4 to 13-fold lower than those of nicosulfuron alone or 

associated with S-metolachlor, showing that nicosulfuron dissipation was considerably 

slowed down by mesotrione during the first phase of dissipation (Table 3 and Figure 3A, 

Tukey’s test, P < 0.05). This resulted in lower DT50 values for nicosulfuron without 

mesotrione (Table 3 and Figure 4C, Tukey’s test, P < 0.05). On the contrary, the second rate 

constant k2 of nicosulfuron in presence of mesotrione (independently of the presence of S-

metolachlor) was higher than those of nicosulfuron alone or with S-metolachlor during the 
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second phase of dissipation (Table 3 and Figure 3A, Tukey’s test, P < 0.05). The DT90 value 

of nicosulfuron alone was the lowest one, showing a global inhibitory effect of the two other 

herbicides on the biotransformation of nicosulfuron (Table 3 and Figure 4D, Tukey’s test, P < 

0.05). 

Overall, these results indicate a lower dissipation of nicosulfuron in the presence of 

mesotrione during the first phase of dissipation. A previous study showed a similar fast 

dissipation of nicosulfuron by Pseudomonas fluorescens SG-1 strain in one day, attributed 

mainly to sorption processes on bacterial biomass and followed by a biotransformation step 

(Carles et al., 2017). This is probably also the case with Mes11 strain and it could be 

hypothesized that mesotrione modified the properties of the bacterial cell wall, leading to a 

reduction of nicosulfuron adsorption/absorption into the cell, as described in the case of 

chlorothalonil and atrazine (DeLorenzo and Serrano, 2003). Lower degradation efficiency of 

mixed pesticides (methyl-parathion, lindane and carbofuran) compared to individual 

pesticides was also observed in a previous study (Rama Krishna and Philip, 2011). The 

stimulation of nicosulfuron dissipation by mesotrione during the second phase indicates a 

positive effect of mesotrione on the nicosulfuron biotransformation, which is supposed 

predominant during this phase. We should also be aware that mesotrione disappeared very 

quickly (within 5.5 h). Therefore, the potential effects of this herbicide on the 

biotransformation of nicosulfuron should probably due to mesotrione metabolites rather than 

to the parent compound. 

Some differences have also been observed for production kinetics of metabolites in the 

mixtures, as in the case of ASDM formation, which was accelerated in the presence of S-

metolachlor (independently of the mesotrione presence), as attested by the p rate constant 

(Table 3 and Figure 3B, Tukey’s test, P < 0.05). The maximal concentration of ASDM and 

ADMP were also the lowest in the case of the ternary mixture (Table 3 and Figure 3C, 

Tukey’s test, P < 0.05). Overall, these results did not show any significant effect of 

mesotrione and/or S-metolachlor on the balance between the two identified biotransformation 

pathways of nicosulfuron leading to ADMP/ASDM or N3. 
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Table 4. Toxicity values of chemicals towards A. fischeri (Microtox®). Experimental data were compared to 

predicted toxicity values according to the Concentration Addition (CA) model. The effect of the other 

components of the mixture on each compound were qualified of synergistic, additive and antagonistic according 

to MDR (Model Deviation Ratio) values (see Materials and Methods section). The results are reported as the 

mean ± standard error (SE), n = 3. 

 Microtox® IC50, 15 min (µM) 

MDR Effect Chemicals and mixtures (ratio) 
Observed (experimental 
data) 

Predicted 
(CA model) 

     
Mesotrione 128.5 ± 7.1a - - - 
Nicosulfuron 420.3 ± 47.7c - - - 
S-metolachlor 628.6 ± 80.3b - - - 

AMBA 82.7 ± 18.6a - - - 
ADMP 22.4 ± 8.4c - - - 
ASDM > 3900c - - - 

Mesotrione + nicosulfuron (1:1) 42.4 ± 4.0 196.8 ± 12.4 4.6 Synergistic 
Mesotrione + S-metolachlor (1:1) 42.4 ± 2.3 213.4 ± 13.1 5.0 Synergistic 
Nicosulfuron + S-metolachlor (1:1) 110 ± 0.7 503.8 ± 59.8 4.6 Synergistic 
Mesotrione + nicosulfuron + S-metolachlor (1:1:1) 51.6 ± 2.1 255.3 ± 17.2 4.9 Synergistic 
ADMP + ASDM (1:1) 391.3 ± 25.2c 44.5 ± 1.8 0.1 Antagonistic 
AMBA + ADMP (0.31:1) 97.8 ± 2.2 (AMBA) 

312.8 ± 6.9 (ADMP) 
27.1 ± 9.7 0.3 

0.1 
Antagonistic 
Antagonistic 

AMBA + ASDM (0.31:1) 68.3 ± 0.9 (AMBA) 
218.4 ± 2.8 (ASDM) 

327.1 ± 1.3 4.8 
1.5 

Synergistic 
Additive 

AMBA + ADMP + ASDM (0.31:1:1) 69.1 ± 1.5 (AMBA) 
221.2 ± 4.9 (ADMP) 
221.2 ± 4.9 (ASDM) 

47.5 ± 2.1 0.7 
0.2 
0.2 

Additive 
Antagonistic 
Antagonistic 

S-metolachlor + AMBA + ADMP (1:0.31:1) 147.6 ± 8.5 (S-metolachlor) 
46.1 ± 2.7 (AMBA) 
147.6 ± 8.5 (ADMP) 

46.2 ± 15.6 0.3 
1.0 
0.3 

Antagonistic 
Additive 
Antagonistic 

S-metolachlor + AMBA + ASDM (1:0.31:1) 135.6 ± 5.8 (S-metolachlor) 
42.4 ± 1.8 (AMBA) 
135.6 ± 5.8 (ASDM) 

412.8 ± 2.2 3.0 
9.7 
3.0 

Synergistic 
Synergistic 
Synergistic 

S-metolachlor + AMBA + ADMP + ASDM 
(1:0.31:1:1) 

213.6 ± 20.3 (S-metolachlor) 
66.8 ± 6.4 (AMBA) 
213.6 ± 20.3 (ADMP) 
213.6 ± 20.3 (ASDM) 

65.9 ± 2.9 0.3 
1.0 
0.3 
0.3 

Antagonistic 
Additive 
Antagonistic 
Antagonistic 

a Bonnet et al. (2008); b Joly et al. (2013); c Carles et al. (2017); IC50 = Inhibitory Concentration 50%. 

The predicted (CA) IC50, mix values of mixtures containing ASDM were calculated with an IC50 value of ASDM = 3900.  

 

Toxicity of herbicide and/or metabolite mixtures (Microtox® test) 

The experimental data of mixture toxicity were compared with the predicted data of CA 

model. This model is known to generate larger predicted mixture effects than the other ones 

such as the Independent Action (IA) model, and is therefore considered as more conservative 

(Belden et al., 2007; Cedergreen et al., 2008; Cedergreen, 2014) and adapted to 

multicomponent (more than two molecules) mixtures (Warne and Hawker, 1995; Deneer, 

2000). However, the combined variances of toxicity data for individual compounds and 

mixtures make difficult the detection of small deviations from the reference model (here CA). 

Biologically significant synergy was therefore previously defined as a more than two fold 

deviation from CA (Belden et al., 2007; Cedergreen, 2014; Wieczerzak et al., 2016), and 

evaluated with the ratio of predicted versus observed IC50 values (MDR). The MDR values 

were chosen as the reference scale because of the simplicity of adjusting values from the 
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predictive model. Risk assessors can easily divide the level of potential toxicity described by a 

mixture model by the MDR to adjust empirical data for the mixture of interest (Belden et al., 

2007). 

 

Toxicity of the herbicide mixtures (starting conditions) 

The MDR values of all the parent herbicide mixtures tested were higher than 2, revealing 

synergistic effects of these compounds for the toxicity towards A. fischeri (Table 4). These 

results were reinforced by the fact that the IC50 values of single parent compounds were about 

3-fold (mesotrione, Figure 5A), 4 to 10-fold (nicosulfuron, Figure 5B) and 6 to 15-fold (S-

metolachlor, Figure 5C) higher than those of their binary or ternary mixtures (Tukey’s test, P 

< 0.05). This was already emphasized by Cedergreen (2014) who showed five groups of 

pesticides over-represented in the synergistic mixtures (azole fungicides, triazine herbicides 

and organophosphate, carbamate and pyrethroid insecticides). The synergistic interactions 

found in the present study pointed out that β-triketone, sulfonylurea and chloroacetanilide 

herbicides, which have different mode of action, are possible synergistic compounds at high 

concentration, both on biotransformation processes and bacterial toxicity. However, 

additional works are needed to determine the mechanisms behind this synergy. Concerning 

superior organisms, chemical interactions between pesticides may change the bioavailability, 

the uptake, the internal transportation, the metabolization, the binding at the target site and the 

excretion of each compound (Cedergreen, 2014). However, very little is known about the 

mechanisms involved in the toxicity towards microorganisms. 

 

Toxicity of metabolite and/or S-metolachlor mixtures (final conditions) 

The toxicity of metabolite mixtures was determined with and without S-metolachlor 

because this herbicide was not degraded by the strain Mes11 and was therefore present at the 

end of the experiment. Synergistic effects were observed in the case of mixture composed of 

AMBA + ASDM (independently of the presence of S-metolachlor), as attested by MDR > 2 

(Table 4). On the contrary, the effect of the other mixtures was antagonistic or additive, with 

MDR values < 0.5 or 1, depending of each molar concentration in the mixture causing 50% of 

A. fischeri bioluminescence inhibition (Table 4). 
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Figure 5. Comparative toxicity of the parent compounds and metabolites, alone or in mixtures, toward A. 

fischeri. (A) Mesotrione (Meso), (B) Nicosulfuron (Nico), (C) S-metolachlor (S-meto), (D) AMBA, (E) ADMP 

and (F) ASDM. The values are means ± standard errors of IC50 values per condition (n ≥ 3). Significant 

differences between conditions are indicated by lowercase letters a < b < c < d, Tukey’s test, P < 0.05). 
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There was no effect of the other compounds on the IC50 value of AMBA, except for two 

mixtures (AMBA + S-metolachlor + ADMP or ASDM) being about 2 fold more toxic than 

the single compound (Figure 5D, Tukey’s test, P < 0.05). The IC50 values of ADMP in all the 

tested mixtures were about 6.5-fold (ADMP + AMBA + S-metolachlor) to 14-fold (ADMP + 

ASDM) higher than that of the single compound (Figure 5E, Tukey’s test, P < 0.05). On the 

contrary, the IC50 value of ASDM (> 3900 µM) indicates an extremely low toxicity towards 

A. fischeri that was considerably increased in all the tested mixtures (up to 100 to 200 µM), 

and in a lesser extend in the mixture composed of ASDM + ADMP (about 400 µM) (Figure 

5F, Tukey’s test, P < 0.05). 

Up to now, studies related to the toxicity of pesticide metabolites towards A. fischeri were 

only performed with individual compounds (e.g. Tixier et al., 2001; Osano et al., 2002; 

Bonnet et al., 2008). The present work showed synergism for AMBA and ASDM, and 

antagonism for the majority of the other metabolite mixtures tested, highlighting the 

importance of mixture toxicity studies. 

 

Environmental significance of this work. 

The results of our study indicate that B. megaterium Mes11 was able to simultaneously 

biotransform herbicides belonging to different chemical families (β-triketone and 

sulfonylurea), which is very poorly documented so far (Lü et al., 2008; Karas et al., 2010; 

Kulshrestha and Kumari, 2010). Indeed, most of the studies dealing with the 

biotransformation of different pesticides in a mixture investigated this process, compound by 

compound, as in the case of white rot fungi (Bending et al., 2002; Fragoeiro and Magan, 

2005) or genetically-engineered bacterial strains (Shimazu et al., 2001; Jiang et al., 2007; 

Yang et al., 2010, 2013; Cao et al., 2013). 

Pesticides are among the most described chemicals regarding toxicity and they are 

frequently included in environmental monitoring programs (Kienzler et al., 2016). However, 

“we can only find something if we are looking for”, meaning that monitoring programs and 

case studies on co-occuring pesticides are de facto limited to known compounds. Hence, the 

identification of each transformation product of a pesticide, including transitory metabolites, 

as carried out in our study, is particularly relevant for ERA. 

The present work also allowed the identifications of mixture effects on the 

biotransformation kinetics of mesotrione and nicosulfuron. Pesticide synergism is mostly 

described for toxicological end-points (Cedergreen, 2014), while biotransformation processes 

are not well documented, despite the fact that environmental fate and toxicity of pesticides are 
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strongly linked. Knowledges on biotransformation of individual pesticides and their 

unintentional mixtures will help for the development of new environmental fate models 

allowing prospective ERA of pesticide mixtures. Therefore, we recommend developing the 

concept of ‘pesticidomics’ in the future, defined as a large-scale study of pesticides (in 

analogy of the other ‘omics’ approaches), which may help to the construction of a complete 

dataset on pesticide fate and toxicity in the environment. This implies considering the 

‘pesticidome’ (i.e. active ingredients, metabolites and adjuvants potentially co-occurring in 

the environment) and not only the active ingredient, to improve the global risk assessment of 

pesticides. 

New data on the toxicity of mesotrione (and its metabolites), nicosulfuron (and its 

metabolites) and S-metolachlor, alone or in binary/ternary mixtures towards microorganisms, 

also give significant input to implement toxicity databases, allowing in fine a better ERA of 

these herbicides. New toxicity data on the studied herbicides and their metabolites can also be 

used to help identifying synergistic compounds, and thus may be important to consider when 

the active ingredients are present at concentrations below toxic level in the environment. 
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Principales conclusions de l’étude : 

 

La souche B. megaterium Mes11 est capable de transformer séparément ou simultanément 

la mésotrione et le nicosulfuron, en présence ou non de S-métolachlore. 

Les métabolites finaux sont similaires quelles que soient les conditions de dégradation du 

pesticide (seul ou en mélange), à savoir l’AMBA pour la mésotrione, et l’ADMP, l’ASDM et 

le N3 pour le nicosulfuron. 

La cinétique de biotransformation de la mésotrione est accélérée en présence de S-

métolachlore (associé ou non au nicosulfuron). 

La cinétique de biotransformation du nicosulfuron est ralentie en présence de mésotrione 

(associée ou non au S-métolachlore). 

Les mélanges binaires et ternaire des trois herbicides ont des effets synergiques pour la 

toxicité vis-à-vis de A. fischeri (test Microtox®). 

La plupart des mélanges de métabolites testés présente soit des effets synergiques, soit des 

effets antagonistes (test Microtox®). 

L’ensemble de ces résultats souligne l’importance de prendre en compte la globalité des 

molécules associées aux pesticides (substances actives, métabolites, etc.) et leurs interactions 

potentielles pour évaluer avec précision le devenir et la toxicité de chaque composé dans 

l’environnement. 

 

Devant la multiplicité des molécules utilisées, des métabolites plus ou moins toxiques 

produits, des interactions possibles entre les molécules, il apparait cependant très difficile (et 

peu réaliste) d’étudier le devenir et l’impact de toutes les molécules/mélanges de molécules 

épandus en agriculture afin de connaître les risques de l’utilisation de ces pesticides et ainsi 

interdire les molécules les plus dangereuses pour la santé environnementale et humaine. 

L’utilisation des pesticides étant inévitable à l’heure actuelle, une alternative serait donc, 

au lieu de se retrouver face à des eaux ou des sols pollués et de développer des approches 

« curatives » de bioremédiation pour décontaminer les écosystèmes, d’envisager de mettre en 

place des approches « préventives » permettant de limiter la pollution de l’environnement. 

Afin de limiter les risques de transfert des pesticides (molécules mères et métabolites) dans 

l’environnement, une solution serait que chaque molécule épandue sur le sol puisse être 

totalement biodégradée immédiatement après qu’elle ait exercé son rôle pesticide. Ceci 
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nécessite donc d’avoir à disposition, une (ou des) souche(s) capable(s) de minéraliser le 

pesticide utilisé. 

Les travaux menés sur la mésotrione, le nicosulfuron et le S-métolachlore n’ont pas permis 

d’isoler de souches capables de minéraliser ces molécules. Afin de développer une approche 

préventive de bioremédiation, j’ai donc été amené à choisir un nouveau couple pesticide – 

bactérie dégradante comme modèle d’étude. Après une recherche bibliographique, mon choix 

s’est porté sur la souche Cupriavidus necator JMP134, capable de minéraliser l’herbicide 2,4-

D (acide 2,4-dichlorophénoxyacétique) (Don and Pemberton, 1981) pour les raisons 

suivantes :  

 le 2,4-D est une molécule qui, à l’heure actuelle, est largement retrouvée dans les 

écosystèmes aquatiques (SOeS, 2015b; ADES, 2016) et semble donc être un bon 

candidat pour faire la preuve de concept de l’approche de bioprophylaxie ; 

 les voies de sa biodégradation sont parfaitement décrites, et les gènes de dégradation 

bien identifiés. Ceci permettait donc d’avoir un maximum d’outils à notre disposition 

pour étudier le devenir de la molécule et ses effets dans un système « microcosme » 

relativement complexe ; 

 de plus, cette souche était facilement accessible puisque disponible dans la collection 

de souches DSMZ. 

 

C’est dans ce cadre qu’a été mise au point l’étude en microcosmes ayant pour but d’établir 

une preuve de concept de la méthode de bioprophylaxie. Cette étude a été réalisée en toute fin 

de thèse, et l’ensemble des résultats n’a pas encore été analysé à ce jour. Je ne vous 

présenterai donc ici que les résultats préliminaires qui seront complétés dans les mois à venir. 
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Chapitre 4. La bioprophylaxie : une approche innovante pour 

réduire la contamination de l’environnement par les pesticides 

d’origine agricole – preuve de concept 

1. Introduction 

La bioaugmentation est l’une des techniques de bioremédiation les plus étudiées pour la 

dépollution de nombreux environnements tels que les sols (Lebeau, 2011), les sédiments 

aquatiques (Perelo, 2010) et les eaux usées (Herrero and Stuckey, 2015). Elle consiste à 

ajouter au niveau d’une matrice (ex. un sol) contaminée une souche ou un consortium 

microbien spécifique afin de favoriser la biodégradation des contaminants (El Fantroussi and 

Agathos, 2005). Cependant, de nombreux facteurs influencent la réussite de cette technique, 

tels que les caractéristiques des microorganismes utilisés, les facteurs environnementaux et la 

biodisponibilité des polluants (Lebeau, 2011; Vandermaesen et al., 2016). 

Dans le cas de pollution par des pesticides d’origine agricole, il est nécessaire d’agir le plus 

rapidement possible dès que le pesticide a atteint sa cible moléculaire afin d’éviter la 

formation de résidus de pesticide liés aux particules de sol (plus récalcitrants à la 

biodégradation) et avant que le pesticide ne migre vers les eaux de surface ou souterraines. Un 

moyen d’y parvenir est d’épandre le pesticide simultanément avec le ou les microorganismes 

capable(s) de le dégrader. Malgré le caractère innovant de cette technique (qualifiée de 

« bioprophylaxie »), peu d’études s’y sont intéressées jusqu’à présent (Önneby et al., 2009, 

2013a; b), et aucune dans le contexte agricole. 

Le 2,4-D (acide 2,4-dichlorophénoxyacétique), molécule choisie comme modèle de notre 

étude, est un herbicide de la famille des acides phénoxy décrit initialement en 1944 (Mitchell 

and Hamner, 1944) et qui est encore actuellement l’un des herbicides les plus utilisé dans le 

monde (Peterson et al., 2016). Cet herbicide est un analogue de l’acide indolacétique, actif sur 

les dicotylédones. Son usage est autorisé dans l’Union Européenne et de nombreux autres 

pays du monde sur les céréales et les gazons, à une dose agronomique de 750 g s.a. ha-1 

(EFSA, 2014). Le 2,4-D est relativement soluble dans l’eau (547 mg L-1) et assez peu volatile 

(constante de Henry de 4.0 10-6 Pa m3 mol-1) (EFSA, 2014). Les temps de demi-vie de cet 

herbicide dans le sol sont relativement courts (entre 1,5 et 38 jours) et varient en fonction du 
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type de sol et de son humidité (EFSA, 2014; Peterson et al., 2016). Les valeurs de Kd du 2,4-

D (1,81 à 4,28 L kg-1) varient en fonction notamment du contenu en carbone organique du sol, 

indiquant une adsorption modérée de cet herbicide dans le sol (Farenhorst et al., 2008). Le 

2,4-D a un potentiel modéré de contamination des eaux souterraines (valeurs de GUS entre 2 

et 2,7) (Pfeiffer, 2010), confirmé par sa fréquence de détection dans les eaux souterraines (0,9 

%) (ADES, 2016). En revanche, la fréquence de détection de cet herbicide dans les eaux de 

surface est élevée (35 % en 2013) (SOeS, 2015b). 

La biodégradation étant le processus principalement impliqué dans la dégradation du 2,4-D 

(Peterson et al., 2016), de nombreuses études ont été réalisées afin d’identifier ses voies de 

biodégradation chez les microorganismes et les gènes impliqués (You and Ghosal, 1995; 

Leveau et al., 1999; Laemmli et al., 2000). La majorité des travaux a porté sur l’étude d’une 

souche modèle Cupriavidus necator JMP134 (anciennement Alcaligenes eutrophus, Ralstonia 

eutropha et Waustersia eutropha) capable d’utiliser le 2,4-D comme source de carbone et de 

le minéraliser (Don and Pemberton, 1981). Cette souche possède le plasmide pJP4 porteur du 

cluster de gènes de dégradation du 2,4-D (tfd), codant les enzymes TfdA (2,4-D/α-

cétoglutarate dioxygénase), TfdB (chlorophénol hydroxylase), TfdC (chlorocatéchol 

dioxygénase), TfdD (chloromuconate cycloisomérase), TfdE (diènelactone hydrolase) et TfdF 

(maléylacétate réductase) (Plumeier et al., 2002; Trefault et al., 2004) (Figure 36). 

L’objectif de l’étude était de faire la preuve de concept de la bioprophylaxie. Cette étude a 

été réalisée en microcosmes afin de démontrer que cette technique permettait d’accélérer la 

minéralisation de l’herbicide tout en conservant l’efficacité de l’herbicide. Afin de se 

rapprocher des pratiques agricoles, l’expérience a été menée en utilisant le 2,4-D formulé 

(DAM®, Agriphar) à la dose agronomique recommandée. 
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Figure 36. Voie de dégradation du 2,4-D par la souche C. necator JMP134. TCA : acide tricarboxylique. Les gènes de 
dégradation (tfd) sont indiqués à chaque étape de la dégradation (Kumar et al., 2014). 

2. Matériel et méthodes 

2.1. Herbicide et sol 

Le 2,4-D (acide 2,4-dichlorophénoxyacétique) a été acheté chez Sigma Aldrich (France) et 

le 2,4-D formulé (DAM®, 2,4-D 391 g L-1) a gracieusement été fourni par la société Arysta 

LifeScience (France). Le sol standard OCDE 5M a été acheté chez LUFA Speyer 

(Allemagne). Les caractéristiques physico-chimiques du sol 5M sont indiquées dans le 

Tableau 11. 

 

Tableau 11. Propriétés physico-chimiques du sol standard OCDE 5M (LUFA Speyer, Allemagne). 

Capacité 

d’échange 

cationique 

(meq / 100 g) 

Carbone 

organique 

(% C) 

Azote 

(% N) 

pH 

(0.01 M CaCl2) 

Capacité 

maximale de 

rétention en eau 

(g / 100 g) 

     

17,7 ± 3,7 1,02 ± 0,08 0,13 ± 0,01 7,3 ± 0,1 40,1 ± 2,4 
Valeurs moyennes de différentes analyses ± écart-type. Toutes les valeurs sont indiquées pour une masse de sol sec. 

2.2. Souche bactérienne 

La souche Cupriavidus necator JMP134 provient de la collection DSMZ (collection 

allemande de microorganismes et de cultures cellulaires, DSM N° 4058). Une mutation 
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conférant une résistance chromosomique à la rifampicine (Rifr) a été induite chez cette souche 

afin de la dénombrer sur milieu sélectif. Pour cela, la souche JMP134 a été cultivée en milieu 

LB (5 mL) pendant 18 h à 28 °C. Après centrifugation, le culot a été lavé avec une solution de 

NaCl 0,8 %, et étalé sur milieu LB gélosé additionné de 150 µg mL-1 de rifampicine. Après 48 

h d’incubation à 28 °C, un mutant spontané Rifr a été obtenu et testé pour sa capacité à 

minéraliser le 2,4-D de la formulation DAM®. L’absence de microorganismes résistants à la 

rifampicine dans le sol 5M a également été vérifiée avant et au cours de l’étude. 

2.3. Préparation de l’inoculum 

La souche C. necator JMP134 Rifr a été cultivée pendant 18 h à 28 °C dans 25 mL de 

milieu LB contenant 50 µg mL-1 de rifampicine et 50 mg mL-1 de 2,4-D (DAM®) sous 

agitation (150 rpm) dans un Erlenmeyer de 50 mL. La correspondance entre la densité optique 

(DO à λ = 600 nm) et le dénombrement sur milieu gélosé en unité formant colonie (ufc mL -1) 

au cours de la croissance du mutant a permis d’établir la relation suivante : une unité de DO 

λ=600nm = 6 108 ufc mL-1.  

Pour l’étude de bioprophylaxie, la souche mutante a été cultivée comme décrit ci-dessus, le 

culot lavé deux fois à l’aide de NaCl 0,8 % et resuspendu dans de l’eau de Volvic® stérile et 

ajusté à la concentration en cellules désirée. Un dénombrement a été réalisé pour vérifier que 

la concentration de la suspension bactérienne épandue sur les microcosmes corresponde à 

celle attendue (cf. ci-dessous). 

Le dénombrement a été réalisé par étalement de dilutions en séries sur milieu LB gélosé 

additionné de 50 µg mL-1 de rifampicine et 50 µg mL-1 de cycloheximide (afin d’éviter le 

développement de champignons sur la gélose) et comptage des colonies après 2 j d’incubation 

à 28 °C. 

2.4. Mise en place des microcosmes 

Les microcosmes ont été préparés par ajout de 100 g poids sec de sol 5M dans chaque 

boîte en polystyrène cristal (longueur 90 mm, largeur 60 mm et hauteur 50 mm), 

préalablement testée pour leur absence d’interaction avec le 2,4-D. L’humidité du sol a 

ensuite été ajustée à 20 % (soit 50 % de la capacité maximale de rétention en eau) avant de 

planter 4 graines de blé (plante non-sensible au 2,4-D, variété Récital, fournie gracieusement 
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par l’Institut National de la Recherche Agronomique de Crouël, France) par microcosme. 

Après germination du blé (deux jours plus tard), 24 graines de moutarde blanche (plante 

sensible au 2,4-D, Sinapis alba, Caillard, France) ont été plantées dans chaque microcosme. 

Les microcosmes ont été placés aléatoirement dans une enceinte de 30 cm de hauteur (Figure 

37) recouverte de film plastique poreux permettant les échanges gazeux mais limitant la 

déshydratation du sol et incubés pendant deux semaines dans une pièce à 20 ± 2 °C avec un 

cycle jour/nuit (14 / 10) assuré par une lumière artificielle (Osram-L-36W/964, 750 lux). 

 

 

Figure 37. Photographie de l’ensemble des microcosmes au début de l’expérience. 

 

Les solutions des différents traitements ont été épandues à l’aide d’un aérographe TG-470 

(Fraulein 3°8 ; diamètre de buse = 0.3 mm) à la surface de chaque microcosme (5400 mm2). 

Cinq jours après avoir semé le blé, quatre traitements différents ont été réalisés, correspondant 

à l’épandage de 2 mL d’eau de Volvic® (traitement Contrôle), additionnés de l’herbicide à la 

dose agronomique recommandée (2,4-D 4,23 µg g-1 sol poids sec, soit 1,08 µL de DAM® par 

microcosme) (traitement Herbicide), additionnés de la souche C. necator JMP134 Rifr (105 

ufc g-1 sol poids sec) (traitement Bactérie) ou additionnés de l’herbicide (2,4-D 4,23 µg g-1 

sol poids sec) et de la bactérie (105 ufc g-1 sol poids sec) (traitement Bioprophylaxie).  

L’humidité du sol a été maintenue à 50 % de la capacité maximale de rétention en eau avec 

de l’eau de Volvic® tout au long de l’expérience. 

Quatre réplicats par traitement ont été sacrifiés aléatoirement (n=4) à chaque date (t = 0 

(immédiatement après épandage), 2, 4, 7, 9 et 15 jours). Un dénombrement des plantes viables 

(observation visuelle de l’effet herbicide) et des photographies des microcosmes ont été 

réalisés à chaque date de prélèvement. La partie aérienne des plantes et les racines ont été 

prélevées séparément. Le sol a ensuite été homogénéisé et différents prélèvements ont été 

effectués pour réaliser les analyses décrites ci-dessous. 
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2.5. Dénombrement de la souche C. necator JMP134 Rifr dans le sol 

Un gramme de sol a été mis en suspension dans 1 mL d’une solution de NaCl 0,8 % stérile. 

Après homogénéisation (vortex), des dilutions en séries ont été étalées sur milieu LB gélosé 

(cf. ci-dessus) pour le dénombrement de la souche C. necator JMP134 Rifr (exprimé en ufc g-1 

sol poids sec). 

2.6. Quantification du 2,4-D dans le sol 

2.6.1. Extraction 

Cinq grammes de sol ont été mis à extraire dans des tubes à centrifuger avec 20 mL d’un 

mélange méthanol/eau 4/1 V/V sur un agitateur orbital à 50 rpm et à température ambiante 

pendant 24 h. Après centrifugation à 10000 g pendant 20 minutes, le surnageant a été filtré sur 

un filtre seringue en PVDF 0,45 µm (après vérification de la non-adsorption du 2,4-D sur le 

filtre) puis concentré à sec dans un Speedvac. Le résidu solide a été repris dans 1 mL de 

méthanol, vortexé et injecté en HPLC. 

2.6.2. Analyses HPLC 

Les analyses HPLC ont été réalisées sur un appareil Agilent 1100 équipé d’un détecteur à 

barettes de diodes, pilotée par le logiciel Chemstation. Les analyses ont été effectuées en 

mode gradient (linéaire) sur une colonne C-18 Zorbax Eclipse Plus (Agilent), 

(75 mm × 4,6 mm, 3,5 μm) thermostatée à 22°C. L’éluant était composé d’un mélange d’eau 

acidifiée A = H2O + 0,01 % H3PO4  (pH = 2,6) et d’acétonitrile (B), débit de 1 mL min-1, 

volume d’injection de 30 µL ; Gradient : 0-1 min 20% B ; 1-7 min 20-70% B, 7-8 min 70-

100% B ; 8-9 min 100-20%B ; 9-10.5 min 20% B.  = 222 et 285 nm. 

2.7. Modélisation des cinétiques de dégradation du 2,4-D 

Les cinétiques de dégradation du 2,4-D ont été modélisées avec la fonction DoseResp du 

logiciel OriginPro 8 (Origin Lab Corporation, USA) décrite par l’équation suivante : 
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𝐶𝑡 =
𝐶0 −  𝐶𝑓

1 + 10(𝑡−𝐷𝑇50)(𝑝)
 

où t est le temps d’incubation, Ct est la concentration en 2,4-D au temps t, C0 est la 

concentration initiale en 2,4-D (à t = 0 jour), Cf est la concentration finale en 2,4-D (t = 15 

jours), DT50 est le temps nécessaire pour que la concentration en 2,4-D soit égale à 50 % de la 

concentration initiale et p est la constante de dégradation du 2,4-D dans le sol calculée au 

point d’inflexion. 

2.8. Analyses statistiques 

Les analyses statistiques ont été réalisées avec le logiciel OriginPro 8. Les différences pour 

chaque paramètre des cinétiques de dissipation, entre conditions, ont été évaluées par 

ANOVA un facteur. La normalité et l’homogénéité des variances ont été vérifiées avant les 

analyses ANOVA (tests de Kolmogorov Smirnov et de Levene, respectivement, P < 0,05). 

Les comparaisons deux à deux ont été réalisées par le test post hoc de Tukey, P < 0,05, pour 

déterminer les différences entre les traitements. 

Les analyses statistiques du nombre d’ufc de la souche JMP134 ont été réalisées de la 

même manière, afin de déterminer les différences significatives entre les temps d’incubation 

(pour chaque traitement) et entre les traitements (pour chaque temps d’incubation). 

3. Résultats préliminaires et discussion 

3.1. Survie de la souche C. necator JMP134 Rifr dans le sol 

D’une manière générale, les résultats du dénombrement ont montré le maintien de la 

souche JMP134 dans le sol 5M pour le traitement Bactérie autour de 104 - 105 ufc g-1 sol 

poids sec au cours de l’expérience (15 jours), à l’exception d’une hausse à t = 2 jours (test 

Tukey, P < 0,05, Figure 38). Dans le sol ayant reçu le traitement Bioprophylaxie (2,4-D + 

JMP134), le nombre de bactéries a augmenté à partir de t = 9 jours (test Tukey, P < 0,05, 

Figure 38). Cette augmentation du nombre de bactéries JMP134 fait suite à la dégradation du 

2,4-D qui s’achève après 4 à 6 jours d’incubation (cf. résultats ci-dessous), reflétant la 

capacité de la souche à utiliser cet herbicide pour sa croissance. En effet, une différence 

significative du nombre de bactéries entre le traitement Bactérie et le traitement 
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Bioprophylaxie apparait dès 7 jours d’incubation (test Tukey, P < 0,05, Figure 38). Plusieurs 

études de bioaugmentation ont mis en évidence l’incapacité de la bactérie introduite à 

dégrader le polluant en raison de son faible taux de survie ou de sa perte d’activité dans 

l’environnement (Kumar et al., 2014). La souche JMP134 est décrite comme un prédateur non 

obligatoire capable de lyser des bactéries dans le sol (Makkar and Casida Jr, 1987) et possède 

un métabolisme autotrophe et hétérotrophe, lui permettant de s’adapter à des environnements 

dont la composition en nutriments est variable (Holt et al., 1994). Ceci peut donc expliquer le 

maintien de la souche JMP134 dans le sol, voire sa prolifération en présence de 2,4-D. 

 

Figure 38. Dénombrement de C. necator JMP134 Rifr dans le sol pour les traitements Bactérie (en noir) et 
Bioprophylaxie (en rouge) au cours du temps. Les résultats correspondent à la moyenne ± erreur standard (n = 4). Les lettres 
indiquent une différence significative entre les temps d’incubation pour chaque condition (a < b) et le signe étoile (*) indique 
une différence significative entre les conditions pour chaque temps d’incubation (test de Tukey, P < 0,05). 

3.2. Cinétiques de dégradation du 2,4-D (DAM®) dans le sol 

La cinétique de dégradation du 2,4-D dans le sol 5M (traitement Herbicide) est caractérisée 

par une constante de dégradation de 0,33 j-1 après une phase de latence d’environ 4 jours 

(Figure 39 et Tableau 12). A la fin de l’expérience (t = 15 j), le pourcentage résiduel de 2,4-D 

est de 6 %, tandis qu’en présence de la souche JMP134 (traitement Bioprophylaxie), la totalité 

du 2,4-D est dégradée en moins de 6 jours sans phase de latence (Figure 39). La présence de 

la souche JMP134 n’a donc pas modifié la constante de dégradation du 2,4-D (0,47 j-1) mais a 

entraîné une forte réduction de son temps de demi-vie (7,37 jours en absence de la souche 
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contre 2,34 jours en présence de la souche JMP134, test Tukey, P < 0,05) en raison de la 

suppression de la phase de latence en présence de la souche dégradante. 

 

Figure 39. Cinétiques de dégradation du 2,4-D (DAM®) dans le sol 5M pour les traitements Herbicide et 
Bioprophylaxie. Les résultats correspondent à la moyenne ± erreur standard (n = 4). 

 

Certaines études ont montré une toxicité modérée du 2,4-D pour les microorganismes 

(Polo et al., 2011; Schenone et al., 2015). La réduction d’un facteur 3 de la persistance du 2,4-

D dans le sol par le traitement Bioprophylaxie permet donc de diminuer son impact potentiel 

pour les microorganismes édaphiques, et aussi de réduire la probabilité de migration de cet 

herbicide vers les eaux de surface et les eaux souterraines. Ces résultats confirment 

l’hypothèse initiale de la bioprophylaxie, qui prévoit une cinétique de dégradation rapide du 

pesticide ajouté simultanément à la bactérie capable de le dégrader. 

 

Tableau 12. Paramètres cinétiques de la dégradation du 2,4-D (DAM®) dans le sol 5 M pour les traitements Herbicide et 
Bioprophylaxie. Les données expérimentales ont été modélisées à l’aide de la fonction DoseResp de OriginPro 8. Les 
valeurs des paramètres cinétiques et des coefficients de détermination correspondent à la moyenne ± erreur standard (n = 4). 
Les différences significatives pour chaque paramètre entre les deux traitements sont indiquées par des lettres minuscules 
entre parenthèses, a < b (test Tukey, P < 0.05). 

 Paramètres du modèle  

Condition C0 (mM) Cf (mM) p (jour-1) DT50 (jour) r2 

      

2,4-D 2,92 ± 0,14 (a) 0,17 ± 0,08 (a) 0,33 ± 0,11 (a) 7,37 ± 0,64 (b) 0,979 ± 0,01 

2,4-D + JMP134 2,80 ± 0,19 (a) -0,01 ± 0,003 (a) 0,47 ± 0,06 (a) 2,34 ± 0,19 (a) 0,999 ± 0,001 
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3.3. Activité herbicide du DAM® 

L’observation visuelle n’a pas permis de mettre en évidence une différence de morphologie 

des plants de blé entre les conditions Contrôle et Bactérie, indiquant l’absence d’effet de la 

souche C. necator JMP134 sur l’état physiologique du blé (Figure 40). En revanche, une 

légère différence a pu être mise en évidence entre les conditions traitées ou non avec le 

DAM® (2,4-D 391 g L-1). En effet, un développement moins important et une plus grande 

tendance à la verse ont été observés dans le cas du blé traité avec l’herbicide (traitements 

Herbicide et Bioprophylaxie, indépendamment de la présence de la souche JMP134) par 

rapport au blé n’ayant pas reçu l’herbicide (traitements Contrôle et Bactérie) (Figure 40). Bien 

que le blé ne soit pas une espèce cible du 2,4-D, il a déjà été montré que cet herbicide pouvait 

impacter le développement de la plante, en fonction du stade de développement durant lequel 

le traitement est effectué (Pinthus and Natowitz, 1967). Similairement au blé, la moutarde n’a 

pas été affectée par la présence de la souche C. necator JMP134 (Figure 40). En revanche, 

comme escompté, le traitement Herbicide a permis d’éliminer la totalité des plants de 

moutarde en 15 jours (Figure 40). Cet effet a également été observé (dans les mêmes 

proportions) pour les microcosmes traités en Bioprophylaxie, ce qui indique que la présence 

de la souche JMP134, qui a considérablement réduit le temps de demi-vie du 2,4-D dans le 

sol, n’a pas induit de baisse d’efficacité du traitement herbicide (Figure 40). 
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Figure 40. Suivi visuel de l’activité herbicide du 2,4-D (DAM®) suite à l’épandage d’eau de Volvic® (Contrôle), d’eau 
de Volvic® additionnée de C. necator JMP134 (Bactérie), d’eau de Volvic® additionnée de DAM® à la dose agronomique 
(Herbicide) et d’eau de Volvic® additionnée de C. necator JMP134 + DAM® (Bioprophylaxie). Exemple de photographies 
prises à T = 0 et 15 jours, pour un des 4 réplicats de chaque condition. Les flèches blanches indiquent les espèces de plantes 
présentes dans les microcosmes. Echelle : carré vert de 1 cm de côté. 

4. Conclusion et perspectives 

Les premiers résultats obtenus lors de l’étude en microcosmes de sol ont permis de montrer 

que la technique de bioprophylaxie permettait de réduire la persistance du 2,4-D dans le sol 

(réduction du temps de demi-vie d’un facteur 3) tout en conservant l’efficacité du traitement 

herbicide (similaire au traitement classique). Ces résultats font donc de la bioprophylaxie une 

technique prometteuse qui pourrait dans l’avenir être utilisée pour faire évoluer les pratiques 

agricoles vers des méthodes efficaces de lutte contre les adventices tout en assurant une baisse 

significative (i) de l’impact potentiel des herbicides sur les microorganismes du sol et (ii) du 

potentiel de contamination de l’environnement par ces molécules. 
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Comme indiqué précédemment, les données présentées ci-dessus ne sont que des résultats 

préliminaires qui ne décrivent que partiellement l’étude qui a été menée. Des travaux 

supplémentaires ont été menés ou sont encore actuellement en cours de réalisation ou 

d’analyses :  

- la quantification du 2,4-D intercepté et/ou absorbé par les plantes, 

- la quantification du gène de dégradation du 2,4-D (gène tfdA) dans le sol par PCR 

quantitative, pour chacun des 4 traitements effectués, au cours du temps (collaboration 

avec Fabrice Martin-Laurent, INRA Dijon), 

- la détermination du potentiel de minéralisation du 2,4-D dans le sol, pour chacun des 4 

traitements, au cours du temps (collaboration avec Fabrice Martin-Laurent, INRA 

Dijon), 

- la détermination de l’effet herbicide au cours du temps par une technique d’analyse 

d’images qui permet de déterminer la couverture foliaire. Les résultats devraient 

permettre de mettre en évidence des différences d’efficacité du traitement herbicide en 

présence ou non de la bactérie, qui n’auraient pas été décelées lors de l’observation 

visuelle de l’état des plantes. 

L’ensemble de ces résultats viendra compléter les données présentées ci-dessus afin de 

confirmer l’intérêt de la technique de Bioprophylaxie comme traitement « préventif » des 

pollutions par les pesticides d’origine agricole. 
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Conclusions, discussion générale et perspectives 
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Conclusions 

La problématique actuelle de l’épandage, sur les cultures, de molécules dites de « nouvelle 

génération » à faibles doses, mais employées en mélange, nous a conduits à nous interroger 

sur les risques potentiels de leur utilisation pour l’environnement. Nous avons ciblé notre 

étude sur un mélange modèle composé de 3 herbicides : la mésotrione, le nicosulfuron et le 

S-métolachlore, utilisés quasi-simultanément principalement sur les cultures de maïs et dont 

les ventes sont en augmentation ces dernières années. Devant le manque de données sur le 

devenir et l’impact de chacune des molécules appliquées en mélange, nous avons mis en 

place des études expérimentales en laboratoire permettant d’approfondir les connaissances 

dans ce domaine et d’apporter des éléments de réponse. 

 

 

Le premier axe de mes travaux de thèse, dont les différentes étapes sont présentées sur la 

Figure 41A, a porté sur l’étude du devenir et de l’impact de ce mélange d’herbicides. La 

description du devenir de ces pesticides (a), seuls ou en mélange, passe nécessairement par la 

caractérisation des voies de biodégradation de chacun d’eux par des souches dégradantes 

isolées (b), après identification des métabolites produits (c) et des gènes et enzymes impliqués 

(d). Une fois ces données acquises, l’étude des interactions entre substances actives et 

produits de transformation est alors possible (e), et permet d’évaluer plus précisément le 

risque de l’utilisation de ces pesticides en mélange (f). 

L’impact du mélange de pesticides sur les microorganismes (a’) a été évalué à l’aide du 

test standard de toxicité Microtox® (b’), pour, in fine, mettre en évidence d’éventuelles 

interactions entre molécules mères et/ou métabolites (c’) et apprécier au mieux le risque 

d’utiliser ces molécules en mélange (d’). 

Certains paramètres peuvent avoir des effets sur les processus impliqués dans le devenir et 

l’impact des mélanges de pesticides (Figure 41). C’est notamment le cas de l’effet des 

molécules mères et/ou métabolites sur les enzymes de dégradation, qui influence le devenir de 

chaque pesticide (α), des interactions entre molécules mères et/ou métabolites influençant 

l’impact des pesticides (β) et des effets réciproques entre devenir des molécules et toxicité (λ). 
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Figure 41. Représentation schématique des différents axes abordés et étapes réalisées au cours de mes travaux de thèse. 
Les numéros correspondent aux articles scientifiques publiés (1 à 4), soumis (5) et en préparation (6). Les lettres latines 
indiquent les différentes étapes des axes de recherche. Les lettres grecques indiquent des effets potentiels entre les 
paramètres. 

 

Ces travaux ont permis d’isoler différentes souches capables de transformer 2 des 

molécules du mélange modèle étudié (mésotrione et/ou nicosulfuron) et de caractériser leurs 

voies de biodégradation, lorsqu’elles sont seules ou en mélanges binaires ou ternaire avec le 

S-métolachlore. La toxicité des métabolites formés, seuls ou en mélanges, a été déterminée et 

comparée dans chacune des conditions réalisées en laboratoire. 
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- Molécules seules 

 

L’analyse du protéome intracellulaire de la souche B. megaterium Mes11, capable de 

transformer la mésotrione, a révélé des protéines de stress, de stockage ou du métabolisme 

central différentiellement exprimées en réponse à l’exposition à la mésotrione. Ces protéines 

ont montré des liens étroits avec plusieurs nitroréductases connues pour être impliquées dans 

la dégradation de composés nitro-aromatiques.  

J’ai ensuite pu montrer que deux nitroréductases de cette souche, nommées NfrA1 et 

NfrA2, avaient la capacité à transformer totalement la mésotrione et un de ses métabolites (le 

MNBA). Ces deux enzymes appartiennent à la sous-famille NfsA-FRP des Nitro-FMN 

réductases, insensibles à l’oxygène, ont une activité optimale à pH 6-6,5 et à 23-25 °C et sont 

capables de transformer d’autres composés nitro-aromatiques tels que des insecticides et des 

antibiotiques. 

 

Une souche, nommée P. fluorescens SG-1, capable de transformer le nicosulfuron par co-

métabolisme a également pu être isolée. Elle transforme majoritairement le nicosulfuron en 

ADMP et ASDM par clivage de la liaison sulfonylurée, la toxicité de l’ADMP (test 

Microtox®) étant 20 fois supérieure à celle du nicosulfuron. Les adjuvants présents dans la 

formulation commerciale du nicosulfuron ont un effet inhibiteur sur sa biotransformation par 

la souche SG-1. Cette souche est également capable de transformer deux autres sulfonylurées 

(le metsulfuron-méthyle et le tribénuron-méthyle) avec des voies de dégradation originales.  

 

- Molécules en mélange 

 

Les études réalisées avec les mélanges de pesticides ont permis de montrer que la souche 

B. megaterium Mes11, capable de transformer la mésotrione, était également capable de 

transformer le nicosulfuron, seul ou en mélange avec la mésotrione, et ce, en présence ou non 

de S-métolachlore. Les métabolites de la mésotrione et du nicosulfuron sont identiques quelles 

que soient les conditions (herbicide seul ou en mélange). Cependant, les taux de 

transformation des molécules mères peuvent être modifiés par la présence d’autres molécules 

du mélange. En effet, les résultats ont montré que le S-métolachlore accélérait la 

transformation de la mésotrione, et que la mésotrione ralentissait celle du nicosulfuron. Ces 

variations de cinétique de biotransformation influent sur les taux de production des 

métabolites mais également sur leurs concentrations maximales observées dans le milieu. De 
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plus, un effet toxique synergique de tous les mélanges de molécules mères testés a été mis en 

évidence vis-à-vis de A. fischeri (test Microtox®). Les métabolites produits ont, quant à eux, 

montré majoritairement des interactions synergiques ou antagonistes selon les mélanges 

effectués. 

 

Suite à ces études sur souches isolées, une approche s’intéressant au comportement des 

communautés microbiennes exposées aux 3 herbicides étudiés, seuls ou en mélange, a été 

réalisée à partir de litières de feuilles provenant d’eau de rivière. Ces communautés, 

principalement constituées d’hyphomycètes, ont également montré leur capacité à dégrader le 

nicosulfuron, seul ou en mélange avec la mésotrione et le S-métolachlore. L’impact du 

nicosulfuron sur la structure de ces communautés microbiennes varie en fonction du mode 

d’exposition (nicosulfuron seul ou en mélange avec les deux autres herbicides). 

 

 

Le 2ème axe de recherche de ma thèse a porté sur le développement d’une approche 

innovante de bioremédiation préventive : la bioprophylaxie (Figure 41B). Devant l’incapacité 

des souches bactériennes isolées lors de la première partie de mes travaux à minéraliser les 

herbicides étudiés, ces souches n’ont pas pu être valorisées dans ce contexte de 

bioremédiation. J’ai alors été amené à choisir le couple 2,4-D (herbicide) – C. necator 

JMP134 (bactérie minéralisante) comme modèle pour faire la preuve de concept de cette 

technique (bioprophylaxie). 

L’action préventive de cette méthode (g), qui consiste à épandre simultanément le pesticide 

et le microorganisme le minéralisant, permet de réduire la contamination du sol par les 

pesticides et leur diffusion dans les écosystèmes adjacents (h) et de limiter la formation de 

métabolites pouvant être plus toxiques que la molécule mère. J’ai ainsi pu montrer que la 

technique de bioprophylaxie permettait de réduire d’un facteur 3 le temps de demi-vie du 2,4-

D dans le sol tout en conservant l’efficacité du traitement herbicide. 
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Discussion générale 

Mes travaux de thèse se sont inscrits dans le contexte global de l’utilisation de mélanges de 

pesticides en agriculture, qui mène à la contamination multiple et à grande échelle de 

l’environnement (Schwarzenbach et al., 2010). Afin de prédire le devenir de ces pesticides 

seuls et/ou en mélanges, et l’impact qu’ils peuvent avoir non seulement sur les écosystèmes, 

mais également sur la santé animale et humaine, il est nécessaire de s’intéresser aux processus 

majeurs qui régissent leur devenir dans l’environnement. La biodégradation est considérée 

comme l’un de ces processus, et est même le processus majeur quand les conditions 

environnementales sont défavorables à la dégradation abiotique (ex. absence de rayonnement 

lumineux qui induit la photolyse du pesticide) (Nawaz et al., 2011). 

L’étude d’un processus biologique tel que la biodégradation de xénobiotiques (dans notre 

cas les herbicides mésotrione, nicosulfuron et S-métolachlore) peut être réalisée in situ ou in 

vitro, ou encore à l’aide d’outils de modélisation. Quelle que soit l’approche choisie, 

différentes échelles sont ensuite envisageables pour étudier cette biodégradation (depuis 

l’échelle moléculaire jusqu’à l’échelle écosystémique). Les techniques applicables à chaque 

échelle d’étude sont interdépendantes, comme le montrent les deux exemples suivants : (i) 

une étude in situ montrant la co-occurrence de certains pesticides dans un environnement 

donné peut amener à les étudier in vitro afin de déceler d’éventuels effets synergiques 

générant des perturbations de l’écosystème ou impactant la santé animale et humaine, ou au 

contraire, montrer leur antagonisme qui limite les risques de leur utilisation pour 

l’environnement; (ii) l’identification des mécanismes de dégradation d’un pesticide in vitro 

(ex. identification des gènes de dégradation, identification des métabolites) permet de fournir 

des outils supplémentaires pour les études de suivi de dégradation in situ, au moyen 

notamment de biomarqueurs ou de tests d’activité enzymatique. 

 

Dans le cadre de mes travaux de thèse, la compréhension des processus de dégradation des 

trois herbicides étudiés a été effectuée suite à des études in vitro, à l’aide de cultures de 

microorganismes isolés. Afin d’obtenir ces microorganismes, des cultures d’enrichissements 

ont été réalisées à partir d’échantillons environnementaux (sol, litière de feuilles), mais n’ont 

pas permis d’isoler des souches capables de dégrader le S-métolachlore. Cet échec peut 
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résulter du fait que les techniques culturales sont limitées car elles ne permettent de cultiver 

qu’une petite partie (environ 1 %) de la diversité totale des microorganismes (Stewart, 2012; 

López-Reyes et al., 2015). Ainsi, bien que les techniques culturales aient considérablement 

évolué ces 30 dernières années, de nombreux obstacles subsistent pour accéder à l’ensemble 

de la diversité microbienne d’un échantillon environnemental, tels que la méthode de 

préparation de milieu gélosé (Tanaka et al., 2014) ou le fait que certaines espèces soient 

interdépendantes, ce qui ne permet donc de les obtenir qu’en co-culture, et non pas en culture 

pure (Stewart, 2012). 

Les cultures d’enrichissement ne nous ont pas non plus permis d’isoler des 

microorganismes capables de minéraliser la mésotrione ou le nicosulfuron. En effet, la souche 

P. fluorescens SG-1 isolée à partir de sol agricole de la plaine de la Limagne transforme le 

nicosulfuron par co-métabolisme. A l’opposé de la dégradation de composés organiques 

permettant la croissance d’un microorganisme, la transformation d’une molécule par co-

métabolisme résulte de l’action d’enzymes assurant d’autres fonctions dans la cellule mais 

pouvant aussi fortuitement métaboliser le xénobiotique (Luo et al., 2014). Ce processus est 

fréquemment décrit dans les études de transformation de composés organiques tels que les 

pesticides (Wang et al., 2010; Sharma et al., 2014) et les antibiotiques (Kassotaki et al., 

2016). La dégradation de composés organiques par co-métabolisme rend plus difficile les 

études qui visent à caractériser les souches impliquées dans cette dégradation, que ce soit pour 

(i) les approches culturales, pour lesquelles il faut alors diversifier la composition des milieux 

de culture notamment en apportant différentes sources de carbone pour couvrir la plus grande 

gamme possible de métabolismes, et pour (ii) les approches non culturales, telles que les 

techniques de marquage par isotope stable (SIP, Stable Isotope Probing), qui permettent 

d’identifier au sein d’une communauté, l(es) espèce(s) impliquée(s) dans la dégradation d’un 

composé organique, à condition que ce composé serve de source de carbone (cas du marquage 

au 13C) ou d’azote (cas du marquage au 15N) (Neufeld et al., 2007), ce qui n’est pas le cas 

dans les processus de co-métabolisme. Cette dernière technique est d’ailleurs assez peu 

utilisée dans le cas des pesticides en raison du coût très élevé des molécules marquées. 

La démarche souvent utilisée dans les études de biodégradation/biotransformation de 

pesticides est la suivante : (i) cultures d’enrichissement, (ii) isolement d’une souche 

dégradant/transformant le pesticide d’intérêt, (iii) caractérisation des voies de 

biodégradation/transformation de ce pesticide (plus ou moins avancée selon les études), et 

dans certains cas (iv) détermination du spectre d’autres pesticides dégradés/transformés par 

cette souche. Cependant, la plupart du temps, les autres pesticides testés appartiennent à la 
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même famille chimique que la molécule d’intérêt et les tests de dégradation/transformation 

sont réalisés avec les molécules prises individuellement, comme par exemple dans le cas de 

souches capables de transformer le nicosulfuron (Yang et al., 2008; Zhang et al., 2012; Song 

et al., 2013; Zhao et al., 2015a; b; Carles et al., 2017; Wang et al., 2016b) et la mésotrione 

(Romdhane et al., 2015). Bien que ces études apportent des informations importantes sur la 

capacité de dégradation/transformation des pesticides par la souche isolée, elles ne permettent 

pas d’appréhender leur potentiel de dégradation dans un contexte in situ de multi-

contamination. Nous avons donc mené des travaux dans ce sens en réalisant, parallèlement 

aux isolements de souches effectués avec les molécules individuelles, des isolements de 

microorganismes capables de dégrader simultanément plusieurs herbicides du mélange étudié, 

mais sans succès. Des travaux ont pu montrer la dégradation/transformation simultanée de 

plusieurs pesticides (appartenant ou non à la même famille chimique) par des consortia 

microbiens naturels (Kengara et al., 2010; Kulshrestha and Kumari, 2010; Pino and Peñuela, 

2011; Ortiz-Hernandez, 2014) ou artificiels (Rama Krishna and Philip, 2011; Abraham et al., 

2014), mais peu d’études ont mis en évidence la capacité d’une souche microbienne isolée de 

l’environnement à dégrader simultanément plusieurs pesticides de familles différentes (Lü et 

al., 2008; Karas et al., 2010; Kulshrestha and Kumari, 2010). Pour pallier au fait qu’il est 

difficile d’identifier des microorganismes issus de l’environnement capables de dégrader 

simultanément plusieurs pesticides, certains auteurs se sont alors tournés vers la construction 

de souches génétiquement modifiées, permettant ainsi à des souches capables de dégrader un 

composé, d’acquérir la capacité à en dégrader d’autres (Shimazu et al., 2001; Jiang et al., 

2007; Yang et al., 2010, 2013; Cao et al., 2013). Cependant, même si elle peut être envisagée 

dans le cas de méthodes de traitements biologiques de sol ex situ comme les bioréacteurs et 

les biopiles (Pavel and Gavrilescu, 2008), l’utilisation de souches génétiquement modifiées 

pour la remédiation de sites pollués n’est pas envisageable à l’heure actuelle, en raison du 

risque de contamination de l’environnement.  

Cependant, la plupart des études s’intéressant à la dégradation des pesticides par les 

microorganismes (ex. dans les systèmes de potabilisation de l’eau) ne mettent en évidence que 

la dissipation des molécules, sans vérifier systématiquement que ces molécules ont été 

minéralisées (Vandermaesen et al., 2016), alors que la dégradation partielle des pesticides (et 

donc la formation de métabolites) est un phénomène non négligeable, voire majoritaire 

(Hedegaard and Albrechtsen, 2014). L’obtention de souches capables de minéraliser le 

polluant à éliminer est donc une étape incontournable pour la mise au point de systèmes de 

bioremédiation basés sur l’utilisation de microorganismes. En effet, il n’est pas envisageable 
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d’apporter dans un système de traitement une souche qui peut potentiellement transformer une 

molécule mère en métabolites pouvant être plus toxiques, comme c’est le cas pour l’ADMP 

par rapport au nicosulfuron (Carles et al., 2017) et l’AMBA par rapport à la mésotrione 

(Bonnet et al., 2008). 

 

La caractérisation des voies de biotransformation de chaque pesticide est donc 

indispensable pour permettre d’identifier le maximum de métabolites potentiellement produits 

et d’évaluer leur toxicité, principalement dans le contexte de multi-contamination observée 

dans l’environnement. Les travaux que nous avons menés dans ce sens ont permis de mettre 

en évidence que des effets synergiques étaient observés pour la toxicité vis-à-vis du 

microorganisme modèle A. fischeri (test standard Microtox®), aussi bien dans le cas du 

mélange des trois herbicides étudiés que de leurs métabolites respectifs. D’autres cas de 

synergie des pesticides pour A. fischeri ont déjà été reportés dans la littérature (Fernández-

Alba et al., 2001; Cedergreen et al., 2006; Mansour et al., 2015). Malgré tout, l’évaluation du 

risque des mélanges de pesticides (ex. régulation européenne) n’est basée que sur les données 

des substances actives testées individuellement et ne prend pas en compte les effets non 

intentionnels de mélanges de pesticides dans l’environnement (Kienzler et al., 2016). Cette 

dernière étude, réalisée par la Commission Européenne, souligne également le manque 

d’informations sur les concentrations environnementales des polluants, leur nature, leurs 

effets, ainsi que sur la relation qui existe entre concentration et effet. Les courbes dose-

réponse sont communément employées pour mesurer l’effet d’un composé sur un organisme, 

mais la connaissance de la toxicité de chaque molécule d’un mélange ne permet pas de 

déterminer la toxicité globale de leur mélange dans le cas de synergie ou d’antagonisme 

(Cedergreen, 2014). Un niveau supplémentaire de complexité s’ajoute si on ne considère pas 

uniquement les pesticides, mais aussi d’autres catégories de polluants régulés par d’autres 

directives, et donc difficilement intégrables dans le processus d’évaluation du risque tel qu’il 

existe aujourd’hui. Un exemple a ainsi été récemment mis en évidence avec un pesticide 

organochloré et un œstrogène, qui, pris individuellement n’ont pas d’effet, mais montrent un 

effet synergique conduisant à l’activation des récepteurs PXR (Pregnane X Receptors) 

humains suite à l’augmentation de l’affinité du ligand, quand ils sont présents simultanément 

(Delfosse et al., 2015). 

Au regard du très grand nombre de molécules à tester (en incluant toutes les substances 

actives, leurs métabolites potentiels et les adjuvants présents dans les formulations 

commerciales), il n’est pas raisonnable d’envisager de pouvoir tester toutes les combinaisons 
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possibles de mélange. En revanche, les études devraient être orientées vers les molécules 

ayant la plus forte probabilité de se retrouver simultanément dans l’environnement, et vers 

celles appartenant à des familles chimiques connues pour avoir des effets synergiques telles 

que les triazines et les carbamates (Belden et al., 2007; Cedergreen, 2014). Au regard de nos 

travaux qui, bien que restreints aux mélanges étudiés, font clairement apparaître la nécessité 

de renforcer les recherches sur les molécules en mélange , il apparait également indispensable 

d’élargir ces investigations en prenant en compte le « pesticidome » (ensemble de substances 

actives, métabolites et adjuvants) dans les études de devenir et de toxicité des pesticides afin 

d’améliorer nos connaissances sur les processus impliqués et sur le risque de leur utilisation 

pour l’environnement et la santé animale et humaine. 

 

Devant le phénomène quasi généralisé de multi-contamination des écosystèmes, il devient 

urgent d’essayer de trouver des solutions pour remédier et limiter la diffusion des pollutions 

dans l’environnement. Les deux techniques de bioremédiation les plus employées à l’heure 

actuelle sont la biostimulation et la bioaugmentation. Dans la première, le potentiel de 

dégradation des microorganismes autochtones du sol est stimulé par ajout de nutriments. Le 

coût de cette technique est limité mais sa réussite nécessite des études préliminaires pour 

déterminer la quantité et le type de nutriments nécessaires favorisant la croissance et l’activité 

de dégradation des microorganismes d’intérêt. Dans le processus de bioaugmentation, des 

microorganismes allochtones sélectionnés pour dégrader un composé donné sont ajoutés au 

sol. Cependant, ces microorganismes peuvent ne pas se maintenir ou perdre leur activité de 

dégradation. La réussite de ces techniques est également dépendante de la biodisponibilité du 

pesticide dans le sol, cette dernière diminuant au cours du temps et entraînant par conséquent 

un traitement de durée importante (Önneby, 2013). De plus, la mise en place d’une action de 

remédiation des sols nécessite différentes étapes (diagnostic, exécution d'un programme 

d'études techniques permettant d’évaluer les risques de dispersion des contaminants dans 

l'environnement, choix du procédé de traitement, travaux de réhabilitation) et souvent des 

essais préliminaires en laboratoire (Mougin et al., 1996). Devant le nombre important de 

contraintes pour l'utilisation de ces procédés, nous avons fait le choix d’orienter nos 

recherches vers le développement d’une technique préventive (la bioprophylaxie) qui permet 

d’optimiser l’activité de dégradation des microorganismes, d’agir quand le polluant est le plus 

biodisponible et de réduire la diffusion de la pollution. Cependant, les limites actuelles de 

cette technique sont de déterminer le couple « microorganisme minéralisant-herbicide », de 

mettre au point des formulations galéniques permettant aux microorganismes de conserver 
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leur activité de dégradation, de s’assurer que l’efficacité de l’herbicide soit conservée en 

présence de la souche dégradante, et le coût encore indéterminé du fait que cette technique ne 

soit pas couramment utilisée. Malgré ces limites, nos résultats ont montré que la 

bioprophylaxie appliquée à l’herbicide 2,4-D permettait de réduire considérablement son 

temps de demi-vie dans le sol, sans altérer son activité herbicide, montrant ainsi l’efficacité 

d’une telle technique. Des tests de lyophilisation nous ont notamment permis de montrer que 

la souche C. necator JMP134 pouvait être conservée plusieurs mois, tout en conservant son 

activité de dégradation du 2,4-D. Reste maintenant à mettre au point l’enrobage des 

microorganismes, à valider nos résultats par des expériences à plus grande échelle, à la tester 

sur d’autres pesticides (par exemple des insecticides) et à évaluer le coût de cette méthode 

avant de pouvoir envisager sa mise en application potentielle dans les pratiques agricoles. 
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Perspectives 

Les perspectives envisagées suite à mes travaux de thèse s’inscrivent d’une part, dans la 

continuité directe en cherchant à compléter les études réalisées pour une meilleure 

compréhension des processus de biodégradation dans des situations de multi-contamination et 

d’autre part, dans une approche plus globale sur l’utilisation des mélanges de pesticides en 

agriculture et sur la manière d’évaluer et de traiter la pollution de l’environnement par des 

composés organiques issus de l’activité humaine. 

 

Les perspectives de recherche en laboratoire concernent : 

 

o les voies de biodégradation des molécules seules 

Les cultures d’enrichissements réalisées n’ont pas permis d’isoler de microorganismes 

capables de dégrader le S-métolachlore. Un moyen d’étudier ses voies de biotransformation 

serait de tester les souches isolées connues pour dégrader le métolachlore, celles décrites dans 

la littérature comme capables de dégrader le S-métolachlore n’ayant pas conservé leur 

activité. Les résultats pourraient ainsi mettre en évidence une éventuelle biodégradation 

énantiosélective de cet herbicide. 

 

Concernant le nicosulfuron, les résultats de nos tests de transformation par les souches P. 

fluorescens SG-1 et B. megaterium Mes11, ainsi que les données des études antérieures, 

montrent que ses voies de biotransformation sont relativement bien conservées, conduisant 

systématiquement à la formation d’ADMP après un clivage de la liaison sulfonylurée. Il serait 

donc intéressant d’identifier les métabolites produits par la souche fongique isolée à partir de 

communautés microbiennes associées à la litière de feuille en rivière, afin de vérifier s’ils sont 

identiques à ceux décrits jusqu’à présent. Le fait que les voies de biotransformation du 

nicosulfuron soient particulièrement conservées au sein de plusieurs genres microbiens laisse 

aussi supposer que les enzymes impliquées sont les mêmes. Il serait donc intéressant de les 

identifier afin de pouvoir développer dans le futur un biomarqueur permettant d’évaluer le 

potentiel de dégradation du nicosulfuron dans un environnement donné. 
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o les voies de biodégradation des molécules en mélange 

 

Concernant l’étude de la biotransformation du mélange des trois herbicides, la prochaine 

étape serait d’identifier les processus à l’origine des effets observés sur la biotransformation 

de la mésotrione et du nicosulfuron. L’accélération de la biotransformation de la mésotrione 

en présence de S-métolachlore pourrait être due à une activation de l’expression des gènes 

codant les nitroréductases par cet herbicide. En effet, les premiers résultats des analyses 

d’expression ont confirmé le caractère inductible des gènes nfrA1 et nfrA2 en présence de 

mésotrione. Cette étude a d’ores et déjà été mise en place dans le contexte de mélange de 

pesticides pour vérifier l’influence du S-métolachlore sur cette expression. L’inhibition de la 

transformation du nicosulfuron en présence de mésotrione semble, quant à elle, due à des 

interactions entre les deux molécules et/ou à des effets sur les cellules bactériennes 

influençant les processus d’adsorption/absorption à l’origine de la dissipation rapide du 

nicosulfuron au cours du premier jour d’incubation. Ceci devra être confirmé. 

 

o les enzymes impliquées dans la dégradation 

 

L’AMBA est le métabolite de la mésotrione classiquement retrouvé dans l’environnement 

et est commun à toutes les souches capables de dégrader la mésotrione décrites jusqu’à 

présent. Nous avons mis en évidence le rôle des nitroréductases NfrA1 et NfrA2 de la souche 

Mes11 dans la transformation de la mésotrione en AMBA. Ces deux enzymes, appartenant à 

la même sous-famille de nitroréductases (NfsA-FRP), possèdent des domaines conservés qui 

peuvent êtres ciblés par des amorces ou des sondes spécifiques. Elles pourraient alors être 

utilisées comme biomarqueurs pour évaluer le potentiel de dégradation de la mésotrione dans 

un environnement donné. Ces enzymes pourraient également être utilisées pour le 

développement de biocapteurs microbiens (avec un gène rapporteur sous le contrôle du 

système de régulation des nitroréductases) ou enzymatiques (avec un couplage 

électrochimique) permettant de détecter spécifiquement la mésotrione. 

L’étude de l’expression des gènes codant les nitroréductases NfrA1 et NfrA2 a révélé une 

surexpression des deux gènes chez la souche Mes11 en présence de mésotrione par rapport à 

la condition sans mésotrione. Il existe donc très certainement un système de régulation des 

deux gènes, directement ou indirectement sous le contrôle de composés nitro-aromatiques (ici, 

la mésotrione). Ces systèmes de régulation sont partiellement décrits chez E. coli, mais sont 
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encore inconnus pour le genre Bacillus. Une perspective plus fondamentale de notre étude 

serait donc d’investiguer le système de régulation des nitroréductases de la souche Mes11. 

 

Nous avons également montré que la souche B. megaterium Mes11 possédait une grande 

diversité de nitroréductases (9 gènes situés sur le chromosome, représentants 5 sous-familles 

de nitroréductases). Le criblage initial que nous avons réalisé était focalisé sur l’activité de 

transformation de la mésotrione, mais j’ai aussi testé l’activité de certaines nitroréductases sur 

d’autres composés nitroaromatiques. Les tests préliminaires ont ainsi permis de mettre en 

évidence une activité supérieure de la nitroréductase YfkO pour la transformation de la 

prodrogue CB1954 par rapport à celle de NfrA1 et NfrA2. YfkO serait donc potentiellement 

une bonne candidate pour une application dans le domaine médical : par ex. pour l’activation 

de prodrogue par nitroréduction dans le cas du traitement de tumeurs cancéreuses (Williams et 

al., 2015). 

 

Enfin, le séquençage du génome de la souche Mes11 a permis de mettre en évidence la 

présence d’une troisième nitroréductase appartenant à la famille NfsA-FRP, celle-ci étant 

localisée sur un des plasmides de la souche. Les nitroréductases ayant été décrites jusqu’à 

présent sont localisées sur le chromosome de la souche. Il serait donc intéressant de 

déterminer la raison de la présence de ce gène sur un plasmide (est-il issu d’un transfert 

horizontal de gènes conférant à la souche un avantage comme la résistance à des composés 

nitro-aromatiques toxiques ?), et de caractériser l’activité de cette nitroréductase sur la 

mésotrione. 

 

o la minéralisation des molécules 

 

Dans la perspective de trouver des solutions de bioremédiation des écosystèmes, il serait 

primordial d’avoir à disposition des souches capables de minéraliser les pesticides. Même si 

certaines souches sont capables de minéraliser un pesticide à elle seule (Sørensen et al., 2001; 

Lerch et al., 2007), la plupart du temps, les voies de minéralisation d’une molécule sont 

dispersées au sein d’une communauté microbienne. Ainsi, la dégradation complète du 

polluant nécessite la coopération métabolique d’un consortium microbien. Lors de nos 

travaux, nous avons isolé deux souches (Mes11 et SG-1) capables de transformer la 

mésotrione et le nicosulfuron, seuls ou en mélange, en produisant plusieurs métabolites qui 

s’accumulent dans le milieu dans nos conditions, mais sans pouvoir les minéraliser. Il serait 
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donc intéressant d’isoler des souches capables de dégrader les métabolites pour ensuite former 

des consortia artificiels efficaces avec l’ensemble de ces souches, et, in fine, conduire à la 

minéralisation de chacun de ces pesticides. 

 

Perspectives sociétales et environnementales 

 

Les travaux menés en écotoxicologie doivent contribuer à répondre in fine à la demande 

sociétale en matière de gestion environnementale et de développement durable. Ils doivent 

donc permettre de fournir des éléments, voire des outils, afin de mieux appréhender les 

risques environnementaux et/ou de mieux évaluer la qualité écologique des milieux exposés 

aux pesticides. Pour ce faire, l’idéal serait de posséder une souche bactérienne ou un 

consortium capable de minéraliser chaque pesticide utilisé en agriculture. L’utilisation de ces 

couples « pesticides-microorganismes minéralisants » en traitement préventif 

(bioprophylaxie) permettrait alors d’éviter une éventuelle pollution environnementale. Le cas 

échéant, les microorganismes minéralisants pourraient aussi être utilisés pour éliminer une 

pollution par bioaugmentation. Ainsi tout pesticide, pour lequel aucune méthode de 

dégradation n’a été démontrée, ne devrait être mis sur le marché. Ce principe aurait ainsi 

permis d’éviter la pollution de plus de 20 000 hectares de sol dans les Antilles françaises par 

la chlordécone, un insecticide utilisé dans les bananeraies pour éradiquer les populations de 

charançon noir entre 1972 et 1993. Encore de nos jours, il n’existe aucun moyen de le 

dégrader, que ce soit par photolyse, hydrolyse ou biodégradation. Pourtant interdit dès 1977 

aux Etats-Unis, son utilisation a été poursuivie en France jusqu’en 1990. Cet exemple montre 

bien la nécessité d’harmoniser la législation, la réglementation et les méthodes d’évaluation 

des risques pour l’utilisation des pesticides au niveau mondial afin d’éviter que certaines 

molécules dont la dangerosité pour l’environnement et/ou la santé animale et humaine est 

avérée, ne soient interdites que dans certains pays. 

 

Il faudrait également reconsidérer les méthodes d’évaluation des risques 

(éco)toxicologiques réalisées en amont de l’autorisation de la mise sur le marché des 

pesticides de manière à prendre en compte non seulement la persistance et la toxicité de la 

substance active, mais également celles de la formulation commerciale et des métabolites, 

seuls ou en mélanges avec les pesticides susceptibles d’être présents simultanément dans un 

environnement donné (mélange non intentionnel). Pour que cela soit possible, il est évident 

que les voies de dégradation de chaque molécule doivent être connues, ce qui implique de 
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mettre davantage de moyens dans les études qui vont dans ce sens. Bien que de nature très 

fondamentale, ces travaux constituent un préalable incontournable au développement d’outils 

permettant d’évaluer le devenir et l’impact des pesticides dans l’environnement. 

 

Pour faire face à la recrudescence des maladies qui affectent les cultures et en impactent 

les rendements, l’Homme a jusqu’à présent privilégié la lutte chimique, ce qui a permis, avec 

la modernisation des pratiques agricoles, d’augmenter les rendements et ainsi de répondre à 

l’augmentation de la consommation mondiale. Cependant, les leçons du passé devraient être 

tirées pour optimiser les moyens de lutte tout en réduisant leur impact environnemental. 

L’utilisation massive de molécules de synthèse (pesticides, antibiotiques, médicaments, 

cosmétiques, etc.) a en effet conduit à la contamination de bon nombre d’écosystèmes. A côté 

de cela, l’apparition chez les adventices de résistance aux herbicides et chez les 

microorganismes pathogènes pour l’Homme et l’animal de multi-résistances aux antibiotiques 

laisse penser que nous sommes dans une course aux armements, comme le décrit très bien la 

théorie de la reine rouge : d’un côté, l’Homme développe constamment des nouvelles 

stratégies de lutte, et de l’autre, les adventices, les ravageurs ou encore les pathogènes 

évoluent et finissent par résister, et ainsi de suite. Les techniques évoluent : après les OGM 

(organismes génétiquement modifiés), arrivent les NBT (New Breeding Techniques), 

symboles des biotechnologies au service de l’agriculture. Quand s’arrêtera cette course sans 

fin ? Qui en sortira vainqueur ? La question est ouverte. Nous sommes désormais entrés dans 

l’ère de l’Anthropocène1… 

 

 

 

 

 

 

 

 

                                                

1 Terme de chronologie géologique proposé pour caractériser l’époque de l’histoire de la Terre qui a débuté 

lorsque les activités humaines ont eu un impact global significatif sur l’écosystème terrestre. Fait suite à 

l’Holocène. C’est le météorologue et chimiste de l’atmosphère Paul Crutzen qui a popularisé ce terme à la fin du 

XXe siècle. 
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Résumé. Les pesticides de nouvelle génération sont le plus souvent épandus à de faibles doses et en 

mélange. Peu d’études se sont intéressées jusqu’à présent à l’effet de ces mélanges sur la biodégradation et 

la toxicité de chaque pesticide et/ou métabolite. Le but de ces travaux de thèse était d’étudier les voies de 

biotransformation de chacun des trois herbicides d’un mélange constitué de mésotrione (β-tricétone), 

nicosulfuron (sulfonylurée) et S-métolachlore (chloroacétanilide) utilisé sur les cultures de maïs, ainsi que 

la toxicité (test Microtox®) des herbicides et de leurs métabolites, seuls et en mélanges. L’identification des 

métabolites de la mésotrione chez la souche Bacillus megaterium Mes11 et une étude de protéomique 

différentielle ont suggéré l’implication de nitroréductases dans la première étape de la biotransformation de 

cet herbicide, rôle confirmé ensuite par la caractérisation structurelle et fonctionnelle de deux enzymes 

capables de transformer la mésotrione : les nitroréductases NfrA1 et NfrA2, appartenant à la sous-famille 

NfsA-FRP des Nitro-FMN réductases. La voie de biotransformation du nicosulfuron a, quant à elle, été 

étudiée chez la souche Pseudomonas fluorescens SG-1 isolée à partir de sol agricole, capable de 

transformer cet herbicide par co-métabolisme. Cette biotransformation conduit à la formation de deux 

métabolites majoritaires issus du clivage de la liaison sulfonylurée du nicosulfuron, l’un deux (l’ADMP, 2-

amino-4,6-diméthoxypyrimidine) présentant une toxicité 20 fois supérieure à celle de la molécule mère. 

Nous avons également étudié qualitativement et quantitativement la biotransformation de la mésotrione et 

du nicosulfuron par la souche Mes11 séparément ou en mélange, et en présence ou non de S-métolachlore 

Les résultats ont montré un effet négatif de la mésotrione sur la biotransformation du nicosulfuron et un 

effet positif du S-métolachlore sur la biotransformation de la mésotrione. Tous les mélanges d’herbicides 

testés ont montré des effets synergiques pour la toxicité vis-à-vis de A. fischeri, tandis que les mélanges de 

métabolites (avec ou sans S-métolachlore) étaient majoritairement synergiques ou antagonistes. La dernière 

partie des travaux de thèse est focalisée sur le développement d’une technique préventive de traitement de 

la pollution par les pesticides d’origine agricole (bioprophylaxie). Nous avons fait la preuve de concept de 

cette technique par une étude en microcosmes de sol. L’épandage simultané de l’herbicide 2,4-D (acide 

2,4-dichlorophénoxyacétique) et de la souche Cupriavidus necator JMP134 capable de le minéraliser a en 

effet permis de réduire le temps de demi-vie de ce composé d’un facteur 3, tout en conservant son activité 

herbicide. 

Mots-clés : Mélange de pesticides ; Mésotrione ; Nicosulfuron ; S-métolachlore ; Biotransformation ; 

Microorganismes ; Métabolites ; Toxicité des mélanges ; Bioprophylaxie 

 

 

Abstract. The new-generation pesticides are often sprayed at low dosages and in mixtures. Up to now, 

a few studies focused on the effect of these mixtures on the biodegradation and the toxicity of each 

pesticide and/or metabolite. The aim of this Ph.D. work was to study the biotransformation of each 

herbicide of a mixture composed of mesotrione (β-triketone), nicosulfuron (sulfonylurea) and S-

metolachlor (chloroacetanilide) applied on maize crops, as well as the toxicity (Microtox® test) of the 

herbicides/metabolites alone or in mixture. The identification of mesotrione metabolites by the strain 

Bacillus megaterium Mes11 and a differential proteomic approach suggested the role of nitroreductases in 

the first step of mesotrione biotransformation. This was confirmed by the structural and functional 

characterization of two enzymes able to biotransform mesotrione: the NfrA1 and NfrA2 nitroreductases, 

belonging to the NfsA-FRP sub-family of Nitro-FMN reductases. The biotransformation pathway of 

nicosulfuron has been elucidated for the strain Pseudomonas fluorescens SG-1 isolated from an agricultural 

soil and able to co-metabolically biotransform nicosulfuron. Two major metabolites resulting from the 

cleavage of the sulfonylurea bridge were identified, one of them (ADMP, 2-amino-4,6-

dimethoxypyrimidine) presenting a 20-fold higher toxicity than the parent compound. The simultaneous 

biotransformation of mesotrione and nicosulfuron by the strain Mes11 was also qualitatively and 

quantitatively studied, showing a negative effect of mesotrione on nicosulfuron biotransformation, and a 

positive effect of S-metolachlor on mesotrione biotransformation. All parent compound mixtures tested 

resulted in synergistic effects towards A. fischeri, while metabolite mixtures (with or without S-

metolachlor) were mostly synergistic or antagonistic. The last part of the PhD work was devoted to the 

development of a preventive technique for the treatment of pollutions caused by agricultural pesticides 

(bioprophylaxis). We made the proof of concept of this method by using a soil microcosm study. The 

simultaneous spreading of 2,4-D (2,4-dichlorophenoxyacetic acid) herbicide and the strain Cupriavidus 

necator JMP134 able to mineralize it allowed a 3-fold reduction of 2,4-D half-life in soil, while preserving 

its herbicide activity. 

Keywords: Pesticide mixture; Mesotrione; Nicosulfuron; S-metolachlor; Biotransformation; 

Microorganisms; Metabolites; Mixture toxicity; Bioprophylaxis 


