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INTRODUCTION GENERALE 
 

La révolution industrielle de la fin du XVIIIème siècle est une des causes de la 

dégradation de la qualité de la majorité des sols, notamment par contamination de 

substances toxiques. En France, il existe actuellement plus de 6500 sites et sols qui ont été 

recensés comme étant pollués, ou potentiellement pollués, par la base de données BASOL1 

(BASOL, 2017). La plupart des sites sont concentrés dans les anciennes régions minières et 

industrielles comme la région Rhône-Alpes, le Nord-Pas-de-Calais, l’Ile de France ou la 

Lorraine. Aujourd’hui, ces régions sont caractérisées par un grand nombre de friches 

industrielles en raison de l’arrêt des activités au cours des dernières décennies. Une friche 

industrielle correspond à un site qui a été affecté par des utilisations antérieures du site ou 

des terrains environnants, abandonné ou sous-utilisé, se trouvant principalement dans les 

zones urbaines totalement ou partiellement développées, et qui nécessite une intervention 

pour le remettre en état d’usage (CABERNET, 2016). Une friche industrielle peut avoir ou  

non des problèmes de contamination (CABERNET, 2016). Si tel est le cas, les sites vont 

présenter différents types de pollution selon l’activité qui y était exercée. Parmi elles, la 

contamination organique par les hydrocarbures aromatiques polycycliques (HAP) 

représente, à l’heure actuelle, plus de 7 % des sites pollués de France, les plaçant en 2ème 

position des polluants organiques les plus représentés (BASOL, 2017). Puisque les HAP 

peuvent conduire à des effets toxiques et notamment cancérigènes, ces composés posent 

un réel problème environnemental et de santé publique car ils peuvent gagner tous les 

autres milieux par lessivage, érosion éolienne…, contaminer les espèces végétales et 

animales et finalement atteindre l’Homme. Comme les sols sont pollués depuis plusieurs 

dizaines d’années, les HAP ont subi diverses évolutions qui ont affecté leur mobilité et leur 

biodisponibilité (Ma et al., 2012a). Ces molécules se retrouvent alors généralement 

séquestrées dans le sol (Alexander, 2000; Bogan and Sullivan, 2003) et donc présentes en 

grande concentration. Il est ainsi primordial de réhabiliter les friches industrielles pour 

diminuer le risque de contamination et de dissémination.  

De nombreuses techniques de dépollution ont alors été développées comprenant des 

traitements physiques, chimiques et biologiques. Bien qu’elles soient plus lentes, les 

                                                           
1
 Outil de gestion qui recense depuis le début des années 1990 les sites et sols pollués ou potentiellement 

pollués appelant une action des pouvoirs publics à titre préventif ou curatif (Antoni, 2013). 
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méthodes biologiques, qui favorisent la dégradation naturelle du contaminant, s’avèrent 

moins couteuses et plus respectueuses de l’environnement que les autres procédés (Khan et 

al., 2004). De manière générale, elles consistent à stimuler la dégradation microbienne du 

polluant organique en utilisant, par exemple, des plantes (phyto/rhizoremédiation), des 

nutriments (biostimulation) ou des microorganismes possédant des capacités catalytiques 

de dégradation (bioaugmentation). Cependant, la plupart des études qui concernent la 

remédiation des sols pollués par les HAP s’intéressent plus particulièrement aux composés 

de faible poids moléculaire tels que le phénanthrène. Or, les HAP de haut poids moléculaire 

comme le benzo(a)anthracène (BaA) sont plus persistants dans les sols et en général plus 

toxiques. 

Ainsi, l’objectif de ce travail de thèse consiste à évaluer l’influence d’une plante 

phytoremédiatrice, Miscanthus x giganteus (MxG), sur le devenir et le comportement du 

BaA dans le sol. Une première expérimentation a été conduite afin d’analyser l’influence 

rhizosphérique de la plante (phyto/rhizoremédiation) sur une période de 12 mois. Dans le 

but d’améliorer la compréhension de cet effet, une deuxième expérimentation a été mise en 

place sur une durée de 105 jours afin d’étudier l’influence de certaines molécules exsudées 

au niveau du système racinaire de MxG (biostimulation) et de microorganismes spécifiques, 

associés à sa rhizosphère, ayant des capacités catalytique de dégradation du BaA 

(bioaugmentation). Ces deux expérimentations ont été menées au laboratoire dans des 

conditions contrôlées à partir d’un sol artificiellement contaminé afin de suivre uniquement 

le BaA. 

Ce manuscrit de thèse est composé de quatre parties. Dans un premier temps une 

analyse bibliographique présentera l’état actuel des connaissances sur les sols pollués par les 

HAP et notamment le BaA, ainsi que des facteurs impactant leur comportement et leur 

dissipation dans les sols en insistant sur l’influence des espèces végétales. Une seconde 

partie sera consacrée aux matériels et aux méthodes qui ont été employés pour répondre 

aux objectifs de la thèse. Ensuite, seront présentés les résultats obtenus à partir des 

différentes expérimentations ainsi que leurs analyses. Enfin, une dernière partie présentera 

la conclusion générale et les perspectives de ces travaux de thèse. 
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1. ANALYSE BIBLIOGRAPHIQUE 
 

1.1. Le sol 
 

Le sol est une entité naturelle qui représente la couche superficielle de la croûte terrestre. 

D’une épaisseur moyenne de seulement un à deux mètres, il n’est qu’une très mince 

pellicule à l’interface de la lithosphère et de l’atmosphère (Gobat et al., 2010). Du fait de sa 

multifonctionnalité, il n’existe pas de définition universelle. La première et la plus 

prédominante fut celle des agronomes qui considéraient le sol comme un milieu de 

croissance pour les plantes (Bockheim et al., 2005; Certini and Ugolini, 2013). Concernant les 

géologues, le sol n’était qu’une phase assez courte dans le cycle géologique alors que pour 

les ingénieurs civils, le sol était une matière terreuse meuble, qui pouvait être déplacée par 

des machines (Certini and Ugolini, 2013). Ce n’est qu’à la fin des années 1880 qu’un grand 

changement est intervenu grâce à Vasilij Vasilievich Dokuchaev, père de la pédologie. Il vit 

au-delà de l’aspect utilitaire du sol et proposa un concept naturaliste (Certini  and Ugolini, 

2013; Girard et al., 2005). En effet, il comprit que le sol était le résultat de l’interaction entre 

le temps, les organismes vivants et morts, la roche, le climat et la topographie2 (Bockheim et 

al., 2014; Certini and Ugolini, 2013; Girard et al., 2005).  

 

1.1.1. Composition 

 

Le sol est alors un système dynamique et complexe, constitué de quatre éléments 

principaux : les matières minérales, les matières organiques (vivantes et non vivantes), la 

solution du sol (eau), et les gaz (air). Les proportions de ces éléments sont présentées sur la 

figure 1. L’organisation de la fraction solide du sol qui est représentée par les matières 

minérales et organiques, forme des pores qui sont occupés par la solution du sol et les gaz. 

 

                                                           
2
 Relief, forme, configuration d’un lieu. 
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Figure 1. Proportion des principaux composants du sol en volume (White, 2006). 

Données de la matière organique : (Calvet, 2013). 

 

1.1.1.1. Les matières minérales 

 

Deux catégories de minéraux sont rencontrées dans le sol : les minéraux primaires et les 

minéraux secondaires. Les minéraux primaires proviennent de la roche mère à partir de 

laquelle le sol s’est formé (Calvet, 2003a; Duchaufour, 2001). Certains vont se retrouver 

intacts dans le sol comme l’épidote et le zircon, qui sont très résistants à l’altération, alors 

que d’autres, plus vulnérables (de part leur structure et leur composition chimique), vont 

pouvoir subir une altération plus ou moins grande comme c’est le cas du quartz et du 

feldspath (Calvet, 2003a). Cette altération va conduire à la formation de nouveaux minéraux, 

les minéraux secondaires. Ils peuvent également être obtenus par néoformation3 (Girard et 

al., 2005), ceux-ci formant alors avec les minéraux primaires altérés, le complexe d’altération 

du sol (Baize, 2016). Les minéraux secondaires comprennent des argiles et des oxydes. La 

composition de la fraction minérale du sol va alors dépendre de la roche mère et des 

processus de pédogenèse (Calvet, 2013). Différentes tailles de particules vont alors 

composer cette fraction (Tableau 1). 

 

 

 

 

                                                           
3
  Formation d'un minéral via des éléments en solution. 
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Tableau 1. Classes granulométriques de la terre fine et catégories des éléments grossiers  (NF X31-003, 1998). 

 Dimensions Dénomination 

Terre fine 

< 2 µm Argiles 

2 µm à 50 µm Limons 

50 µm à 2 mm Sables 

Eléments grossiers 

2 mm à 2 cm Graviers 

2 cm à 7,5 cm Cailloux 

7,5 cm à 12 cm Pierres 

12 cm à 25 cm Grosses pierres 

> 25 cm Blocs 

 

Les proportions des éléments de la terre fine vont définir la texture du sol (Figure 2), qui elle 

va en déterminer les propriétés physico-chimiques (Calvet, 2013).  

 

 

Figure 2. Triangle des textures issu de la carte pédologique de l’Aisne (Calvet, 2003a). 

 

Par exemple, les sols à texture argileuse et très argileuse retiennent mieux l’eau et les 

éléments nutritifs que ceux à texture plus grossière (White, 2006). Les sols sableux en 
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revanche ont une infiltration plus rapide et un meilleur drainage (White, 2006). Aussi, la 

texture va pouvoir influencer la température du sol car en présence d’argiles humides, il 

mettra plus de temps à répondre à un changement de température atmosphérique (White, 

2006). Les éléments grossiers sont toutefois à prendre en compte dans la détermination des 

propriétés physico-chimiques. En effet, même si des sols possèdent la même texture, la 

présence plus ou moins importante de ces éléments va influencer leur teneur en eau. D’une 

manière générale, plus ils seront composés d’éléments grossiers, moins ils contiendront 

d’eau (White, 2006). De plus, une étude a montré que l’augmentation de la teneur en 

cailloux pouvait diminuer le rendement des cultures notamment par une difficulté 

d’implantation de l’espèce végétale (Gras, 1994). 

De manière générale, les fractions des limons et des sables sont composées de silicates 

primaires qui proviennent de la fragmentation de la roche mère (Calvet, 2013; White, 2006). 

En ce qui concerne la fraction des argiles, elle est généralement constituée d’un mélange de 

minéraux argileux (argile minéralogique) et de minéraux non argileux comme des oxydes 

métalliques, des carbonates, des feldspaths et du quartz (Calvet, 2013). Contrairement aux 

silicates primaires, ces minéraux sont très réactifs en raison de leur grande aire spécifique de 

surface4 et de leurs charges. Ils vont alors influencer la rétention et l’échange de cations et 

d’anions, l’adsorption d’eau, ou encore, le pH (White, 2006). 

 

1.1.1.2. Les matières organiques  

 

La matière organique du sol est composée de matière organique fraiche (non évoluée), de 

matière organique transformée, ainsi que d’organismes vivants (Robert, 1996). La matière 

organique fraiche, de taille grossière, provient des débris des végétaux, des résidus des 

animaux, ou encore des excréments déposés à la surface du sol (White, 2006). Celle-ci va 

être transformée via des processus physico-chimiques mais également biologiques (Jocteur 

Monrozier and Duchaufour, 1986) car elle va servir de source d’énergie pour certains 

organismes. Cette transformation va conduire à l’incorporation du carbone organique dans 

le sol via la formation de la matière organique transformée qui est alors composée de 

substances humiques et non humiques (Saiz-Jimenez, 1996). Ces dernières correspondent à 

                                                           
4
 Somme des aires de toutes les particules dont est constitué le matériau (Calvet, 2003a). 
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des glucides, des protéines, des lignines, ou encore des acides organiques, qui sont des 

composés de faible poids moléculaire, généralement labiles, et facilement dégradables par 

les microorganismes (Ndira, 2006; Schnitzer and Khan, 1975). Quant aux substances 

humiques qui forment l’humus, elles sont constituées principalement d’acides humiques, 

d’acides fulviques et d’humine, des composés beaucoup plus complexes et plus stables que 

les matériaux initiaux (Schnitzer and Khan, 1975), dont les caractéristiques majeures sont 

présentées sur la figure 3.  

 

Figure 3. Caractéristiques principales des substances humiques (Rutkowska and Pikula, 2013). 

Structures moléculaires de l’acide fulvique et de l’acide humique selon Buffle (1988) et Stevenson (1982), respectivement. 

 

Les acides humiques évolueraient en acides fulviques, puis en humine, lors d’un processus 

appelé humification (Jocteur Monrozier and Duchaufour, 1986). Cependant, plusieurs 

théories existent quant à la formation de ces composés (Calvet, 2013). Contrairement aux 

substances non humiques, elles s’avèrent beaucoup plus récalcitrantes à la dégradation 

microbienne, notamment via la formation de complexes (Schnitzer and Khan, 1975). En 

effet, étant des molécules polyélectrolytes5 et hydrophiles renfermant des cavités 

hydrophobes (Busnot et al., 1995; Schnitzer and Khan, 1975), les substances humiques ont la 

capacité de former des complexes solubles et insolubles dans l’eau avec des ions métalliques 

et des oxydes hydratés et d’interagir avec les minéraux argileux et les composés organiques 

(Schnitzer and Khan, 1975). Les substances humiques vont alors jouer un rôle important 

dans les sols puisqu’elles vont permettre sa structuration via la formation d’agrégats en se 
                                                           
5
 Molécule possédant de nombreux sites ioniques (anioniques et cationiques). 
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liant aux argiles (acides humiques, humine), l’amélioration de la disponibilité des nutriments 

pour les espèces végétales grâce à la chélation d’ions minéraux (acides humiques et 

fulviques), ou encore, l’augmentation de sa capacité d’échange cationique (acides fulviques) 

(Murphy, 2014; Ndira, 2006). 

En ce qui concerne les organismes vivants, ceux-ci représentent environ 15 % de la matière 

organique du sol et sont représentés par les organismes végétaux avec leurs parties 

souterraines (racines), les organismes animaux (faune) et les microorganismes (Figure 4).  

 

 

Figure 4. Proportions approximatives en masse des constituants organiques dans des sols cultivés (Van-Camp et al., 2004). 

 

La faune comprend un grand nombre d’organismes qui vivent dans les pores du sol et qui 

sont classés en fonction de leur taille (Calvet, 2013) : 

 la microfaune comprend les organismes d’une taille inférieure à 0,2 mm. Il s’agit 

principalement de protozoaires et de nématodes ; 

 la mésofaune correspond à des organismes dont la taille est comprise entre 0,2 et 4 

mm. Elle comprend des microarthropodes (acariens, collemboles,…) ainsi que des 

nématodes de grande taille et des enchytréides ; 

 la macrofaune est constituée d’organismes de taille comprise entre 4 et 8 mm, 

comme des annélides, des insectes, des mollusques et des arachnides ; 

 la mégafaune correspond aux animaux de taille supérieure à 80 mm comme des 

reptiles et des amphibiens qui utilisent le sol comme habitat. 

Les microorganismes, quant à eux, sont représentés par les bactéries, les algues, les 

champignons et les actinomycètes. Ils représentent la plus grande part de la biomasse 



 

25 
 

vivante (Figure 4), se chiffrant par millions, voire par milliards dans un gramme de sol 

(Tableau 2). 

 

Tableau 2. Quantité moyenne des différents microorganismes par gramme de sol (Van-Camp et al., 2004). 

Microorganisme Nombre de cellules / g de sol 

Bactérie 109 

Algue 104 

Champignon 106 

Actinomycète 107 

 

Même si la faune est moins abondante que les microorganismes, elle est beaucoup plus 

mobile et son action dans les sols est donc plus étendue à la fois en surface et vers la 

profondeur (Robert, 1996). La macrofaune et la mésofaune participent à la dégradation des 

résidus végétaux par des actions mécaniques de broyage et de fragmentation, ainsi qu’à 

l’évolution des substances humiques par leur tube digestif (Calvet, 2003a). La décomposition 

de la matière organique est ensuite réalisée par des réactions biochimiques grâce aux 

microorganismes (Robert, 1996). La dégradation des substrats va alors fournir des 

nutriments pour la croissance de ces organismes, mais également libérer des éléments 

essentiels comme l’azote et le phosphore sous une forme disponible, qui vont pouvoir être 

utilisés comme source de nutriments pour les végétaux (Senn and Kingman, 1973). En 

retour, les racines fournissent de nombreux composés qui vont servir de source de carbone 

et d’énergie pour les microorganismes, stimulant alors leur croissance et leur activité 

(Baudoin et al., 2003). En plus de participer aux cycles biochimiques des éléments, les 

organismes vivants interviennent également dans la structuration du sol. Par exemple, les 

mycéliums formés par les champignons maintiennent les agrégats (Rillig et al., 2010), les 

vers de terre contribuent à la formation de macroagrégats (diamètre ≤ 250 µm) et de 

microagrégats (diamètre > 250 µm) grâce au mélange et au déplacement de la terre (Calvet, 

2013) et les racines ont une action de compaction lors de la pénétration dans le sol (Bruand 

et al., 1996). Les organismes vivants apparaissent donc comme une composante importante 

du sol, étant même impliqués dans plusieurs de ses fonctions. 
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1.1.1.3. La solution du sol 

 

La solution du sol correspond à son eau interstitielle, ses solutés et ses gaz dissous. Elle 

circule librement dans les macropores (diamètre supérieur à 10 µm) mais se retrouve 

retenue dans les micropores (diamètre inférieur à 10 µm) par capillarité (Ranjard and 

Richaume, 2001). Sa composition est déterminée par plusieurs phénomènes présentés sur la 

figure 5.  

 

 

Figure 5. Déterminisme de la composition de la solution du sol (Calvet, 2013). 

 

La solution du sol va alors être le lieu de nombreuses transformations physico-chimiques, 

impactant les différents compartiments du sol (Tableau 3). Elle est notamment indispensable 

à la vie des organismes (microorganismes, animaux et végétaux) car elle possède des 

éléments nutritifs essentiels à leur croissance. De plus, elle affecte l’intégrité de leur 

membrane cellulaire. La solution du sol doit alors être largement disponible et circulante 

(Ranjard and Richaume, 2001). Cependant, lorsqu’elle est présente en excès, elle peut 

conduire à une asphyxie et à un lessivage, impactant alors négativement les organismes. 
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Tableau 3. Phénomènes, compartiments et processus impliquant la solution du sol (Calvet, 2013). 

Phénomènes Compartiment impacté Processus 

Volatilisation Phase gazeuse Pollution de l’atmosphère 

Adsorption/désorption 

Précipitation/dissolution 

Phase solide : minéraux et 

matières organiques 

Pédogénèse et dégradation 

des sols 

Synthèse et dégradation des 

composés organiques 

Transformations chimiques 

dans la solution du sol 
Solution du sol 

Mobilisation et immobilisation 

des nutriments et des 

polluants 

Absorption Organismes vivants Nutrition minérale et toxicité 

 

1.1.1.4. Les gaz  

 

Les gaz dans le sol se retrouvent soit sous forme libre dans son atmosphère ou sous forme 

dissoute dans sa solution. L’air occupe les pores où l’eau n’est pas présente. Diffusant 

faiblement dans les micropores (Faugier, 2010), il se retrouve majoritaire dans les 

macropores et possède une composition proche de celle de l’air atmosphérique (Tableau 4; 

Calvet, 2013; Gobat et al., 2010).  

 

Tableau 4. Composition de l'air du sol et de l'atmosphère extérieure (Gobat et al., 2010). 

 

L’air du sol est alors principalement composé d’azote et d’oxygène, mais il contient une plus 

grande concentration en dioxyde de carbone que l’atmosphère extérieure, ainsi que d’autres 

gaz qui sont des bioproduits du métabolisme microbien (White, 2006). Cependant, le faible 

renouvellement de l’air, la consommation biologique de l’oxygène, ou encore un excès 

Constituant Air du sol (%) Atmosphère extérieure (%) 

Oxygène 

18 à 20,5 en sol bien aéré 

10 après de la pluie 

2 en structure compacte 

0 dans les horizons réduits 

21 

Azote 78,5 à 80 78 

Dioxyde de carbone 
0,2 à 3,5 

5 à 10 à proximité des racines 
0,03 

Gaz divers 
Traces de H2, N2O, Ar 

En anoxie : NH3, H2S, CH4 

1 

(surtout Ar, les autres en traces) 
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d’eau, peuvent conduire à des conditions hypoxiques voire anoxiques. Ceci ne pose 

généralement pas de problème pour la macrofaune et la mésofaune qui peuvent se déplacer 

si l’air se raréfie, mais cela est plus problématique pour la microfaune, la microflore et les 

racines car leurs mouvements sont beaucoup trop lents (Gobat et al., 2010). De plus, une 

teneur élevée en dioxyde de carbone ralentit l’activité de certains microorganismes (Gobat 

et al., 2010). Pour pallier à ce problème, des stratégies sont alors mises en place par les 

organismes comme la sporulation6 (bactéries et champignons) et l’enkystement7 qui mènent 

à des formes de vie ralentie (Gobat et al., 2010). Aussi, certains microorganismes possèdent 

un métabolisme anaérobie qui permet de remplacer l’oxygène par un autre accepteur final 

d’électron comme le nitrate. La composition de la phase gazeuse du sol est alors déterminée 

par la respiration des organismes vivants, mais également par des échanges avec 

l’atmosphère extérieure (O2, CO2, CH4,…) et la solution du sol (dissolution d’O2, volatilisation 

de N2O,…) (Figure 6). 

 

 

 

Figure 6. Déterminisme de la composition de la phase gazeuse du sol (Calvet, 2013). 

 

 

                                                           
6
 Aptitude à former des cellules spécialisées, résistantes et dormantes, les spores (Calvet, 2013). 

7
 Aptitude à entrer intrinsèquement dans un stade dormant, souvent en s’entourant d’une enveloppe 

protectrice épaisse, en accumulant des réserves et en se déshydratant partiellement (Calvet, 2013). 
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1.1.2. Fonctions 

 

Grâce à ses différents composants, le sol remplit de nombreuses fonctions qui permettent 

de fournir des services et des biens aux Hommes. Ces fonctions peuvent être classées en 

trois catégories. 

  

1.1.2.1. Fonctions écologiques 

 

Le sol est un support pour la vie puisqu’il fournit de nombreux habitats très variés grâce à la 

diversité morphologique de ses pores et contient des éléments nutritifs essentiels à la vie 

(Ruellan, 2010). De ce fait, un grand nombre et une grande variété d’organismes 

(microorganismes, animaux et végétaux) y croissent et se développent, faisant du sol une 

source de biodiversité. Il apparait donc comme un réservoir biologique mais également 

génétique (Blum, 2005; Calvet, 2003a), servant notamment de source pour la recherche 

pharmaceutique (antibiotiques, anticancéreux, antidouleurs,…) (Baduel, 2002). 

Le sol agit également comme un filtre pour l’eau et l’air, influençant alors leur qualité. En 

effet, en circulant dans le sol, des échanges et des transformations vont avoir lieu avec les 

constituants minéraux et organiques (Ruellan, 2010). La qualité de l’eau va alors être 

influencée au niveau de ses nutriments et celle de l’air par les gaz à effet de serre (CO2, CH4, 

N2O…) (Powlson et al., 2011). De plus, si l’eau ou l’air sont polluées, le sol va pouvoir retenir 

les contaminants (chélation, adsorption), mais également les dégrader via sa microflore, 

dans le cas de contaminants organiques. En revanche, l’effet inverse peut se produire et 

aboutir à une contamination. 

Le sol joue aussi un rôle important dans les cycles biogéochimiques et en particulier dans les 

cycles du carbone, de l’azote, du soufre ou encore du phosphore (Calvet, 2003a), 

notamment grâce à la dégradation de la matière organique par les microorganismes. Etant 

un lieu de régulation des flux de matière et d’énergie, le sol apparait alors comme un 

compartiment fondamental pour le fonctionnement des écosystèmes à la surface 

continentale (Calvet, 2003a).  
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1.1.2.2. Fonctions socioculturelles  

 

En ce qui concerne ses fonctions socioculturelles, le sol présente une utilité récréationnelle 

(Finvers, 2008) telle que les terrains de foot, la marche ou le camping et constitue une 

source d’informations paléontologiques, archéologiques et géologiques (Blum, 2005). Il fait 

également parti des éléments constitutifs du paysage et contribue à son évolution (Calvet, 

2003b).  

 

1.1.2.3. Fonctions économiques 

 

Le sol sert de support mécanique pour les végétaux avec la production agricole et sylvicole 

mais également pour les infrastructures (Calvet, 2003a). Il fournit donc de la nourriture et 

des matériaux avec notamment des matières premières telles que l’argile, les sables, les 

minéraux et la tourbe (Blum, 2005), qui sont utilisées pour le bâtiment et l’industrie, mais 

aussi pour le chauffage (tourbe) et à des fins artistiques (céramique, maquillage, peinture,…) 

(Ruellan, 2010). 

 

1.1.3. Protection 

 

Les sols remplissent donc des fonctions vitales pour les sociétés humaines. Cependant, 

certaines utilisations du sol sont à l’origine de la modification de ses fonctions et contribuent 

à sa dégradation. En effet, des pratiques agricoles inadéquates (surpâturage, monoculture, 

usage excessif de fertilisants et de pesticides,…), l’urbanisation, ou encore l’industrie, 

menacent les sols. 40 à 50 % d’entre eux sont déjà dégradés au niveau mondial du fait des 

activités humaines (Ruellan et al., 2008). Le plus problématique est, au niveau international, 

qu’il n’existe aucun traité ou convention de droit international public concernant la gestion 

des sols, alors qu’ils sont très nombreux pour la biodiversité, la mer, les eaux et la qualité de 

l’air (problématique de l’effet de serre incluse) (Plavinet and Coquet, 2013). Il existe 

toutefois une « Charte mondiale des sols » qui a été publiée par la Food and Agricutural 

Organization (FAO) en 1981, mais elle n’a eu aucune influence. Elle a alors été relancée en 

2011 sous la dénomination de « Partenariat mondial pour les sols pour la sécurité 

alimentaire et l’adaptation au changement climatique et l’atténuation de ses effets » 
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(Plavinet and Coquet, 2013). Aussi, en Europe, un projet de directive cadre avait été déposé 

en 2006 afin d’envisager à « préserver, protéger, et restaurer les sols », mais son adoption a 

été bloquée du fait de l’opposition persistante de plusieurs états membres : l'Allemagne, 

l'Autriche, le Royaume-Uni et la France, qui affirment déjà disposer des outils réglementaires 

pour lutter contre la pollution des sols (Brethomé, 2011; Plavinet and Coquet, 2013). En 

effet, en France, depuis les années 1990, l’absence d’un système de protection des sols a 

conduit le pouvoir public à créer sa propre politique de protection, en développant des outils 

de gestion et de suivi, ainsi que des lignes directrices et des mesures d’exécution, sans aucun 

soutien clair du cadre juridique (Bourgoin, 2006). L’état actuel de protection des sols est 

donc très limité et une prise de conscience des problèmes liés à leur dégradation s’avère 

plus qu’urgente.  

 

1.2. Les hydrocarbures aromatiques polycycliques  
 

Parmi les facteurs de dégradation des sols, la contamination par substances toxiques touche 

6509 sites en France et plus de 7 % sont représentés par les hydrocarbures aromatiques 

polycycliques (HAP) (BASOL, 2017). 

 

1.2.1. Caractéristiques  

 

Les HAP sont des composés organiques constitués d’atomes de carbone et d’hydrogène dont 

la structure comprend au moins deux cycles aromatiques condensés de type benzénique liés 

de façon linéaire, angulaire ou en amas (Figure 7; Edwards, 1983; Sims and Overcash, 1983).  

 

 

 

 

 

Figure 7. Arrangements moléculaires possibles des HAP. 
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Il existe à ce jour environ 130 HAP identifiés (INERIS, 2005) dont seulement 16 sont 

généralement considérés pour les études environnementales car ils ont été jugés comme 

prioritaires par l’agence environnementale américaine (US-EPA; Wilson and Jones, 1993; 

Tableau 5). Huit d’entre eux figurent également dans la liste des 15+1 HAP prioritaires de 

l’Union Européenne (Lerda, 2011; Tableau 5), les 8 autres étant présentés dans le tableau 6.  

 

Tableau 5. Propriétés physico-chimiques des 16 HAP prioritaires selon l'US-EPA  (Bourcereau, 2008; Girard et al., 2005; 

INERIS, 2005; Thion, 2012). MM : masse molaire ; en gras sont présentés les HAP faisant également partis de la liste 

prioritaire de l’Union Européenne (Lerda, 2011). 

Nom  

Structure 

Formule 

MM (g.mol
-1

) 

Solubilité dans 

l’eau (mg.L
-1

) 

KOW 

(Log) 

KOC 

(Log)  

Volatilité 

(Pa) 

Temps de demi-

vie en jours (j) ou 

ans (a) 

Naphtalène 

 

C10H8  

128  
32 3,30 3,15 36,8 16 - 48 j 

Acénaphtylène 

 

C12H8 

152  
3,93 4,07 1,4 4,14 - 

Acénaphtène 

 

C12H10 

154  
3,42 3,98 3,66 1,52 - 

Fluorène 

 

C13H10 

166  
1,90 6,58 6,2 0,715 32 - 60 j 

Anthracène 

 

C14H10 

 178  
0,07 4,45 4,15 0,078 50 j - 1,3 a 

Phénanthrène 

 

C14H10 

 178  
1 4,45 4,15 0,113 16 - 200 j 

Fluoranthène 

 

C16H10 

 202  
0,27 4,90 4,58 8,7.10

-3
 140 j-1,2 a 

Pyrène 

 

C16H10 

 202  
0,16 4,88 4,58 0,012 210 j – 5,2 a 

Benzo(a)anthracène 

 

C18H12 

228  
0,0057 5,61 5,3 6,1.10

-4
 102 j – 1,9 a 

Chrysène 

 

C18H12 

228  
0,06 5,16 5,3 8,4.10

-7
 1 – 2,7 a 

Benzo(a)pyrène 

 

C20H12 

252  
0,0038 6,06 6,74 2,3.10

-5
 57 j – 1,5 a 

Benzo(b)fluoranthène 

 
 

C20H12 

 252  
0,001 6,04 5,74 6,7.10

-5
 360 j – 1,7 a 
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Tableau 6. HAP prioritaires selon l'Union Européenne, ne figurant pas dans la liste de l'US-EPA (Lerda, 2011). 

 

Les HAP sont classés en deux catégories selon leur poids moléculaire : les « légers » à faible 

poids moléculaire qui possèdent 2 à 3 cycles et les « lourds » à haut poids moléculaires qui 

possèdent 4 cycles et plus (Bossert and Bartha, 1986). Les HAP sont également classés en 

deux groupes selon leur structure : les alternants qui sont des dérivés du benzène par la 

fusion additionnelle de cycles benzéniques dont la structure possède moins de 8 cycles et les 

non alternants qui sont composés de cycles à moins de 6 atomes de carbone en plus des 

cycles benzéniques (Figure 8; Dabestani and Ivanov, 1999; Singh, 2011; Wick et al., 2011). De 

Nom 

Structure 

(suite) 

Formule 

MM (g.mol
-1

) 

(suite) 

Solubilité dans 

l’eau (mg.L
-1

) 

(suite) 

KOW 

(Log) 

(suite) 

KOC 

(Log) 

(suite)  

Volatilité 

(Pa) 

(suite) 

Temps de demi-

vie en jours (j) ou 

ans (a) 

(suite) 

Dibenzo(ah)anthracène 

 

C22H14 

278  
0,0005 6,84 6,52 9,2.10

-8
 361 j – 2,6 a 

Benzo(k)fluoranthène 

 

C20H12 

252  
0,0008 6,06 5,74 4,2.10

-6
 2,5 – 5,9 a 

Benzo(ghi)pérylène 

 

C22H12 

276  
insoluble 6,50 6,2 2,2.10

-5
 0,25 – 1,8 a 

Indeno(1,2,3-cd)pyrène

 

C22H12 

276  
0,0008 6,58 6,2 1,3.10

-8
 1,6 – 2 a 

Nom Structure Nom Structure 

Benzo(j)fluoranthène 

 

Dibenzo(ah)pyrène 

 

Benzo(c)fluorène 

 

Dibenzo(ai)pyrène 

 

Cyclopenta(cd)pyrène 

 

Dibenzo(al)pyrène 

 

Dibenzo(ae)pyrène 

 

5-méthylchrysène 
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nombreuses structures dérivent de ce dernier groupe ce qui augmente considérablement la 

diversité des HAP (Wick et al., 2011).  

 

 

 

 

 

 

Figure 8. Exemple de HAP alternant et non alternant. 

 

Puisque les cycles benzéniques présentent trois doubles liaisons conjuguées8, les HAP 

possèdent une répartition homogène des électrons π ce qui leur confère une forte stabilité 

(Brown et al., 2003; Portella et al., 2005). Cette dernière est cependant influencée par 

l’arrangement moléculaire des cycles, les HAP angulaires étant les plus stables et les linéaires 

les moins stables (Jouannin, 2004; Singh, 2011). Aussi, la présence de cycles à 5 carbones 

parmi les cycles benzéniques augmenterait la stabilité des molécules vis-à-vis de la 

dégradation microbienne (Wammer and Peters, 2005). La stabilité est donc une des 

propriétés des HAP expliquant la persistance de certains composés dans l’environnement.  

La solubilité et la volatilité restent cependant les principales caractéristiques responsables de 

ce phénomène. Leurs valeurs sont données dans le tableau 5 pour les 16 HAP retenus pas 

l’US-EPA. D’autres paramètres, dont certains sont présentés dans ce même tableau, 

permettent également d’évaluer le devenir et le comportement des HAP dans les sols : 

 le coefficient de partage du carbone organique (KOC) souvent exprimé en log qui 

traduit la répartition du composé entre la fraction de carbone organique et la 

fraction eau du sol. Plus le KOC sera élevé, plus le composé aura tendance à se lier à la 

matière organique. Ce coefficient est en fait un dérivé de la constante KD qui permet 

de mesurer la répartition du composé entre la phase liquide et la phase solide du sol. 

Cette répartition étant fortement dépendante de la concentration en matière 

organique contenue dans la phase solide, le coefficient KD peut être corrigé de cette 

fraction organique pour donner le coefficient KOC ; 

                                                           
8
 Alternance de doubles liaisons et de simples liaisons. 
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 le coefficient de partage octanol/eau (KOW) qui traduit la répartition du composé 

entre l’octanol, un solvant qui possède une polarité similaire à celles des membranes 

lipidiques, et l’eau. Souvent exprimé en log, ce paramètre va permettre d’évaluer le 

caractère hydrophobe ou hydrophile de la molécule et d’appréhender sa capacité 

d’accumulation dans les organismes vivants et de fixation à la matière organique du 

sol. Ainsi, plus un composé aura un log KOW faible, plus il aura d’affinité pour la phase 

liquide du sol ; 

 la constante de Henry (KH) exprimée en Pa.m3.mol-1 qui traduit la répartition du 

composé entre l’air et l’eau. Plus la KH d’un composé sera élevée, plus il sera volatil ; 

 le temps de demi-vie qui correspond au temps nécessaire pour une diminution de 50 

% de la concentration du composé. 

Toutes ces propriétés des HAP dépendent du nombre et de l’assemblage de leurs cycles, 

ainsi que de leur masse moléculaire. D’une manière générale, les HAP sont caractérisés par 

un haut point de fusion et d’ébullition, une faible volatilité et une très faible solubilité dans 

l’eau (Skupinska et al., 2004). Ces deux dernières caractéristiques ont tendance à diminuer 

avec l’augmentation du nombre de cycle (Wilson and Jones, 1993). 

 

1.2.2. Origine dans l’environnement 

 

1.2.2.1. Mécanismes de formation 

 

Les HAP sont formés essentiellement par des mécanismes de pyrolyse-pyrosynthèse de la 

matière organique et des imbrûlés. Sous l’effet d’une température supérieure à 500°C, ce 

phénomène implique le fractionnement des substances organiques en composés instables 

(principalement des radicaux libres) par la rupture des liaisons carbone-hydrogène et 

carbone-carbone (Ledesma et al., 2000; Mastral and Callén, 2000; Ravindra et al., 2008). Une 

partie de ces fragments va réagir avec l’oxygène présent pour former du CO2 et de l’eau. 

L’oxygène étant généralement insuffisant pour accomplir une oxydation totale, les autres 

fragments vont réagir entre eux et se combiner à l’acétylène9 pour former une structure qui 

se condense ensuite en noyaux aromatiques résistants à la dégradation thermique (Pichtel, 

                                                           
9
 Hydrocarbure gazeux produit par craquage thermique d’hydrocarbures (H−C≡C−H). 
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2014; Ravindra et al., 2008). Lors du refroidissement, la recombinaison de ces fragments va 

alors conduire à la formation de nouveaux composés organiques de plus en plus complexes 

(Mastral and Callén, 2000; Richter and Howard, 2000). Ravindra et ses collaborateurs (2008), 

illustrent la formation des cycles aromatiques à partir de l’éthane, un hydrocarbure (Figure 

9). 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 9. Mécanisme de pyrosynthèse des HAP à partir de l’éthane (Ravindra et al., 2008). 

 

Ces mécanismes peuvent conduire à la formation d’une grande variété de HAP de masse 

molaire comprise entre 78 (C6H6) et 1792 g.mol-1 (C144H64) (Glasier et al., 2001; Lafleur et al., 

1996). La composition du combustible de base, la proportion d’oxygène et la température de 

combustion influencent la nature et l’abondance des HAP formés par les processus de 

combustion (Ledesma et al., 2000; Marr et al., 1999; Mastral and Callén, 2000; Revuelta et 

al., 1999). Les HAP à haut poids moléculaire sont cependant les molécules les plus 

représentées par les mécanismes de pyrolyse-pyrosynthèse (Mojtahid, 2014). 

Il existe deux autres modes de formation des HAP, la pétrogénèse et la diagénèse. La 

pétrogénèse correspond à la synthèse de HAP via la formation géologique des combustibles 

fossiles tels que le pétrole ou le charbon. Ceux-ci sont générés par la dégradation de la 

matière organique à pression élevée et à température réduite (inférieure à 200°C) (Hansen 

et al., 2003). En raison de la température relativement basse, les HAP sont formés plus 

lentement. Le naphtalène et le phénanthrène sont les principaux HAP présents dans les 

matériels pétrogéniques du fait de leur grande stabilité thermodynamique (Kouzayha, 2011).  

La source diagénétique quant à elle, correspond aux HAP formés par transformation via les 

organismes vivants (animaux, végétaux, microorganismes) dans une période géologique 

chaleur 

chaleur 

-H 

-H 

Hydrocarbures 
aromatiques polycycliques 
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relativement courte (Laflamme and Hites, 1979; Wakeham et al., 1980). La modification 

chimique de certains précurseurs biogénétiques10 comme les di- et triterpénoïdes11, les 

pigments (ex : chlorophylle) ou encore les quinones12, conduisent à la formation de HAP. La 

transformation du triterpène va, par exemple, produire des HAP tétra et pentacycliques 

(Laflamme and Hites, 1979; Wakeham et al., 1980) et celle du diterpène, des composés 

homologues au pérylène et au phénanthrène (Wakeham et al., 1980).  

 

1.2.2.2. Sources d’émission 

 

Les HAP sont émis dans l’environnement à partir de sources anthropiques et naturelles. Ces 

dernières proviennent évidemment des formations pétrogéniques et diagéniques des 

composés, mais également des formations pyrolytiques lors de combustions naturelles 

comme les feux de forêts et les éruptions volcaniques (Ilnitsky et al., 1977; Kim et al., 2003; 

Vergnoux et al., 2011). Les sources naturelles sont à l’origine de 1 à 10 µg.kg-1 de HAP dans 

les sols (Edwards, 1983). Diffuses et peu conséquentes, elles représentent moins de 1 % des 

émissions totales de HAP (Lutz, 2006).  

A l’opposé, les sources anthropiques sont plus importantes et affectent donc plus 

l’environnement. Certains HAP sont produits industriellement pour la préparation de divers 

plastifiants (naphtalène), de pigments (acénaphtène, pyrène), de colorants (naphtalène, 

anthracène, fluoranthène) et de pesticides (naphtalène, phénanthrène…) (Picot and 

Montandon, 2013). Cependant, ils ne représentent pas une source de pollution puisque leur 

production est faible et contrôlée (INERIS, 2006). La pollution environnementale provient 

essentiellement de 4 sources majeures (Ravindra et al., 2008). 

 

1.2.2.2.1. Les sources domestiques 

 

Les émissions de HAP sont principalement dues à l’utilisation d’appareils de chauffage 

domestiques (Esen et al., 2008; Junninen et al., 2009). Lors de la combustion, tous les types 

                                                           
10

 Composés formés par un organisme vivant impliqués dans une réaction chimique produisant un ou plusieurs 
autres composés. 
11

 Composés organiques produits majoritairement par les végétaux qui contribuent notamment aux 
phénomènes de communication et de défense. 
12

 Transporteurs d'électrons dans la membrane mitochondriale interne (lieu de la respiration) et dans la 
membrane des thylakoïdes (lieu de la photosynthèse). 
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de HAP sont formés (Tableau 7). Leur profil dépend peu du combustible et de la technique 

de combustion utilisée (INERIS, 2006) mais les poêles à bois en émettent 25 à 1000 fois plus 

que les poêles à charbon (Picot and Montandon, 2013; Tableau 7). Les émissions sont 

principalement constituées de pyrène, de chrysène et de phénanthrène (Picot and 

Montandon, 2013), ce dernier étant généralement le plus représenté avec environ 40 % des 

émissions totales (INERIS, 2006). Le benzo(a)pyrène, par exemple, représente moins de 5 % 

des émissions de HAP (INERIS, 2006). 

 

Tableau 7. Facteurs d'émission de HAP lors de l'utilisation d'appareils de chauffage domestiques (OSPAR Commission, 2001). 

1 kWh = 3,6 MJ 

Stoker screw : système permettant de charger automatiquement la chaudière en combustible. Ce système peut améliorer 

les conditions de combustion. 

 

Des HAP sont également émis en cuisine, lors du chauffage de l’huile et de la cuisson des 

denrées alimentaires (Picot and Montandon, 2013). La composition des fumées de cuisson 

est très diverse et dépend de plusieurs facteurs comme la composition des aliments, l’huile 

de cuisson (soja, colza, hydrogénée,…), la température, le temps et la méthode de cuisson 

(friture, sauter, mijoter,…), ainsi que du style de cuisine (chinoise, indienne, occidentale,…) 

(Abdullahi et al., 2013). La friture, par exemple, émet plus de HAP que les autres méthodes à 

cause de la haute température de cuisson et de la grande quantité d’huile à utiliser 

(Abdullahi et al., 2013). Les HAP à haut poids moléculaires vont plutôt être retrouvés lors des 

modes de cuisson à haute température et ceux à faible poids moléculaire lors des cuisson à 

basse température (Abdullahi et al., 2013). Les teneurs en HAP émises à partir des cuisines 

peuvent être très élevées puisque dans une ville au sud de Taiwan 8973 kg de HAP sont émis 

chaque année à cause des cuisines des habitations et des restaurants (Li et al., 2003). Les 

pays en voie de développement sont particulièrement touchés par ce type d’émission car 

pour chauffer leurs aliments, ils utilisent du bois, des bouses séchées et des résidus 

Combustion de bois

Chaudière résidentielle de chauffage (11 - 40 kWh) < 1 - 24 mg/MJ (16 HAP)

Chaudière résidentielle de chauffage, "stoker screw" (23 kWh) 0,1 - 17 mg/MJ (35 HAP)

Poêles à bois (environ 15 kWh) 0,6 - 9 mg/MJ (26 HAP)

Combustion de charbon

Chaudière résidentielle de chauffage, "stoker screw" (23 kWh) ≈ 0,2 mg/MJ (35 HAP)

Emissions de HAP (en mg de HAP/MJ 

d'énergie consommée)
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agricoles, qui sont eux-mêmes sources de HAP (Ravindra et al., 2008). Il en est de même 

avec le charbon de bois qui est utilisé pour la cuisson au barbecue, une méthode également 

utilisée dans les pays développés, principalement en été (Dyremark et al., 1995). 

La cigarette fait également partie des sources d’émission domestique de HAP. Les teneurs 

présentes dans la fumée principale13 peuvent varier de 801 à 2673 ng de HAP (14 HAP) par 

cigarette en fonction de la composition du tabac, de la ventilation du filtre, de la marque et 

du pays (Ding et al., 2006). Les HAP à faible poids moléculaire sont les composés principaux 

puisqu’ils représentent environ 90 % des HAP totaux émis par la fumée de cigarette (Ding et 

al., 2006). 

 

1.2.2.2.2. Les sources mobiles 

 

Des HAP sont produits lors du transport routier (Nielsen, 1996; Tuháčková et al., 2001) par la 

combustion des carburants. Les taux d’émission varient de quelques nanogrammes par 

kilomètre à plus de 1000 mg.km-1 selon les composés et le type de véhicule (Picot and 

Montandon, 2013). Les principaux polluants rejetés par les véhicules dotés de moteurs à 

essence sont le fluoranthène et le pyrène, tandis que le naphtalène et l’acénaphtène 

prédominent dans les gaz d’échappement des moteurs diesel (Picot and Montandon, 2013). 

Les véhicules légers sont principalement une source de HAP à haut poids moléculaire (4-5 

cycles) alors que les moteurs diesel de véhicules lourds émettent principalement des HAP à 3 

cycles (Marr et al., 1999). 

 

1.2.2.2.3. Les sources industrielles 

 

Les sources industrielles d’HAP comprennent la production d’aluminium, la production de 

coke14 (dans le cadre de la production de fer et d’acier), la production de ciment, les 

industries pétrochimiques, les industries du bitume et de l’asphalte, l’incinération des 

déchets ménagers, les chaudières des centrales thermiques, les industries du bois (en 

                                                           
13

 Fumée inhalée directement par le fumeur. 
14

 Combustible produit par pyrolyse d’un mélange de charbon afin d’en éliminer les matières volatiles. 
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particulier la créosote15), ou encore les industries de fabrication de pneus en caoutchouc 

(PAHs position paper, 2001). L’émission de HAP à partir de diverses cheminées industrielles 

(haut fourneau, cokerie, convertisseur à oxygène, four à arc électrique, centrale électrique, 

usine de pétrole lourd, usine de ciment) est comprise entre 77 (haut fourneau) et 3970 µg 

(usine de pétrole lourd) par kilo de matière première (Yang et al., 1998). De fortes 

concentrations en HAP de haut poids moléculaire sont retrouvées pour les cokeries, les fours 

à arc électrique et les usines de pétrole lourd (Yang et al., 1998). En ce qui concerne 

l’incinération des déchets ménagers, une plus grande quantité de HAP est produite à partir 

de la pyrolyse des plastiques par rapport à la pyrolyse de biomasse (Zhou et al., 2015). Le 

naphtalène est le polluant majoritaire issu de l’incinération des biomasses tandis que le 

phénanthrène et le fluorène sont les composés principaux émis à partir des plastiques (Zhou 

et al., 2015). 

 

1.2.2.2.4. Les sources agricoles 

 

Les sources agricoles de HAP correspondent au brûlage des résidus de culture comme la 

chaume, la paille et la broussaille, ainsi que, par exemple, du brûlage des bruyères à des fins 

de régénération (Ravindra et al., 2008). Les quantités de HAP produites ne sont pas 

négligeables puisque les teneurs émises pendant le brûlage de canne à sucre sont 

comparables à celles de plusieurs centres urbains (Godoi et al., 2004).  

 

Il existe donc de nombreuses sources anthropiques responsables de la contamination de 

l’environnement par les HAP. Bien qu’ils soient majoritairement émis dans l’atmosphère, les 

HAP vont pouvoir gagner tous les milieux via le vent et la pluie (Figure 10). 

 

 

 

 

                                                           
15

 Produit issu le plus souvent de la distillation de la houille (roche sédimentaire d’origine biochimique et riche 
en carbone) qui est utilisé pour préserver le bois. 
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Figure 10. Processus de dépôt des polluants (Dahnoun, 2013). 

 

En France, en 2013, environ 20 tonnes de HAP ont été émis dans l’atmosphère avec comme 

principal émetteur, le secteur résidentiel/tertiaire du fait essentiellement de la combustion 

de biomasse (Figure 11). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 11. Emission de HAP dans l'atmosphère en France métropolitaine par secteur (en t), en 2013 (CITEPA, 2016). 

 

1.2.3. Toxicité 

 

Les HAP sont des composés toxiques dont le risque pour l’environnement et la santé 

humaine est accru de par leurs nombreuses sources d’émission, leur caractère ubiquiste et 

leurs propritétés physico-chimiques (hydrophobicité, faible volatilité). Selon la molécule, le 
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type d’exposition, l’organisme, les cellules cibles, ainsi que des conditions 

environnementales, la toxicité des HAP va différer.  

Chez l’Homme et les animaux, les HAP peuvent pénétrer par inhalation, contact cutané ou 

ingestion via la chaîne alimentaire principalement. Les organismes peuvent ingérer des 

produits contaminés par dépôts atmosphériques, notamment des végétaux, mais aussi par 

bioaccumulation puisque les HAP vont s’accumuler tout au long de la chaine trophique du 

fait de leur caractère hydrophobe. Une fois dans l’organisme, ils se retrouvent au niveau des 

tissus adipeux et de certains organes, notamment le foie, lieu de détoxication. Les HAP sont 

alors métabolisés par l’action des enzymes de la famille des cytochromes P450 (Kim et al., 

1998; Luch et al., 2002). La métabolisation des HAP permet leur élimination par les systèmes 

biliaires et urinaires en rendant leurs métabolites plus solubles. Cependant, les réactions de 

détoxification peuvent conduire à la formation de composés plus réactifs que la molécule 

initiale qui vont pouvoir interagir avec l’ADN, provoquer des mutations génétiques et donc 

initier des cancers (Cavallo et al., 2006; Sánchez-Guerra et al., 2012; Shimada and Fujii-

Kuriyama, 2004; Siddens et al., 2015). Le Centre International de Recherche sur le Cancer 

(CIRC) a classé les HAP selon leur degré de cancérogénicité pour l’être humain (Tableau 8). 

 

Tableau 8. Classification des 16 HAP prioritaires de l'US-EPA selon le CIRC (CIRC, 2016). 

 

 

 

 

Groupe 1 : substance cancérogène 

Groupe 2A : substance probablement 

cancérogène 

Groupe 2B : substance possiblement 

cancérogène 

Groupe 3 : substance inclassable quant à sa 

cancérogénicité 
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La cancérogénicité est généralement associée à des HAP contenant 4 à 6 cycles. En effet, 

certaines de ces molécules possèdent des configurations structurales particulières appelées 

régions baie et fjord (Figure 12) qui conduisent à la formation d’époxydes très réactifs 

pendant leur métabolisation. Elles induisent un encombrement stérique de l’époxyde 

hydrolase qui intervient dans l’élimination des époxydes (Desler et al., 2009), ce qui favorise 

alors les réactions d’oxydation et la formation de radicaux. Cependant, il existe des HAP sans 

région baie ni fjord comme l’anthanthrène, un composé à 6 cycles, qui induit des dommages 

liés à l’ADN chez l’Homme lors de sa métabolisation (Desler et al., 2009) ainsi que des 

tumeurs de la peau chez la souris (Cavalieri et al., 1977). 

 

 

 

 

 

Figure 12. Illustration des régions baie et fjord chez le benzo(a)pyrène et le dibenzo(al)pyrène respectivement. 

 

Les HAP s’avèrent également immunotoxiques car ils peuvent être immunosuppresseurs 

avec une inhibition de la phagocytose, ou immunostimulateurs, en étant impliqués dans des 

processus inflammatoires via la formation de lymphocytes (Grundy et al., 1996; Reynaud 

and Deschaux, 2006). Ils présentent aussi un caractère reprotoxique avec une diminution de 

la capacité reproductive (Diamond et al., 1995) ou une ovotoxicité (Hoyer, 2001) et sont 

responsables de troubles hépatiques avec l’apparition de stéatose16, d’hémosidérose17 ou de 

mégalocytes18 (Landahl et al., 1990), ainsi que de troubles hématologiques comme l’anémie 

hémolytique19 (Troisi et al., 2007). Les risques les plus importants liés aux HAP restent 

cependant leur effet mutagène et cancérigène.  

En ce qui concerne les végétaux, ceux-ci peuvent être exposés aux HAP au niveau des racines 

ou des parties aérienne (Fismes et al., 2002; Lin et al., 2007; Oguntimehin et al., 2008). Au 

                                                           
16

 Accumulation de graisse dans les cellules du foie. 
17

 Surcharge en fer dans le foie. 
18

 Globules rouges anormaux caractérisés par une grande taille. 
19

 Diminution du taux de globules rouges dans le sang par destruction prématurée. 
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niveau racinaire, bien que les HAP soient plus facilement absorbés dans les racines 

qu’adsorbés à la surface (Jiao et al., 2007), la pénétration racinaire va augmenter avec leur 

KOW mais est limitée par leur nombre de cycles aromatiques (Tao et al., 2009). Lorsqu’ils sont 

absorbés dans les racines, ils peuvent être transportés vers les parties aériennes (Fismes et 

al., 2002; Wild et al., 2005). Comme le transfert vers les feuilles dépend du flux de 

transpiration dans la plante, la translocation des HAP augmente avec leur solubilité et 

diminue avec leur KOW. Le transport vers les feuilles ne serait possible que pour les composés 

dont le KOW est compris entre -1 et 5 (Desalme, 2011). Le prélèvement racinaire des HAP 

reste cependant très faible et ne concernerait que les sols fortement pollués dont les 

teneurs sont supérieures à 10-100 mg par kg de matière sèche (Desalme, 2011). Ceci peut 

également être expliqué par le caractère hydrophobe des molécules, celles-ci se retrouvant 

fixées à la matière organique de sol. La contamination se fait donc majoritairement par voie 

aérienne (Kipopoulou et al., 1999) et les concentrations retrouvées dans les végétaux sont 

en général corrélées avec les concentrations retrouvées dans l’atmosphère. La partition 

gaz/particule des HAP conditionne leur localisation dans les feuilles (Kipopoulou et al., 1999; 

McLachlan, 1999). En effet, les HAP gazeux sont capables de pénétrer dans les tissus internes 

des feuilles tandis que les HAP particulaires restent majoritairement dans la cuticule 

(Howsam et al., 2000; McLachlan, 1999). La toxicité des HAP va se traduire, par exemple, par 

une inhibition de l’activité photosynthétique (Kummerová et al., 2006; Mallakin et al., 2002), 

une inhibition de la germination et de la croissance (Alkio et al., 2005; Henner et al., 1999; 

Kummerová et al., 2006) ou encore par une diminution de l’efficacité d’approvisionnement 

en eau et en nutriments (Kummerová et al., 2001; Kummerová and Kmentová, 2004).  

Chez les microorganismes, les HAP présentent également des effets délétères. Par exemple, 

chez la cyanobactérie Prochlorococcus, ils altèrent la division cellulaire des organismes en 

réduisant la synthèse de l’ADN et en diminuant le pourcentage de cellules entrant en mitose, 

ce qui conduit à une diminution du taux de croissance (Cerezo and Agustí, 2015). Les HAP 

sont alors responsables d’un déclin de certaines populations de microorganismes moins 

tolérantes aux polluants, conduisant ainsi à une modification de la composition des 

communautés microbiennes (Shrestha et al., 2015). Les bactéries à Gram négatif s’avèrent 

plus tolérantes aux HAP que les bactéries à Gram positif car elles possèdent des propriétés 

différentes de perméabilité des membranes (Stancu and Grifoll, 2011). En effet, chez les 
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bactéries à Gram négatif, la pénétration des molécules lipophiles est 20 à 100 fois plus faible 

que chez les bactéries à Gram positif (Stancu and Grifoll, 2011). Ceci peut s’expliquer par le 

fait que les pompes d’efflux (transporteurs membranaires) des bactéries à Gram négatif 

traversent à la fois la membrane cytoplasmique et la membrane externe (Nikaido, 1996; 

Zgurskaya and Nikaido, 2000). Grâce à l’action synergique de ces deux dernières, les pompes 

sont alors beaucoup plus efficaces que celles des bactéries à Gram positif qui elles 

transportent le composé jusqu’à seulement une membrane (Nikaido, 1998). En effet, ceci est 

plutôt inefficace puisque les pompes entrent en compétition avec l’influx spontané, rapide, 

des molécules lipophiles vers le cytoplasme (Nikaido, 1998). Un haut taux d’efflux est donc 

requis pour produire un niveau de résistance signifiant. Aussi, la membrane externe des 

bactéries à Gram négatif est composée de lipopolysaccharides, ce qui crée une barrière de 

perméabilité (Prescott et al., 2010). Elle possède cependant des porines (protéines 

membranaires formant des canaux) par lesquelles les composés la traversent, mais en 

présence d’une molécule hydrophile ou lorsque les mécanismes des pompes d’efflux sont 

induits, il y a une diminution du nombre de porines ce qui conduit à une diminution de la 

pénétration de la molécule (Nikaido, 1998, 2003). 

 

1.2.4. Les caractéristiques du benzo(a)anthracène 

 

Le benzo(a)anthracène (BaA) est un HAP composé de 4 cycles aromatiques dont les 

caractéristiques physico-chimiques sont présentées dans le tableau 9.  

 

Tableau 9. Caractéristiques physico-chimiques du benzo(a)anthracène (Girard et al., 2005; Hartwig, 2012; INERIS, 2005; 

Thion, 2012). 

 Formule chimique : C18H12 

Masse molaire : 228 g.mol-1 

Solubilité dans l’eau : 0,0057 mg.L-1 

Log KOW : 5,61 

Log KOC : 5,3 

Volatilité : 6,1.10-4 Pa 

Temps de demi-vie : 102 jours – 1,9 ans 

Point de fusion : 160°C 

Point d’ébullition : 438°C 
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Il est généralement retrouvé dans les sols d’anciens sites de cokeries, d’usines à gaz et de 

traitement du bois (utilisation de créosote), à des concentrations allant de 4 à 624 mg.kg-1 

(Tableau 10).  

 

Tableau 10. Teneurs en benzo(a)anthracène retrouvées dans les sols de différents sites pollués. 

 

Ce HAP de haut poids moléculaire est suspecté d’être cancérigène puisque sa structure 

présente une région baie. En effet, après avoir été métabolisé par les monooxygénases du 

cytochrome P450 puis par des époxydes hydrolases, ses métabolites peuvent conduire à la 

formation d’adduits à l’ADN. Ces derniers ont pu être retrouvés dans des cellules épithéliales 

(in vitro) et de moelle osseuse  (in vivo) chez le rat après exposition avec du BaA (Hartwig, 

2012). Aussi, des aberrations chromosomiques, une inhibition de la synthèse de l’ADN ou 

encore une augmentation des échanges entre chromatides sœurs ont pu être observés dans 

des cellules somatiques de mammifères (rat, hamster) (Hartwig, 2012) tout comme la 

détection d’aberrations chromosomiques dans des ovocytes de souris (Péter et al., 1979). Le 

Teneur en BaA (mg.kg-1) Site pollué Références 

61 

93 

129 

Cokerie 

Bispo et al., 1999 

230 Eom et al., 2007 

143 Joner and Leyval, 2003 

7,031 Sun et al., 2012 

4 

61 
Técher et al., 2012b 

624 Smith et al., 2006 

300 

Traitement du bois 

(créosote) 

 

Ahtiainen et al., 2002 

13,2 

37,1 

53,5 

Čvančarová et al., 2013 

105,8 Weissenfels et al., 1992 

84,5 García-Delgado et al., 2015 

145 Bezza and Nkhalambayausi Chirwa, 2016 

10,4 

Usine à gaz 

 

Čvančarová et al., 2013 

74,06 Potin et al., 2004a 

80,83 

103,07 
Potin et al., 2004b 

95,7 Raffinerie de pétrole Weissenfels et al., 1992 

44 Centrale à charbon Joner and Leyval, 2003 
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BaA est également responsable de l’apparition de tumeurs dans le foie, la peau et les 

poumons chez la souris (Hartwig, 2012). Il est classé dans le groupe des substances 

possiblement cancérogènes pour l’homme (2B) par le CIRC. 

Cette toxicité semble provenir du métabolisme du composé BaA-3,4-dihydrodiol puisque des 

études de Wood et ses collaborateurs (1976, 1977b) ont montré que son produit était 10 

fois plus mutagène envers la bactérie Salmonella typhimurium TA 100 que le BaA et d’autres 

métabolites dihydrodiols, ainsi que 10 à 20 fois plus tumorigène chez la souris CD-1 femelle 

que le BaA. Ceci proviendrait du métabolisme des diastéréoisomères20 du composé BaA-3,4-

diol-1,2-époxyde (Wood et al., 1976, 1977a). En effet, ceux-ci (Figure 13) se sont montrés 15 

à 35 fois plus mutagènes envers la bactérie Salmonella typhimurium TA 100 et 65 à 125 fois 

plus mutagènes envers des cellules pulmonaires d’hamster que les autres diastéréoisomères 

des composés BaA-8,9-diol-10,11-époxyde et BaA-10,11-diol-8,9-époxyde (Wood et al., 

1977a). Le métabolite BaA-3,4-diol-1,2-époxyde est alors considéré comme l’agent 

cancérigène ultime du métabolisme du BaA.  

Outre sa génotoxicité et sa cancérogénicité, le BaA s’avère également immunotoxique 

puisqu’une diminution du nombre de cellules lymphatiques a été observée chez la souris 

après des injections subcutanées de BaA pendant 40 semaines (Hartwig, 2012). 

 

Figure 13. Structure des diastéréisomères issus du BaA-trans-3,4-dihydrodiol lui même issu du BaA. 

                                                           
20

 Molécules ayant le même enchaînement d'atomes, mais qui ne sont ni superposables, ni image l'une de 
l'autre dans un miroir. 
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1.3. Devenir des hydrocarbures aromatiques polycycliques dans les sols 
 

Les sols constituent le réservoir ultime des HAP (Haritash and Kaushik, 2009) pusqu’ils 

peuvent contenir 90 % des composés émis dans l’environnement (Zhu et al., 2006). Le 

devenir de ces molécules va alors dépendre d’un ensemble de processus physico-chimiques 

et biologiques qui vont influencer leur transport, leur séquestration et ainsi leur 

biodisponibilité et dissipation (Figure 14). 

 

Figure 14. Processus influençant le devenir des polluants dans les sols (Maes et al., 2006). 

 

1.3.1. Transport et séquestration 

 

La mobilité des HAP est dépendante des caractéristiques physico-chimiques du sol (pH, 

composition et teneur en matière organique,…), des polluants (solubilité, KH, KOW,…), ainsi 

que des facteurs environnementaux (température, précipitation,…). Ils vont pouvoir passer 

dans les différentes fractions du sol (liquide, solide et gazeuse) par des phénomènes de 

volatilisation, adsorption/désorption et dissolution. Peu d’entre eux vont se retrouver dans 

la fraction gazeuse du sol du fait de leur faible volatilité. Comme ils sont peu solubles dans 

l’eau, les HAP vont plutôt avoir tendance à s’adsorber à la matière organique. En effet, elle 

possède de nombreuses liaisons hydrophobes, ce qui en fait le principal sorbant des HAP 
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(Ahangar, 2010). Une adsorption sur les argiles (matière minérale du sol) est toutefois 

possible mais elle est très faible, notamment si de la matière organique n’y ait pas adsorbée 

(Murphy et al., 1990). Il s’agit alors plutôt d’une adsorption sur les associations organo-

minérales. Plus la solubilité des polluants sera faible, plus l’adsorption à la matière organique 

sera élevée. Il en est de même avec les conditions physico-chimiques du sol, plus le pH (Laor 

et al., 1998; Ping et al., 2006; Yang et al., 2001), la température (Ping et al., 2006) et la force 

ionique de la solution du sol (Jones and Tiller, 1999) seront faibles, plus l’adsorption sera 

élevée. En ce qui concerne le pH, certains auteurs n’ont toutefois pas observé d’effet 

(Subramaniam et al., 2004). L’adsorption des HAP sera également plus importante avec 

l’augmentation de l’aromaticité de la matière organique. C’est pourquoi, les polluants vont 

principalement s’adsorber sur l’humine, suivi par les acides humiques et enfin les acides 

fulviques (Guthrie et al., 1999; Murphy et al., 1990; Nieman et al., 1999; Piatt and Brusseau, 

1998). Outre la présence de matière organique, la texture du sol va également influencer 

l’adsorption des HAP puisque plusieurs études ont montré que les polluants étaient 

préférentiellement associés à la fraction fine du sol (Amellal et al., 2001b, 2001a). 

En plus du mécanisme d’adsorption, les polluants vont pouvoir se retrouver physiquement 

séquestrés dans les micropores des particules de sol (Nam et al., 2003) ainsi que dans les 

nanopores dont le diamètre est inférieur à 100 nm (Hatzinger and Alexander, 1997; Nam and 

Alexander, 1998; Figure 15). La séquestration est un mécanisme à cinétique plus longue que 

l’adsorption (Kottler and Alexander, 2001) puisqu’elle est retardée par cette dernière mais 

également car c’est un phénomène qui évolue au cours du temps. Du fait de 

l’encombrement stérique des HAP à haut poids moléculaire (Kottler and Alexander, 2001) et 

de la solubilité des HAP à faible poids moléculaire, la séquestration diminue avec 

l’augmentation de la masse moléculaire des composés.  
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Figure 15. Séquestration des HAP dans le sol. 

 

Le transport des HAP vers la solution du sol peut se produire par la solubilisation du 

composé. Cependant, ce phénomène est plutôt mineur puisque les HAP sont hydrophobes 

et ne concerne que les HAP à faible poids moléculaire. La mobilité des composés se produit 

alors essentiellement par des associations avec des colloïdes, généralement de la matière 

organique dissoute (Kögel-Knabner and Totsche, 1998; Liu and Amy, 1993; Magee et al., 

1991). La présence de cette dernière peut toutefois réduire la mobilité des HAP en se 

sorbant au sol (Totsche et al., 1997). Il s’agira alors de co-sorption de HAP.  

L’adsorption et la séquestration sont donc à l’origine de la stabilisation de la contamination 

par la formation de résidus non extractibles. Elles ne sont toutefois pas totalement 

irréversibles puisque des phénomènes de désorption peuvent avoir lieu. Ceux-ci vont être 

influencés par les propriétés des polluants (nombre de cycle, solubilité,…), ainsi que par la 

structure (micropores, nanopores) et les caractéristiques physico-chimiques du sol (pH, 

température,..). En revanche, l’adsorption et la séquestration vont pouvoir être accentuées 

par l’augmentation du temps de contact entre le polluant et la phase solide du sol (de 

plusieurs mois à plusieurs années), ce qui correspond au processus de vieillissement de la 

contamination (Bogan and Sullivan, 2003; Ma et al., 2012a; Nam et al., 1998). Ceci conduit à 

une diminution de la biodisponibilité des HAP (Figure 16) qui est définie par la fraction du 
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composé qui peut être prélevée et/ou transformée par un organisme vivant (Cajthaml, 

2006). 

 

Figure 16. Changement de la biodisponibilité des composés organiques avec l'augmentation du temps de contact entre le 

composé et le sol (Riding et al., 2013). 

 

1.3.2. Biodisponibilité 

 

La biodisponibilité des HAP dans le sol est influencée par leurs propriétés physico-chimiques 

ainsi que par de nombreux facteurs abiotiques qui sont propres au sol tels que la 

température, le pH, la teneur et la qualité de la matière organique ou encore la porosité. 

Néanmoins, la présence de plantes et de microorganismes vont également conduire à une 

modification de leur biodisponibilité (Figure 17). 
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Figure 17. Influence de la plante, des microorganismes ainsi que des caractéristiques physico-chimiques du polluant et du sol 

sur la biodisponibilité des polluants organiques (Wenzel, 2009). 

 

En présence de plantes, plusieurs phénomènes vont pouvoir être responsables de la 

modification de la biodisponibilité des HAP. Tout d’abord, en pénétrant dans le sol, les 

racines peuvent déstructurer les agrégats (Materechera et al., 1994) ce qui va augmenter la 

surface d’échange entre la solution du sol et la fraction solide, favorisant ainsi la 

biodisponibilité des polluants. En revanche, cette pénétration peut également induire une 

compaction du sol (Bruand et al., 1996) conduisant à une augmentation de la séquestration 

des composés et donc à diminution de leur biodisponibilité. Aussi, les HAP dont le log KOW 

est supérieur à 3-3,5 vont pouvoir se sorber aux racines (Fismes et al., 2002; Kipopoulou et 

al., 1999; Wild and Jones, 1992a). La plante va également modifier le pH dans la rhizosphère 

(Hinsinger et al., 2003), qui est le volume de sol directement en contact avec les racines, en 

l’augmentant ou en le diminuant selon les ions qui sont excrétés. Or, comme cela a été 

expliqué dans le paragraphe précédent, l’adsorption des HAP peut augmenter lorsque le pH 

est faible. Les racines vont aussi apporter du carbone organique qui va d’une part, 

augmenter la teneur en matière organique du sol (Angers and Caron, 1998) et donc la 

sorption des HAP, et d’autre part, stimuler les microorganismes du sol qui eux aussi vont 
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contribuer à la formation de matière organique (Ogawa et al., 2001). De plus, la présence de 

mycorhizes, issues de l’association symbiotique entre un champignon et les racines, induirait 

un apport de matière organique encore plus important dans la rhizosphère (Quintero-Ramos 

et al., 1993). En effet, certaines études ont par exemple montré que l’exsudation racinaire 

était augmentée en présence de mycorhizes (Grayston et al., 1997; Leyval and Berthelin, 

1993). Une des hypothèses pour expliquer ce phénomène serait que les mycorhizes 

produisent des hormones qui augmentent la perméabilité racinaire (Bowen, 1994). Au 

contraire, l’étude de Graham et ses collaborateurs (1981) a montré que les champignons 

mycorhiziens diminuaient la perméabilité des racines en raison de l’amélioration de la 

nutrition phosphatée de la plante, conduisant alors à une réduction des quantités d’exsudats 

racinaires libérés dans la rhizosphère. Les racines vont également excréter des exsudats qui 

vont augmenter la désorption des HAP par une augmentation de la matière organique 

dissoute en solution et à une diminution de la matière organique solide (Gao et al., 2010). 

Ceci serait principalement due à des acides organiques de faible poids moléculaire comme 

l’acide citrique, l’acide malique ou l’acide oxalique (Gao et al., 2010; Kong et al., 2013) qui 

vont dissoudre une partie de la matière organique du sol en solution (Kong et al., 2013) et 

perturber les associations organo-minérales de la fraction solide en produisant des 

complexes solubles (Jia et al., 2015; Kong et al., 2013). L’acide citrique est le composé 

présentant la plus forte action (Jia et al., 2015; Ling et al., 2009). Aussi, les racines vont 

sécréter des surfactants comme la saponine et la lécithine qui vont solubiliser les HAP 

(Soeder et al., 1996) et donc augmenter leur biodisponibilité, mais aussi des mucilages qui 

vont agir comme des biosurfactants (Sun et al., 2015). Une modification de la 

biodisponibilité des HAP va aussi se produire lorsque la plante va prélever de l’eau, puisque 

cela va induire un débit massique des HAP vers les racines (Liste and Alexander, 2000). Les 

polluants vont alors pouvoir s’adsorber aux racines et/ou à la matière organique de la 

rhizosphère.  

En ce qui concerne les microorganismes, ils vont également pouvoir produire des surfactants 

tels que l’alasan et les rhamnolipides ce qui va permettre d’améliorer la biodisponibilité des 

polluants (Barkay et al., 1999; Gu and Chang, 2001; Zhang et al., 1997). En dégradant la 

matière organique (Iii, 1980; Jannasch et al., 1971; Tran et al., 2015), les microorganismes 

vont également augmenter la biodisponibilité des HAP en remobilisant les polluants qui 
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étaient séquestrés. Aussi, entre les HAP et les bactéries, il peut exister un phénomène de 

chimiotactisme, faisant déplacer les microorganismes vers les polluants (Ortega-Calvo et al., 

2003), ceux-ci devenant alors biodisponibles pour les bactéries. Chez les champignons, une 

sorption des HAP peut avoir lieu car ils vont pouvoir être adsorber sur les parois cellulaires 

ou pénétrer dans les cellules pour être stockés sous forme de vésicules (Verdin et al., 2005; 

Wu et al., 2009). Dans le cas de plantes mycorhizée, les biofilms formés autour des hyphes 

du champignon peuvent agir comme un vecteur rendant les bactéries plus labiles (Bianciotto 

et al., 1996; Nurmiaho-Lassila et al., 1997). Ceci pourrait alors aussi favoriser le déplacement 

des bactéries vers les polluants.  

 

1.3.3. Dissipation 

 

Une fois dans le sol, en plus de leurs différentes mobilités, les HAP vont connaitre une 

dissipation selon plusieurs processus. A partir de mécanismes abiotiques ou biotiques, ils 

vont pouvoir être transférés dans les autres compartiments de l’environnement comme 

l’atmosphère ou les eaux souterraines, mais aussi être directement dissipés dans le sol. 

 

1.3.3.1. Voies abiotiques 

 

Dans les sols, la dissipation abiotique des HAP est responsable de 2 à 20 % des composés à 2 

et 3 cycles (Park et al., 1990) et concerne peu les molécules de haut poids moléculaire. D’une 

manière générale, comparé aux mécanismes biotiques, l’ensemble des processus abiotiques 

ne représente qu’une faible part dans la dissipation des HAP.  

 

1.3.3.1.1. Volatilisation   

 

La volatilisation des polluants vers l’atmosphère est négligeable pour les composés de haut 

poids moléculaire (Cousins and Jones, 1998) puisqu’ils sont peu volatils. Cependant ce 

phénomène n’est pas seulement fonction des propriétés physico-chimiques des HAP, mais 

aussi de celles du sol comme son potentiel rédox (Cabrerizo et al., 2011), ou encore de celles 

de l’atmosphère extérieure telles que sa température (Cabrerizo et al., 2011; Ophoff et al., 

1996). En effet, l’étude de Leduc et ses collaborateurs (1992) a montré une volatilisation plus 
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importante de l’acénaphthylène, de l’acénaphtène, du fluorène et de l’anthracène en 

conditions aérobies plutôt que dénitrifiantes. De plus, aucune volatilisation n’a été observée 

pour ces quatre HAP en conditions sulfato-réductrices et méthanogènes. En ce qui concerne 

l’air extérieur, une volatilisation plus élevée du fluoranthène a été observée avec une 

augmentation de la température (Wolters et al., 2002).  

 

1.3.3.1.2. Photodégradation   

 

La dissipation des HAP par photodégradation est assez faible dans les sols puisque la 

luminosité est limitée (Matsuzawa et al., 2001). Elle est plus importante lors d’un fort 

ensoleillement (température élevée) (Zhang et al., 2010) et dans les premiers centimètres de 

la surface du sol (Matsuzawa et al., 2001). La photodégradation peut être caractérisée par 

une photolyse, c’est-à-dire par une action directe, physique, des rayons ultraviolets ou par 

une photo-oxydation, conduisant à la formation d’espèces réactives oxygénées (Thion, 

2012). 

 

1.3.3.1.3. Lixiviation/lessivage   

 

Si les composés sont solubilisés (notamment les HAP légers) dans la solution du sol, ils 

peuvent être dissipés par lixiviation vers les eaux souterraines. Lorsqu’ils sont associés à des 

particules de sol, il s’agit d’un phénomène de lessivage.  

 

1.3.3.2. Voies biotiques 

 

Les voies biotiques constituent le phénomène majeur de dissipation des HAP dans les sols 

notamment avec la biodégradation par les microorganismes. 

 

1.3.3.2.1. Dégradation par les voies bactérienne et fongique  

 

La dégradation des HAP dans les sols s’effectue principalement par des bactéries ou des 

champignons hétérotrophes qui utilisent les composés comme source de carbone et 

d’énergie (Girard et al., 2005). La dégradation consiste à transformer le polluant en 
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composés intermédiaires appelés métabolites (qui peuvent être plus ou moins toxiques que 

la molécule d’origine) et à aboutir à la formation de dioxyde de carbone et d’eau. Lorsque les 

produits finaux sont atteints, le composé est alors minéralisé. La dégradation peut avoir lieu 

en conditions anaérobies ou aérobies.  

En anaérobiose, la dégradation est réalisée en conditions dénitrifiantes, sulfato-réductrices 

ou méthanogènes (Girard et al., 2005). Cependant, les taux de dégradation sont plus faibles 

qu’en aérobiose et les voies métaboliques sont peu décrites (Girard et al., 2005; Löser et al., 

1998). La plupart des données résultent d’expériences conduites avec des consortia 

bactériens (Ambrosoli et al., 2005; Chang et al., 2002; Davidova et al., 2007; Dou et al., 2009; 

Rockne and Strand, 2001; Zhang and Young, 1997). Néanmoins, deux souches bactériennes 

appartenant aux genres Pseudomonas et Vibrio ont pu être identifiées comme étant 

capables de dégrader le naphtalène en conditions dénitrifiantes (Rockne et al., 2000). 

D’ailleurs, le naphtalène est un des rares HAP où les voies de dégradation ont été décrites en 

détail. Celui-ci peut être dégradé sous conditions sulfato-réductrices et dénitrifiantes 

(Bregnard et al., 1996; Coates et al., 1996). La voie métabolique en conditions sulfato-

réductrices est présentée en figure 18. L’étape initiale de dégradation correspond à une 

carboxylation aboutissant à la formation d’un acide 2-naphtoïque. Son cycle non substitué 

est réduit en premier par hydrogénation ce qui produit un composé avec un anneau 

cyclohexane. Un des métabolites de la voie de dégradation étant l’acide 2-

carboxycyclohexylacetique, celui-ci est probablement généré par le clivage d’un fragment C2 

via une beta-oxydation d’un autre métabolite, un C11H16O4-diacide (Meckenstock et al., 

2004).  
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Figure 18. Voie anaérobie de dégradation du naphtalène en conditions sulfato-réductrices (Annweiler et al., 2002). 

 

En conditions aérobies, les HAP sont initialement métabolisés par une réaction d’oxydation 

selon trois mécanismes (Figure 19).  

 

 

Figure 19. Les trois principales voies de dégradation des HAP par les bactéries et les champignons (Bamforth and Singleton, 

2005). 
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Chez les bactéries, l’oxydation initiale implique des enzymes de la famille des dioxygénases 

ou des monooxygénases du cytochrome P450. 

Les dioxygénases vont permettre l’incorporation de deux atomes d’oxygène sur l’un des 

cycles pour aboutir à la formation d’un cis-dihydrodiol qui sera par la suite, converti en 

catéchol. Des clivages selon la voie ortho (clivage entre les carbones porteurs des 

groupements hydroxyles) ou méta (clivage entre les carbones adjacents au diol) du catéchol 

vont conduire à la formation de produits aliphatiques qui pourront ensuite être acheminés 

dans le métabolisme central, comme par exemple, le cycle de Krebs. Une fois que le cycle 

aromatique hydroxylé initial sera dégradé, le deuxième cycle sera attaqué de la même 

manière (Doyle et al., 2008). De nombreuses souches bactériennes sont capables de 

dégrader les HAP (Tableau 11).  

 

Tableau 11. Exemples de bactéries dégradant les HAP (adapté de Juhasz and Naidu, 2000; Seo et al., 2009; Zhang et al., 

2006). 

Bactéries HAP 

Acidovorax delafieldii Phénanthrène 

Acinetobacter sp. Phénanthrène 

Acinetobacter calcoaceticus Anthracène, chrysène, fluoranthène, naphtalène, phénanthrène, pyrène 

Agrobacterium sp. Benzo(a)anthracène, chrysène, phénanthrène 

Alcaligenes sp. Naphtalène, phénanthrène 

Alcaligenes denitrificans Fluoranthène, naphtalène 

Alcaligenes eutrophus/paradoxus Acénaphtène 

Arthrobacter sp Anthracène, fluorène, phénanthrène 

Arthrobacter sulfureus/ 

polychromogenes 
Phénanthrène 

Bacillus sp. Benzo(a)anthracène, chrysène, naphthalène, phénanthrène, pyrène 

Bacillus cereus Naphtalène, pyrène 

Beijerinckia sp. Phénanthrène 

Brevibacterium sp. Fluorène, phénanthrène 

Burkholderia sp. 
Benzo(a)anthracène, chrysène, coronène, dibenzo(ah)anthracène, fluoranthène, 

phénanthrène, pyrène  

Burkholderia cepacia Acénaphtène, naphtalène, phénanthrène, pyrène 

Burkholderia cocovenenans Phénanthrène 

Comamonas testosteroni Anthracène, naphtalène, phénanthrène 

Corynebacterium renale Naphtalène 

Cycloclasticus sp. 
Acénaphtène, benzo(a)anthracène, chrysène fluoranthène, naphtalène, 

phénanthrène, pyrène 

Flavobacterium sp. Anthracène, benzo(a)anthracène, chrysène, fluoranthène, phénanthrène, pyrène 

Gordonia sp. Chrysène, fluoranthène, pyrène 

Janibacter sp. Anthracène, fluorène, phénanthrène 

Micrococcus sp. Phénanthrène 

Moraxella sp. Naphtalène 

Mycobacterium sp. 
Anthracène, benzo(a)anthracene,  benzo(a)pyrène, chrysène, fluoranthène, 

fluorène, naphthalène, phénanthrène, pyrène 

Mycobacterium flavescens Fluoranthène, pyrène 
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Bactéries (suite) HAP (suite) 

Mycobacterium vanbaalenii Phénanthrène, pyrène 

Nocardia sp. 

Pasteurella sp. 

Phénanthrène 

Fluoranthène 

Polaromonas naphthalenivorans Naphtalène 

Pseudomonas sp. 
Acénaphtène, benzo(a)anthracène, chrysène, fluoranthène, fluorène, naphtalène, 

phénanthrène 

Pseudomonas aeruginosa Phénanthrène 

Pseudomonas fluorescens Acénaphtène, benzo(a)anthracène, chrysène, naphtalène, phénanthrène 

Pseudomonas paucimobilis Phénanthrène 

Pseudomonas putida 
Acénaphtène, anthracène, benzo(a)anthracène, fluoranthène, naphtalène, 

phénanthrène, pyrène 

Pseudomonas saccharophila/stutzeri Naphtalène, phénanthrène, pyrène 

Pseudomonas vesicularis Fluorène 

Ralstonia sp. Naphtalène 

Rhodanobacter sp. Benzo(a)pyrène 

Rhodococcus sp. Anthracène, chrysène, fluoranthène, naphthalène, phénanthrène, pyrène 

Sphingomonas sp. 
Anthracène,  benzo(a)anthracène, chrysène, fluoranthène, fluorène, naphtalène, 

phénanthrène, pyrène  

Sphingomonas paucimobilis 
Anthracène, benzo(a)anthracène, chrysène, dibenzo(ah)anthracène, fluoranthène, 

naphtalène, phénanthrène, pyrène 

Sphingomonas yanoikuyae Anthracène, benzo(a)pyrène, phénanthrène, pyrène 

Staphylococcus sp. Phénanthrène 

Stenotrophomonas sp. Benzo(a)anthracène, chrysène, dibenzo(ah)anthracène, fluoranthène, pyrène 

Stenotrophomonas maltophilia 
Benzo(a)anthracène,  benzo(a)pyrène, chrysène, dibenzo(ah)anthracène, 

fluoranthène, phénanthrène, pyrène 

Streptomyces sp. Naphthalène, phénanthrène 

Terrabacter sp. Fluorène 

Vibrio sp. Naphthalène, phénanthrène 

Xanthomonas sp. Benzo(a)pyrène, pyrène 

 

Les bactéries appartenant aux genres Sphingomonas, Pseudomonas ou encore 

Mycobacterium ont été très étudiées et il a été démontré qu’elles étaient capables de 

métaboliser un grand nombre de HAP tels que le pyrène, le phénanthrène, le fluoranthène 

ou encore le naphtalène (Zhang et al., 2006). La plupart des études concernent la 

dégradation de HAP à faible poids moléculaire et peu de bactéries ont été isolées comme 

étant capables de métaboliser les HAP à plus de 4 cycles (Doyle et al., 2008). Il s’agirait 

principalement de bactéries de type Gram positif telles que les actinomycètes appartenant 

aux genres Mycobactarium ou Rhodococcus (Bonnard, 2010). En effet, il a été démontré que 

les souches Mycobacterium sp. RJGII-135 et Mycobacterium vanbaalenii PYR-1 étaient 

capables de dégrader le benzo(a)anthracène et le benzo(a)pyrène, des HAP à haut poids 

moléculaire (Moody et al., 2004, 2005; Schneider et al., 1996). Comme ces HAP possèdent 

un grand nombre de cycles, ils sont plus résistants et leur dégradation est plus lente. Celle-ci 

peut être plus rapide lorsqu’elle est réalisée par un consortium bactérien. Le consortium 



 

60 
 

permet de minéraliser rapidement les métabolites secondaires par des bactéries qui ne sont 

à priori pas dégradantes mais qui possèdent d’autres capacités enzymatiques (Corgié, 2004) 

et d’accès aux polluants (Friedrich et al., 2000). De plus, les HAP à haut poids moléculaire 

sont souvent métabolisés par co-métabolisme (Girard et al., 2005). Le polluant n’est pas 

utilisé comme substrat de croissance par les microorganismes mais il est dégradé 

indirectement lors du métabolisme d’un autre substrat de structure similaire qui est utilisé 

comme source de croissance. C’est le cas par exemple du benzo(a)pyrène qui est dégradé 

par co-métabolisme via la dégradation du pyrène (Boonchan et al., 2000). 

Quelques bactéries sont également capables d’oxyder les HAP par l’action de l’enzyme 

monooxygénase du cytochrome P450 qui consiste à incorporer un atome d’oxygène sur l’un 

des cycles pour former un trans-dihydrodiol (Maigari and Maigari, 2015). Ceci est le cas par 

exemple du genre Mycobacterium (Brezna et al., 2005; Kelley et al., 1990). Ces mécanismes 

restent cependant mineurs par rapport à l’activité des enzymes dioxygénases (Maigari and 

Maigari, 2015). 

 

Chez les champignons non ligninolytiques, la réaction d’oxydation implique également des 

enzymes de la famille des monooxygénases. Elles résultent en la production d’une arène 

oxyde qui est ensuite hydrolysée par une hydrolase époxyde en un trans-dihydrodiol. Des 

dérivés du phénol peuvent également être formés par le réarrangement non enzymatique 

de l’arène oxyde. Ceux-ci peuvent alors agir comme substrats pour une sulfatation ou une 

méthylation ultérieure, ou encore, pour une conjugaison avec du glucose, du xylose ou de 

l’acide glucuronique. Des exemples de champignons non ligninolytiques dégradant les HAP 

sont présentés dans le tableau 12. Le plus étudié des champignons est Cunninghamella 

elegans qui oxyde de nombreux HAP en phénol (Johnsen et al., 2005). La métabolisation des 

HAP par des monooxygénases peut ensuite mobiliser les polluants pour des dégradations 

ultérieures par des bactéries. En effet, des co-cultures bactérie et champignon non 

ligninolytique, Penicillium janthinelum VUO 10,201, ont été capables de dégrader du 

chrysène, du benzo(a)anthracène, du dibenzo(a,h)anthracène et du benzo(a)pyrène 

(Boonchan et al., 2000) alors que de plus faibles quantités de ces HAP avaient été dégradées 

lorsqu’ils étaient incubés soit avec le champignon, soit avec la bactérie. La dégradation des 

HAP de haut poids moléculaire serait donc favorisée par l’action conjointe des champignons 

et des bactéries. Les HAP à faible poids moléculaire peuvent être dégradés par Aspergillus 
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sp., Trichocladium canadense et Fusarium oxysporum (Haritash and Kaushik, 2009) et les 

HAP à haut poids moléculaire par Trichocladium canadense, Aspergillus sp., Verticillium sp. 

et Acremonium sp. (Haritash and Kaushik, 2009). 

 

Chez les champignons ligninolytiques, la métabolisation des HAP est initiée par des enzymes 

extracellulaires impliquées dans la dégradation de la lignine (Figure 20) : des péroxydases et 

des laccases (Maigari and Maigari, 2015). Ces enzymes sont induites directement par les 

substrats ligno-cellulosiques (Hofrichter, 2002; Martıńez, 2002) et sont peu spécifiques 

(Girard et al., 2005). Ainsi, puisque les HAP possèdent des analogies moléculaires avec la 

lignine (Bezalel et al., 1996; Garon et al., 2000), ils vont pouvoir être dégradés par ces 

mêmes enzymes. D’une manière générale, les champignons dégradent alors les HAP par co-

métabolisme (Peng et al., 2008). L’attaque de l’un des noyaux aromatiques va libérer un 

composé hydroxylé, qui va conduire à la formation de quinones par oxydation radicalaire.  

La biotransformation de la lignine est principalement possible grâce aux champignons 

saprotrophes basidiomycètes de la pourriture blanche puisqu’ils s’avèrent très efficaces  

(Dashtban et al., 2010). Des exemples de ces champignons, capables de dégrader les HAP, 

sont donnés dans le tableau 12. La souche Phanerochaete chrysosporium est la plus étudiée 

pour la production d’enzymes ligninolytiques et la dégradation de xénobiotiques (Silva et al., 

2010). Par rapport aux bactéries, les champignons ont plus de capacité à dégrader les HAP 

de haut poids moléculaire et plus généralement les HAP faiblement biodisponibles (Bonnard, 

2010). En effet, l’attaque initiale des HAP par les exoenzymes fongiques est plus probable 

que l’attaque par les enzymes intracellulaires des bactéries. Les exoenzymes fongiques ont 

l’avantage de pouvoir diffuser au plus immobile des HAP alors que les dioxygénases des 

bactéries sont généralement liées à la cellule car elles requièrent du NADH (nicotinamide 

adénine dinucléotide) comme cofacteur (Johnsen et al., 2005). 

Sous l’action de l’ensemble des enzymes ligninolytiques, la métabolisation initiale des HAP 

conduit souvent à la formation de métabolites plus hydrosolubles et plus réactifs 

chimiquement que le composé initial (Doyle et al., 2008). Ainsi, ils sont potentiellement plus 

biodégradables par les bactéries indigènes (Doyle et al., 2008) notamment grâce à la 

présence d’un groupe réactif (quinone) qui facilite l’attaque des cycles par les systèmes 

enzymatiques bactériens (Gramss et al., 1999b; Kotterman et al., 1998). Ceci est le cas par 

exemple du champignon ligninolytique Bjerkandera sp. BOS55 (Kotterman et al., 1998). 
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Cependant, lorsque les quinones ne sont pas minéralisées par des réactions enzymatiques 

ultérieures (par la même souche fongique ou par un autre microorganisme) ces métabolites 

sont susceptibles de s’accumuler et sont donc considérés comme produits « dead end » 

(Bezalel et al., 1996; Field et al., 1992). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 20. Structure moléculaire d'une lignine (Wertz, 2010). 

 

Tableau 12. Exemples de champignons dégradant les HAP (adapté de Doyle et al., 2008; Juhasz and Naidu, 2000; Zhang et 

al., 2006). 

 Champignons HAP 

Non-ligninolytiques Aspergillus sp. Phénanthrène, pyrène 

 Aspergillus niger Naphtalène, Phénanthrène 

 Aspergillus terreus Fluoranthène 

 Candida sp. Phénanthrène 

 Candida utilis Naphtalène 

 Cladosporium sp. Benzo(a)pyrène 

 Cladosporium herbarum Anthracène 

 Cunninghamella sp. Phénanthrène, pyrène 

 Cunninghamella elegans 

Acénaphtène, anthracène, 

benzo(a)anthracène, 

fluoranthène, naphtalène, 

phénanthrène, pyrène 

 Fusarium moniliforme Anthracène 

 Penicillium sp. Chrysène, pyrène 

 Penicillium chrysogenum Naphtalène 

 Rhizopus arrhizus Anthracène, fluoranthène 

 Rhizopus oryzae Naphtalène 

 Rhizopus stolonifer Naphtalène 
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 Champignons (suite) HAP (suite) 

Non-ligninolytiques Rhodotorula glutinis Phénanthrène 

 Saccharomyces sp. 

Acénaphtène, anthracène, 

chrysène, fluoranthène, fluorène, 

phénanthrène, pyrène 

 Syncephalastrum sp. Phénanthrène 

 Syncephalastrum racemosum 
Chrysène, naphtalène, 

phénanthrène, pyrène 

Ligninolytiques Bjerkandera sp. Anthracène 

 Bjerkandera adjusta 
Anthracène, fluoranthène, 

phénanthrène, pyrène 

 Phanerochaete sp. Presque tous les HAP 

 Phanerochaete chysosporium 
Anthracène, phénanthrène, 

pyrène 

 Pleurotus sp. 
Fluoranthène, phénanthrène, 

pyrène 

 Pleurotus ostreatus 
Anthracène, fluoranthène, 

phénanthrène 

 

Parmi cette microflore, des phénomènes de compétition pour les nutriments peuvent avoir 

lieu (Hibbing et al., 2010) et limiter l’activité de certains microorganismes, impactant alors la 

dégradation des polluants. De plus, en présence de plusieurs HAP, ce qui est généralement 

le cas dans l’environnement, certains peuvent avoir un effet inhibiteur vis-à-vis de la 

dégradation d’autres composés (Girard 2005). Par exemple, dans l’étude de McNally et ses 

collaborateurs (1999), la présence de phénanthrène a inhibé la dégradation du pyrène. Ceci 

peut s’expliquer par la toxicité du polluant en lui-même (Bouchez et al., 1995) ou par la 

production de métabolites de dégradation plus toxiques que la molécule initiale (Juhasz et 

al., 2002). Au contraire, comme cela a déjà été évoqué précédemment, la présence de 

certains polluants peuvent stimuler la dégradation d’autres composés (co-métabolisme) 

comme dans l’étude de McNally et ses collaborateurs (1999) où la présence de naphtalène a 

stimulé la dégradation du phénanthrene et du pyrène.  

 

1.3.3.2.2. Dégradation dans la rhizosphère 

 

Le terme « rhizosphère » a été employé pour la première fois en 1904 par Lorenz Hiltner 

pour définir le volume de sol influencé par les racines d’une plante (Hartmann et al., 2008). Il 

existe cependant plusieurs définitions comme celle selon laquelle la rhizosphère est divisée 
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en trois zones (Figure 21) : l’endorhizosphère qui comprend des parties du cortex et de 

l’endoderme, le rhizoplan qui est la zone médiane directement adjacente à la racine 

comprenant l’épiderme racinaire et le mucilage et enfin, l’ectorhizosphère qui est la zone la 

plus extérieure, allant du rhizoplan au sol non rhizosphérique (McNear Jr., 2013). Dans ce 

manuscrit de thèse, la définition de Hiltner sera utilisée pour désigner la rhizosphère. 

 

 

Figure 21. Représentation d'une coupe racinaire montrant la structure de la rhizosphère (McNear Jr., 2013). 

 

Dans le sol, les racines vont libérer de nombreux composés appelés rhizodépôts qui 

comprennent (Figure 22) : 

 des mucilages qui sont composés de sucres polymérisés, représentés 

majoritairement par de l’arabinose, du galactose, du fucose, du glucose et du xylose, 

chez le maïs (Bacic et al., 1987) et le pois (Knee et al., 2001), ainsi que des protéines, 

retrouvées jusqu’à 6 % chez le maïs (Bacic et al., 1987). Ces composés de haut poids 

moléculaire sont sécrétés de façon active (Drénou, 2006) par plusieurs zones de la 

racine comme la zone des poils absorbants (Gobat et al., 2010; Werker and Kislev, 

1978) mais ils restent majoritairement sécrétés par les cellules de la couche externe 

de la coiffe (Gobat et al., 2010; Guckert et al., 1975; Paull and Jones, 1975). Les 

mucilages, qui jouent un rôle de lubrifiant pour la pénétration des racines dans le sol, 

peuvent représenter 2 à 12 % des rhizodépôts totaux (Dennis et al., 2010). La 

microflore rhizosphérique qui va métaboliser les mucilages végétaux vont également 
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produire d’autres polysaccharides ce qui va former un mélange de mucilage végétale 

et microbien, appelé mucigel (Gobat et al., 2010) ; 

 des cellules détachées provenant essentiellement de la coiffe (Gobat et al., 2010; 

McNear Jr., 2013; Nguyen, 2003). La desquamation de ces cellules se produit par 

abrasion lors de l’avancement de l’apex racinaire dans le sol (Drénou, 2006). Celles-ci 

se détachent afin de protéger l’apex en réduisant les forces de frottement qui 

pourraient endommager la racine (Bengough and McKenzie, 1997). Laissées en 

arrière au cours de la croissance racinaire (Gobat et al., 2010), les cellules survivent 

un certain temps dans le sol, pouvant encore sécréter des enzymes, des protéines et 

du mucilage (Gobat et al., 2010; McNear Jr., 2013; Vermeer and McCully, 1982). Elles 

finissent ensuite par être colonisées et lysées par les microorganismes (Gobat et al., 

2010), créant ainsi des hotspots de substrat dans la rhizosphère pouvant représenter 

10 % du carbone total libéré par les racines (Iijima et al., 2000) ; 

 des lysats provenant de l’autolyse des cellules sénescentes des tissus rhizodermiques 

et corticaux (Gobat et al., 2010) et de l’ensemble de la racine à la mort de la plante 

(Lynch and Whipps, 1991) ; 

 des exsudats qui sont des composés solubles de faible poids moléculaires comme des 

sucres, des acides aminés, des acides organiques, des acides gras, des hormones et 

des vitamines (Drénou, 2006; Lynch and Whipps, 1991). La diffusion des exsudats est 

passive et s’effectue au niveau de la zone méristématique de la racine, juste derrière 

la coiffe (Darwent et al., 2003; Farrar et al., 2003; Jaeger et al., 1999; Van Egeraat, 

1975). 5 à 21 % du carbone fixé photosynthétiquement par les plantes sont libérés 

via la racine comme des sucres, des acides aminés et des métabolites secondaires 

(Huang et al., 2014). 
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Figure 22. Origines des rhizodépôts (adapté de Dennis et al., 2010). 

 

La composition et la concentration de ces composés vont différer selon l’espèce végétale et 

son statut physiologique, ainsi que selon les conditions physico-chimiques du sol. En effet, il 

a été démontré que les racines de blé, de pois, de luzerne et d’amarante réfléchie 

exsudaient majoritairement des carbohydrates et des acides organiques avec très peu 

d’acides aminés, alors que celles du radis et du chénopode blanc exsudaient principalement 

des acides organiques et des acides aminés (Merbach et al., 1999). Nardi et ses 

collaborateurs (2002) ont montré que la composition en molécules exsudées pouvait 

également différer selon la variété d’une même espèce végétale, la composition en acides 

organiques étant différente selon la variété de maïs (Mytos ou Samantha). Les quantités 

exsudées vont aussi varier selon l’âge de la plante. En effet, une exsudation plus importante 

a été observée chez la tomate, le trèfle souterrain et le phalaris au cours de leurs deux 

premières semaines de croissance plutôt que dans les deux semaines suivantes (Rovira, 

1959). Lorsque la plante est en condition de stress en raison d’une déficience en nutriment 
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dans le sol, celle-ci va également modifier sa concentration en exsudats. Par exemple, une 

augmentation du taux d’acides carboxyliques émis dans la rhizosphère a été observée pour 

le pois chiche lors d’une déficience en fer (Ohwaki and Sugahara, 1997) et une augmentation 

de la teneur en acides organiques pour le colza a été identifiée lors d’une déficience en 

phosphore (Hoffland, 1992). Le stress du à la présence de polluant dans le sol comme les 

HAP va aussi induire une modification de l’exsudation racinaire. L’étude de Muratova et ses 

collaborateurs (2009a) a montré que la présence de phénanthrène à une concentration de 

10 mg.kg-1 conduisait à une stimulation de la libération de carbohydrates chez le sorgo 

commun, alors qu’à une concentration de 100 mg.kg-1 il induisait une diminution de la 

teneur en acides carboxyliques, carbohydrate et acides aminés. Le pH du sol va aussi 

influencer l’exsudation des espèces végétales, comme chez le ray-grass, où l’augmentation 

de la teneur en carbone rejetée dans la rhizosphère a été corrélée avec l’augmentation du 

pH (Meharg and Killham, 1990).  

Les rhizodépôts représentent une source importante de carbone et d’énergie qui va pouvoir 

être assimilée par les microorganismes de la rhizosphère. Ceci va conduire à une stimulation 

de leur croissance et de leur activité (Baudoin et al., 2003) avec une densité 1 à 4 fois plus 

importante que dans un sol non végétalisé (Gaskin, 2008). D’après Gerhardt et ses 

collaborateurs (2009), sur la base d’un gramme, le sol rhizosphérique possèderait 10 à 100 

fois plus de microorganismes qu’un sol non planté. Pour les sols qui contiennent une grande 

quantité de racines, les populations microbiennes pourraient atteindre 1012 cellules par 

gramme de sol (Gerhardt et al., 2009). La plante va alors pouvoir influencer indirectement la 

dissipation des HAP via la stimulation des microorganismes capables de les dégrader (Liu et 

al., 2014; Shahsavari et al., 2015; Tejeda-Agredano et al., 2013). Ceci constitue alors l’un des 

principaux effets indirects de la plante sur la dégradation des HAP dans la rhizosphère. 

Toutefois, la stimulation des microorganismes dégradants n’est pas toujours due à la 

présence de la plante. En effet, d’après l’étude de Binet et ses collaborateurs (2000a), le 

pourcentage de ces microorganismes par rapport à la microflore totale était le même que ce 

soit dans le sol rhizosphérique ou non rhizosphérique, suggérant qu’ils avaient plutôt été 

stimulés par la présence des HAP. Aussi, pendant la croissance des végétaux, les racines 

absorbent et réduisent les teneurs en nutriments minéraux biosdisponibles tels que 

l’ammonium et le phosphate qui deviennent limitant pour la croissance et l’activité 
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microbienne (Jingguo and Bakken, 1997; Kaye and Hart, 1997; Moorhead et al., 1998), 

impactant alors potentiellement les espèces dégradantes. En effet, il a été montré qu’un 

apport de nutriments minéraux dans des sols contaminés aux HAP résultait en une 

augmentation du taux de dégradation de ces molécules (Breedveld and Sparrevik, 2000; 

Kalantary et al., 2014). La dégradation des contaminants peut également être influencée par 

certains composés racinaires présentant une structure similaire à celle des polluants ou de 

leurs métabolites de dégradation (Figure 23).  

 

 

Figure 23. Similarité structurale entre les composés racinaires et les polluants organiques (Shaw et al., 2006). 

 

Ils vont alors agir soit comme un substrat de croissance pour les espèces microbiennes 

capables de dégrader le contaminant soit comme un inducteur de sa voie catabolique ou 

enfin comme un substrat pour sa dégradation co-métabolique (Shaw and Burns, 2003). 

Lorsque le composé racinaire agit comme un substrat de croissance, les enzymes produites 

pour le dégrader seront les mêmes que pour le polluant, ce qui suggère que la communauté 

microbienne dégradante est adaptée bien avant l’apparition de ce dernier (Shaw and Burns, 

2003). Ainsi, quand le polluant sera présent, sa dégradation sera beaucoup plus rapide que 

dans le sol non rhizosphérique puisque les microorganismes mettront moins de temps à 

s’acclimater (Crowley et al., 1996; Dunning Hotopp and Hausinger, 2001; Fang et al., 2001). 
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Lorsque le composé racinaire intervient comme un inducteur, il va stimuler une réponse 

génétique chez les communautés microbiennes dégradantes en induisant des gènes codant 

pour des enzymes impliquées dans la dégradation des HAP (Chen and Aitken, 1999; 

Ogunseitan et al., 1991). Enfin, en ce qui concerne le co-métabolisme, les enzymes 

microbiennes impliquées dans la dégradation du composé racinaire qui sert de source de 

croissance, vont indirectement dégrader le polluant qui lui n’apporte aucune énergie 

supplémentaire ni bénéfice nutritif (Chen and Aitken, 1999; Gilbert and Crowley, 1997; Rentz 

et al., 2005). Cependant, la définition de co-métabolisme n’est pas la même selon les 

auteurs. Par exemple, d’après Pelmont (1996), le polluant est incapable à lui seul d’assurer la 

croissance cellulaire car son apport en énergie et en carbone est insuffisant. La présence 

d’un substrat de croissance serait alors obligatoire pour accomplir la dégradation du polluant 

et fournir l’énergie et les nutriments nécessaires à la cellule. D’autres types de composés 

racinaires vont aussi pouvoir influencer la dégradation des HAP grâce à leur chimiotactisme. 

Ces molécules comme des sucres ou des acides aminés vont attirer des microorganismes 

(Heinrich and Hess, 1985; Pandya et al., 1999; Zheng and Sinclair, 1996) dont certainement 

des espèces dégradantes qui vont alors se retrouver en présence du contaminant et le 

dégrader. Des transferts de gènes par conjugaison peuvent également avoir lieu entre les 

microorganismes. Ceci pourrait alors améliorer la dégradation des polluants puisque de 

nombreux gènes de dégradation des HAP se trouvent dans des plasmides (Obayori and 

Salam, 2010). De plus, selon plusieurs études, le transfert de gènes s’avère plus important 

dans le sol rhizosphérique que non rhizosphérique (Kroer et al., 1998; Richaume et al., 1992; 

Smit et al., 1991; van Elsas et al., 1988). Ceci serait du à la stimulation de l’activité 

microbienne via les exsudats racinaires (Shaw and Burns, 2003; van Elsas et al., 1988). En 

effet, l’échange génétique par conjugaison nécessite beaucoup de ressources pour la 

réplication de l’ADN et la formation du pilus21 (Fernandez-Astorga et al., 1992; Muela et al., 

1994). Or, selon Kroer et ses collaborateurs (1998), l’augmentation de l’activité métabolique 

des cellules bactériennes ne stimule pas davantage la conjugaison tant que l’activité 

cellulaire est au-dessus d’un certain seuil. La stimulation serait alors plutôt due à une 

accumulation des bactéries au niveau de la rhizosphère, augmentant alors le contact entre 

les cellules et donc le transfert de gènes (Kroer et al., 1998). Cet effet pourrait également 

                                                           
21

 Appendice se trouvant à la surface de la paroi bactérienne permettant d’établir le contact entre les cellules 
et donc le transfert du plasmide. Ce dernier possédé les gènes responsables de la synthèse du pilus. 
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s’expliquer par la présence de molécules signales émises par la plante lors de l’apparition 

d’une tumeur par exemple (Piper et al., 1993). Aussi, la présence de mychorizes va pouvoir 

conduire à une dissipation plus importante des HAP (Joner and Leyval, 2003). En effet, 

certains de ces champignons produisent des péroxydases et des laccases (Burke and Cairney, 

2002; Gramss et al., 1999a), des enzymes impliquées dans la dégradation des polluants. De 

plus, il a été montré que les mycorhizes accumulaient du péroxyde d’hydrogène au niveau 

des racines (Salzer et al., 1999) et stimulaient l’expression d’enzymes péroxydases dans les 

racines et la rhizosphère (Criquet et al., 2000), ce qui pourrait alors conduire à une 

augmentation de la dégradation des HAP au niveau des racines mycorhizées. 

 

Des effets directs de la plante vont également être responsables de la dégradation des HAP 

dans la rhizosphère. Ceux-ci seront davantage développés dans la partie ultérieure 

« 1.4.4. Phytoremédiation ». La plante va tout d’abord pouvoir absorber le polluant par le 

flux de transpiration, le transloquer vers ses différents organes (phytoextraction), le 

dégrader (phytodégradation) ou le volatiliser (phytovolatilisation) (Shaw and Burns, 2003). 

Cependant, ce processus ne concerne que très peu de HAP du fait de leur faible solubilité. 

De manière générale, les composés dont le log KOW est supérieur à 3,5 ne sont pas absorbés 

par la plante car ils ont certainement une affinité si forte avec le sol et la membrane 

lipidique des cellules racinaires qu’ils ne peuvent pas entrer dans le flux (Dietz and Schnoor, 

2001).  Aussi, les racines libèrent dans la rhizosphère des composés qui peuvent directement 

dégrader les polluants. Une étude de Kraus et ses collaborateurs (1999), a montré que 

l’enzyme péroxydase de soja était capable d’oxyder une grande variété de HAP. L’activité de 

cette enzyme peut être stimulée par leur présence (Criquet et al., 2000; Lee et al., 2008; 

Muratova et al., 2009b). En effet, le contact entre la racine et le composé toxique induit 

l’activité de la péroxydase qui peut alors avoir une fonction intracellulaire dans le cadre d’un 

mécanisme de défense et/ou un effet direct sur la dégradation du toxique dans le milieu 

extérieur (Kraus et al., 1999). Même après la mort de la plante, les enzymes peuvent 

toujours continuer à dégrader les molécules dans le sol (Liu et al., 2014). 
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1.3.4. La dégradation du benzo(a)anthracène 

 

De nombreux microorganismes sont capables de dégrader le BaA dont ceux présentés dans 

le tableau 13.  

 

Tableau 13. Microorganismes capables de dégrader le benzo(a)anthracène. 

 

Les souches bactériennes Burkholderia cepacia VUN 10 001, VUN 10 002 et VUN 10 003 ainsi 

que les souches fongiques Fusarium solani MAS2 et MBS1 peuvent utiliser le BaA comme 

seule source de carbone (Juhasz et al., 1997; Wu et al., 2010) alors que la plupart des 

microorganismes en sont incapables. La dégradation du HAP est principalement possible par 

une préculture des souches microbiennes en présence d’un substrat inducteur comme le 

salicylate, le biphényle ou encore le m-xylène (Chen and Aitken, 1999; Jerina et al., 1984; 

Mahaffey et al., 1988). Ces composés aromatiques permettent d’induire chez les 

microorganismes le système enzymatique nécessaire à l’oxydation du BaA. Des HAP peuvent 

également servir d’inducteurs dans la dégradation du BaA comme dans les études de Chen 

 Microorganismes Références 

Bactérie 

Alcaligenes denitrificans WW1 Weissenfels et al., 1991 

Beijerinckia sp. B1 Mahaffey et al., 1988 

Beijerinckia sp. B8/36 mutant Jerina et al., 1984 

Burkholderia cepacia VUN 10 001, VUN 10 002 

et VUN 10 003 
Juhasz et al., 1997, 2000 

Mycobacterium sp. RJGII-135 Schneider et al., 1996 

Mycobacterium vanbaalenii PYR-1 Moody et al., 2005 

Pseudomonas fluorescens Caldini et al., 1995 

Pseudomonas saccharophila P15 Chen and Aitken, 1999 

Sphingomonas sp. KK22 Kunihiro et al., 2013 

Sphingomonas paucimobilis EPA 505 Ye et al., 1996 

Champignon 

ligninolytique 

Fusarium solani MAS2 et MBS1 Wu et al., 2010 

Irpex lacteus Cajthaml et al., 2006 

Phanerochaete laevis HHB-1625 Bogan and Lamar, 1996 

Pleurotus ostreatus 
Baldrian et al., 2000; 

Rocha et al., 2014 

Champignon non-

ligninolytique 

Byssochlamys spectabilis Rosales et al., 2012 

Cunninghamella elegans Cerniglia et al., 1994 

Trichoderma longibrachiatum Rosales et al., 2012 
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et Aitken (1999) et Moody et ses collaborateurs (2005), ainsi que dans celle de Ye et ses 

collaborateurs (1996), où du phénanthrène et du fluoranthène ont été utilisés 

respectivement. La dégradation du BaA peut aussi être réalisée par co-métabolisme puisque 

la bactérie Alcaligenes dinitrificans WW1 n’est capable de le dégrader qu’en présence de 

fluoranthène (Weissenfels et al., 1991). Toutes ces études ont analysé le métabolisme du 

BaA en présence des souches microbiennes alors que d’autres ont cloné et surexprimé des 

gènes codant des enzymes de dégradation des HAP présents chez certains microorganismes 

et ont exposé les cellules recombinantes avec du BaA. La bactérie Sphingomonas impliquée 

dans la dégradation de nombreux HAP est la plus étudiée pour ce type d’analyse. Les 

enzymes dioxygénase PhnI (Demanèche et al., 2004; Jouanneau et al., 2006) et 

déhydrogénase PDDH (Jouanneau and Meyer, 2006) provenant de la souche CHY-1 sont 

capables de dégrader le BaA. Les métabolites produits par PhnI sont ensuite convertis par 

PDDH (Jouanneau and Meyer, 2006). La dioxygénase PhnA1fA2f de la souche LH128 s’est 

montrée également capable d’oxyder le BaA (Schuler et al., 2009). En ce qui concerne les 

champignons, l’enzyme laccase produite par Ganoderma lucidum Chaaim-001 BCU exposée 

directement avec du BaA a aussi la capacité de le dégrader (Punnapayak et al., 2009). 

Grâce aux études du catabolisme du BaA plusieurs métabolites ont pu être identifiés 

(Tableau 14) et des voies de dégradations ont pu être proposées (Figure 24). L’attaque 

initiale du HAP semble être réalisée préférentiellement aux positions 1,2 (Gibson et al., 

1975; Jouanneau et al., 2006; Mahaffey et al., 1988) et 10,11 (Jouanneau et al., 2006; Moody 

et al., 2005) par plusieurs bactéries. Cette première attaque conduit, par réaction 

d’hydroxylation, à la formation de composés dihydrodiols qui ont été identifiés chez la 

plupart des microorganismes. L’étude de Jouanneau et ses collaborateurs (2006) est la seule 

à montrer une double hydroxylation aux positions 1,2 et 10,11. Chez les champignons non-

ligninolytiques, les dihydrodiols identifiés proviendraient certainement d’intermédiaires 

époxydes qui ont été métabolisés par une époxyde hydrolase. Pour les espèces 

ligninolytiques, l’attaque initiale du BaA par oxydation conduit au métabolite BaA-7,12-dione 

qui a également été identifié via la voie de dégradation de la bactérie Mycobacterium 

vanbaalenii PYR-1 (Moody et al., 2005). Selon les espèces fongiques, différentes enzymes 

ligninolytiques vont être produites pour oxyder le BaA. Pour les souches Fusarium solani 

MAS2 et MBS1 seulement des laccases ont été identifiées (Wu et al., 2010) alors que pour la 
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souche Phanerochaete laevis HHB-1625, un taux plus élevé de manganèse péroxydase que 

de laccase a été retrouvé (Bogan and Lamar, 1996). Aucune enzyme lignine péroxydase n’a 

été produite par ces deux espèces. Pour le champignon Phanerochaete laevis HHB-1625 ainsi 

que pour l’espèce Irpex lacteus (Cajthaml et al., 2006), aucune accumulation de quinones n’a 

été observée. Ceci suggère qu’elles ont été métabolisées et ne sont donc pas considérées 

comme des produits « dead end ». 

 

Tableau 14. Métabolites identifiés lors de la dégradation du benzo(a)anthracène par différents microorganismes. Les chiffres 

colorés correspondent aux molécules de la figure 24. 

 Beijerinckia sp. B1 (Mahaffey et al., 1988)  

Acide 1-hydroxy-2-anthranoïque   1 

Acide 2-hydroxy-3-phénanthroïque   2 

Acide 3-hydroxy-2-phénanthroïque   3 

  Beijerinckia sp. B8/36 mutant (Jerina et al., 1984) 

BaA-cis-1,2-dihydrodiol   4 

BaA-cis-8,9-dihydrodiol   5 

BaA-cis-10,11-dihydrodiol   6 

  Mycobacterium sp. RJGII-135 (Schneider et al., 1996) 

BaA-cis-5,6-dihydrodiol   7 

BaA-cis-10,11-dihydrodiol   6 

Mycobacterium vanbaalenii PYR-1 (Moody et al., 2005) 

3-hydrobenzo(f)isobenzofuran-1-one   8 

6-hydrofuran(3,4-g)chromène-2,8-dione   9 

Benzo(g)chromène-2-one   10 

Naphtho(2,1-g)chromène-10-one   11 

10-hydroxy-11-méthoxyBaA   12 

10,11-diméthoxyBaA   13 

BaA-7,12-dione   14 

Acide 1-(2-hydroxybenzoyl)-2-naphthoïque   15 

Acide 1-benzoyl-2-naphthoïque   16 

Acide 3-(2-carboxylphényl)-2-naphthoïque   17 

5,6-diméthoxyBaA   18 

BaA-cis-5,6-dihydrodiol   7 

5,6-dihydroxyBaA   19 

BaA-cis-10,11-dihydrodiol   6 

1,2-dihydroxyanthracène   20 

Sphingomonas sp. KK22 (Kunihiro et al., 2013) 

Acide 3-(2-hydroxyphényl)propanoïque   21 

Acide salicylique   22 

Acide 2-hydroxy-3-(2-hydroxyphényl)propanoïque   23 

Acide 3-(2-carboxyvinyl)naphthalène-2-carboxylique   24 

Acide 1,6-dihydroxynaphthalène-2,7-dicarboxylique   25 

Acide 1-(2-)[3-Hydroxy-3-oxo-prop-1-enyl]anthracène-2-(1-)-carboxylique et/ou acide 2-(3-)[3-hydroxy-

3-oxo-prop-1-enyl]phénanthrène-3-(2-)-carboxylique   26 

Acide 2-hydroxy-3-naphthoïque   27 

Acide 1-hydroxy-2-naphthoïque   28 

Acide 1-hydroxy-2-anthranoïque et acide 2-hydroxy-1-anthranoïque   1 et 29   

Acide 2-hydroxy-3-phénanthroïque et acide 3-hydroxy-2-phénanthroïque   2 et 3 

Dioxygénase PhnA1A2f de Sphingomonas sp. LH128 (Schuler et al., 2009) 

BaA-cis-1,2-dihydrodiol   4 

BaA-cis-10,11-dihydrodiol   6 
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Dioxygénase PhnI de Sphingomonas sp. CHY-1 (Demanèche et al., 2004; Jouanneau et al., 2006) 

BaA-1,2-dihydrodiol   4 

BaA-10,11-dihydrodiol   6 

BaA-8,9-dihydrodiol   5 

BaA-1,2,10,11-bis-cis-dihydrodiol   30 

Fusarium solani MAS2 et MBS1 (Wu et al., 2010) 

Acide 1,2-benzènedicarboxylique   1 

BaA-7,12-dione   2 

Irpex lacteus (Cajthaml et al., 2006) 

BaA-7,12-dione   2 

1-tétralone   3 

1,2,3,4-tétrahydro-1-hydroxynaphthalène   4 

4-hydroxy-tétralone   5 

Acide phtalique   1 

Monométhylester de l’acide phtalique    6 

Diméthylester de l’acide phtalique   7 

Acide 2-hydroxyméthyl benzoïque   8 

Naphthalène-1,4-dione   9 

1,4-dihydroxynaphthalène   10 

Anhydride 1,2-naphthalique   11 

Cunninghamella elegans (Cerniglia et al., 1994) 

BaA-trans-3,4-dihydrodiol   1 

BaA-trans-8,9-dihydrodiol   2 

BaA-trans-10,11-dihydrodiol   3 

BaA-8,9,10,11-tétraol   4 

 

 

 



 

75 
 

 

 

Figure 24. Voies de dégradation du benzo(a)anthracène proposées à partir des métabolites identifiés du tableau 14. Les chiffres correspondent aux noms des métabolites du tableau 8 et les 

points d’interrogation aux métabolites intermédiaires non identifiés. 
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1.4. Les méthodes de dépollution des sols   
 

1.4.1. Généralités 

 

Il existe de nombreuses techniques de dépollution pour tous les types de contamination 

(organique, inorganique), mais ce chapitre va concerner uniquement les méthodes 

employées pour les sols contaminés par des polluants organiques comme les HAP. 

Celles-ci peuvent être appliquées « hors site » (ex situ) ce qui implique l’excavation du sol 

vers un centre de traitement ou « sur site » en traitant le sol excavé directement sur le site 

même (on site) ou en le laissant sur place sans excavation (in situ). Parmi ces techniques, il 

existe différents traitements (physiques, chimiques et biologiques) qui sont présentés dans 

le tableau 15 et qui peuvent être définis de manière générale comme suit, selon Colombano 

et ses collaborateurs (2010) : 

 les traitements physiques consistent à utiliser des fluides (eau ou gaz) ou la chaleur 

(procédé thermique) pour traiter la pollution. Les fluides, présents dans le sol ou 

injectés, sont utilisés comme vecteur pour transporter la pollution vers des points 

d’extraction afin de la traiter par des procédés chimiques ou biologiques (évacuation 

de la pollution), ou pour l’immobiliser (piégeage de la pollution). La chaleur quant à 

elle est utilisée afin de volatiliser le polluant, le détruire, l’isoler ou le rendre inerte ; 

 les traitements chimiques consistent à utiliser selon les propriétés chimiques des 

polluants des réactions appropriées afin de les inerter (ex : sorption), les détruire 

(ex : oxydation) ou les séparer du milieu pollué (ex : surfactant) ; 

 les traitements biologiques consistent à stimuler la dégradation microbienne totale 

ou partielle des polluants en utilisant, entre autres, des microorganismes ou des 

plantes. Certains procédés permettent aussi de fixer (sorption), de solubiliser 

(désorption) ou d’extraire les polluants. 
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Tableau 15. Techniques de dépollution des sols (Colombano et al., 2010; Colombano and Mouvet, 2012; de Boer and 

Wagelmans, 2016; Khan et al., 2004).  Les cases vertes représentent les techniques pouvant être appliquées aux HAP et les 

rouges les méthodes inappropriées ; 1 : technique de dépollution ex situ ou on site ; 2 : technique de dépollution in situ. 

  Technique Principe 1 2 

P
h

ys
iq

u
e

 

Ev
ac

u
at

io
n

 d
e

 la
 p

o
llu

ti
o

n
 

Ventilation 

Extraction des polluants de la phase gazeuse de la zone non 

saturée par mise en dépression. Les vapeurs sont ensuite 

récupérées et traitées en surface. 

 × 

Barbotage 
Même principe que la ventilation mais dans la zone saturée et la 

frange capillaire. 
 × 

Extraction double phase 

Extraction des polluants des phases gazeuse et liquide de la zone 

non saturée par mise en dépression importante au niveau de la 

frange capillaire et de la partie supérieure de la zone saturée. Les 

liquides et les gaz récupérés sont ensuite séparés et traités. 

 × 

Pompage et traitement 
Extraction des polluants en phase dissoute dans la zone saturée 

et de la frange capillaire puis traitement on site. 
 × 

Pompage-écrémage 

Pompage des eaux souterraines polluées en présence d’un 

surnageant ce qui génère un cône de rabattement. Le surnageant 

s’accumule gravitairement au centre de ce cône et est récupéré 

puis traité. 

 × 

P
ié

ge
ag

e
 d

e
 la

 p
o

llu
ti

o
n

 

Encapsulation 

Enfermement physique sur site du sol par un dispositif de parois, 

couverture et fonds très peu perméables. Hors site, les terres 

polluées sont transférées dans des centres de stockage des 

déchets. 

×  

Confinement physique 

Isolation du sol par des barrières physiques (isolation de surface, 

confinement vertical) afin d’empêcher la propagation des 

contaminants. 

 × 

Confinement hydraulique 

Maintien et/ou réduction du panache de pollution en favorisant 

l’écoulement des eaux souterraines en un point prédéfini en vue 

d’un traitement afin de ne pas générer de pollution en aval. 

 × 

P
ro

cé
d

é
 t

h
e

rm
iq

u
e

 

Incinération 

Combustion du sol dans un four à des températures très élevées 

(870 à 1 200°C) conduisant à la destruction et/ou à la 

volatilisation des polluants. Les composés gazeux et particulaires 

sont ensuite récupérés en vue d’un traitement. 

×  

Désorption thermique 

Chauffage du sol à des températures inférieures à celles de 

l’incinération (90 à 560°C) pour extraire par volatilisation les 

polluants. Les composés gazeux sont ensuite récupérés en vue 

d’un traitement. 

× × 

Vitrification 

Elévation de la température du sol afin de le transformer en un 

matériau fondu qui se vitrifie en se refroidissant. Les composés 

organiques sont détruits et/ou vaporisés avant d’être traités. 

× × 

Pyrolyse 
Chauffage du sol (150 à 540°C) en absence d’oxygène pour en 

extraire les polluants. Les gaz sont ensuite récupérés et traités. 
×  

Chimique 

Oxydation chimique 

Apport d’un oxydant dans le sol (péroxyde d’hydrogène, 

persulfate, ozone, permanganate de potassium) afin de détruire 

totalement ou partiellement le polluant. Des agents chimiques 

comme des surfactants peuvent être ajoutés afin d’améliorer la 

désorption des contaminants. 

× × 

Mise en solution par 

extraction chimique 

Extraction des contaminants adsorbés sur le sol par des agents 

chimiques adaptés (solvant, surfactant,…). Après avoir 

homogénéisé le sol et la solution extractante, cette dernière est 

récupérée puis les polluants sont séparés et traités. 

 

 

×  
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 Technique (suite) Principe (suite) 1 2 

Biologique 

Bioaugmentation 

Apport dans le sol de microorganismes possédant des capacités 

catalytiques de dégradation afin d’améliorer la dégradation 

microbienne des polluants. 

× × 

Biostimulation 

Ajout dans le sol de nutriments, d’accepteurs d’électrons ou de 

donneur d’électrons afin d’augmenter la dégradation 

microbienne des polluants. 

× × 

Landfarming 

Etalement sur une faible épaisseur (30 cm) du sol pollué sur un 

support imperméable et favorisation de la biodégradation 

aérobie via des techniques agricoles classiques (labour, ajout 

d’engrais,…). 

×  

Biopile (biotertre) 

Mise en tas du sol pollué (hauteur < 3m) sur un support 

imperméable en vue d’un traitement biologique. Le sol est 

généralement amendé et les conditions de bioterte contrôlées 

(aération, ajout de nutriments,…). C’est pourquoi il est également 

couvert afin de contrôler la température et l’humidité. La 

dégradation biologique est la plupart du temps réalisée par 

biostimulation. 

×  

Bioréacteur 

Mélange de sol pollué avec de l’eau et parfois des additifs 

(tensioactifs, nutriments,…) afin de mettre en suspension les 

particules de sol et de former un mélange boueux. Des 

microorganismes possédant les capacités catalytiques de 

dégradation du polluant sont également ajoutés. Les boues sont 

alors traitées par voie biologique dans des bioréacteurs puis sont 

déshydratées. 

×  

Compostage 

Mélange du sol excavé avec des amendements organiques 

(compost) et disposition en tas trapézoïdaux (andains, hauteur < 

3m) régulièrement espacés afin de favoriser la biodégradation. Le 

compost agit sur la biostimulation, la bioaugmentation et 

l’aération. 

×  

Phytoremédiation 
Utilisation de plantes pour dégrader, transformer, volatiliser ou 

immobiliser les polluants. 
 × 

Atténuation naturelle 

Diminution de la mobilité, de la toxicité ou de la concentration 

des contaminants dans le sol par des processus naturels 

(dégradation, volatilisation, adsorption,…) sans intervention 

humaine. 

 × 

Chimique/ 

biologique 

Ajouts d’agents 

spécifiques 

Désorption des polluants par ajouts d’agents chimiques adaptés 

(surfactant, cyclodextrine,…) afin d’améliorer la biodisponibilité 

des polluants pour qu’ils puissent être dégradés par les 

microorganismes. 

× × 

Physique/ 

chimique 

Lavage à l’eau 

Les contaminants adsorbés (sur les particules fines, 

préalablement séparées des particules grossières en traitement 

ex situ), sont transférés vers une phase aqueuse qui sera par la 

suite traitée. Afin d’augmenter ce transfert l’ajout d’agents 

chélatants, de surfactant ou un ajustement de pH peuvent être 

effectués. 

× × 

Stabilisation/solidification 

Piégeage des polluants par ajout d’adjuvants afin de réduire leur 

mobilité. La solidification consiste à lier physiquement ou à 

emprisonner les polluants au sein d’une masse stable, dure et 

inerte. La stabilisation consiste à transformer chimiquement un 

polluant lessivable en un composé peu ou non soluble et/ou à 

augmenter les capacités de sorption du polluant avec les 

matériaux par mélange avec différents adjuvants afin de les 

rendre moins mobilisables. 

× × 
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Le choix du traitement à utiliser est très important pour garantir le succès de la remédiation  

mais il s’avère également difficile car de nombreux paramètres sont à prendre en compte 

(Khan et al., 2004) et ce dès lors de la décision entre une méthode in situ ou ex situ/on site 

(Tableau 16). Les techniques in situ vont surtout être utilisées pour des sites encore en 

activité ou lorsque la zone polluée est trop étendue pour avoir recours à l’excavation 

(Cadière, 2012). Le choix du traitement à mettre en œuvre est ensuite fonction de différents 

facteurs comme le type de polluant, l’ancienneté de la contamination, le type de sol, les 

usages auxquels le site est destiné, le coût de la dépollution ou encore la perception des 

habitats. Certains procédés peuvent même être couplés pour réduire suffisamment les 

teneurs en polluants (Huang et al., 2004; Kronholm et al., 2002).  

 

Tableau 16. Applicabilité du traitement in situ et ex situ/on site (Hyman and Dupont, 2001). 

 

 

En France, en 2012, plus de 5 500 000 tonnes de terres polluées ont été traitées dont 

environ 52 % par des méthodes in situ (Cadière, 2012). Ceci s’explique par l’importance des 

traitements de ventilation et de bioaugmentation/biostimulation qui représentent à eux 

seuls plus de 44 % des tonnages traités (Cadière, 2012 ; Figure 25). Les procédés physico-

chimiques ont largement été utilisés (59 %), suivi par les procédés biologiques (25 %) et 

enfin les procédés thermiques (16 %) (Cadière, 2012). 
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Figure 25. Quantité de sols pollués traités en tonnes par différentes techniques de dépollution en France en 2012 (Cadière, 

2012). HS : hors site. 

 

Sur les plus de 5 500 000 tonnes de terres traitées, 5 % étaient polluées par les HAP (Cadière, 

2012). Les cases vertes du tableau 15 représentent les méthodes de dépollution qui peuvent 

être appliquées aux HAP et les rouges les méthodes inappropriées. Ces dernières 

représentent principalement des procédés qui sont utilisés pour des composés (semi)-

volatils (ventilation, extraction double phase,…) ce qui n’est pas le cas des HAP en général. 

En ce qui concerne l’atténuation naturelle contrôlée, elle est limitée pour les HAP à cause de 

leur hydrophobicité et du processus de vieillissement de la contamination (Colombano and 

Mouvet, 2012). Seules les molécules de faible poids moléculaire peuvent être éliminées par 

ces procédés. Les sols pollués par de fortes concentrations en HAP sont principalement 
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traités par des techniques thermiques avec l’incinération pour des teneurs totales 

supérieures à 40 000 – 45 000 mg.kg-1 et avec la désorption thermique pour des teneurs de 

l’ordre de 15 000 à 40 000 mg.kg-1 (Colombano and Mouvet, 2012). Bien que ces techniques 

soient très efficaces et rapides (Cadière, 2012), elles modifient les propriétés physico-

chimiques et biologiques des sols (Cébron et al., 2009, 2011), aboutissant à une matrice 

dépolluée plutôt qu’à un sol. De plus, elles sont très couteuses (Cadière, 2012) puisque les 

prix varient de 190 à 1 050 €/t de sols traités après excavation pour l’incinération et de 60 à 

110 €/t pour la désorption thermique (Colombano et al., 2010). De manière générale, les 

techniques physiques et chimiques sont coûteuses et lourdes à mettre en œuvre alors que 

les techniques biologiques sont plus respectueuses de l’environnement puisqu’elles 

stimulent un phénomène naturel et sont moins onéreuses (Cadière, 2012) avec des coûts 50 

à 80 % plus faibles (Raskin and Ensley, 2000). Bien qu’elles aient souvent des durées de 

réhabilitation plus longues que les autres procédés (Colombano et al., 2010), les techniques 

biologiques sont considérées comme les plus appropriées pour remédier des sols pollués aux 

HAP (Kalantary et al., 2014). Parmi ces techniques, la biostimulation, la bioaugmentation et 

la phytoremédiation ont été utilisées lors de ces travaux de thèse. 

 

1.4.2. Biostimulation 

 

La biostimulation consiste à stimuler l’activité et la croissance des microorganismes 

indigènes du sol par l’ajout de certains composés afin d’améliorer la biodégradation des 

polluants. Parmi ces composés, des nutriments, des accepteurs d’électrons ou des donneurs 

d’électrons peuvent être apportés. 

 

1.4.2.1. Nutriments 

 

Les nutriments peuvent comprendre des macronutriments (azote, carbone, phosphore,…), 

des micronutriments (magnésium, calcium, soufre,…) ainsi que des éléments traces (cobalt, 

nickel, molybdène,…). Le besoin en nutriments des microorganismes est quasiment similaire 

à leur composition cellulaire (Liebeg and Cutright, 1999 ; Tableau 17).  
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Tableau 17. Composition chimique typique d'une cellule bactérienne (Tchobanoglous et al., 2003). 

 

Bien que l’apport en carbone soit le plus important, celui-ci peut être fourni par les polluants 

(Kalantary et al., 2014; Liebeg and Cutright, 1999). Si les composés sont facilement et 

rapidement minéralisés (HAP de faible poids moléculaire), l’addition d’une source de 

carbone supplémentaire sera requise pour subvenir aux besoins des microorganismes alors 

que si la minéralisation des composés est plus longue (HAP de haut poids moléculaire), 

l’ajout de carbone ne sera pas indispensable jusqu’à la minéralisation complète du polluant 

(Liebeg and Cutright, 1999). En ce qui concerne les micronutriments et les éléments traces, 

leurs besoins sont très différents selon les microorganismes (Kalantary et al., 2014), certains 

étant même non nécessaires du fait de leurs faibles quantités (Liebeg and Cutright, 1999). 

L’étude de Liebeg et Cutright, (1999), souligne l’importance de l’ajout de phosphore pour 

garantir le succès de la remédiation d’un sol pollué aux HAP. En revanche, l’étude de 

Kalantary et ses collaborateurs (2014) montre une biodégradation optimale du 

phénanthrène en utilisant l’azote comme macronutriment principal. Il existe donc de 

nombreux protocoles avec différentes compositions de nutriments (Andreolli et al., 2015; 

Ghaly et al., 2013; Kalantary et al., 2014; Leys et al., 2005; Liebeg and Cutright, 1999) car il 

n’y a pas de méthodes spécifiques pour déterminer les types et les quantités exactes 

d’éléments nutritifs à utiliser ainsi que les impacts qu’ils vont engendrer. Tout ceci dépend 

de plusieurs paramètres comme le type et la composition du sol, la quantité et la 

Elément Pourcentage du poids sec de la cellule 

Carbone 50 

Oxygène 22 

Azote 12 

Hydrogène 9 

Phosphore 2 

Soufre 1 

Potassium 1 

Sodium 1 

Calcium 0,5 

Magnésium 0,5 

Chlore 0,5 

Fer 0,2 

Autres éléments traces 0,3 
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biodisponibilité des nutriments déjà présents, la microflore ou encore le type, la 

biodisponibilité et la teneur en polluant. C’est pourquoi la biostimulation peut s’avérer 

inefficace comme le montre l’étude de Yu et ses collaborateurs (2005) où seule la 

dégradation du pyrène a été améliorée tandis que celles du phénanthrène et du fluorène 

ont été inhibées alors que ces trois HAP étaient présents simultanément. Les auteurs ont 

expliqué ce phénomène par une stimulation sélective des microorganismes capables de 

dégrader le pyrène. Un autre exemple concerne l’étude de Johnson et Scow (1999) où du 

phosphore et de l’azote ont été apportés sur quatre types de sols différents pollués au 

phénanthrène. La biostimulation a conduit à un taux de dégradation du HAP inchangé ou 

inhibé. Une des causes de ce résultat serait la faible biodisponibilité des nutriments 

apportés. En effet, certains éléments nutritifs comme le phosphore peuvent adhérer au sol 

(Antoniadis et al., 2016; Singh and Gilkes, 1991; van der Salm et al., 2016), devenant alors 

inaccessibles pour les microorganismes.  

 

1.4.2.2. Accepteurs d’électrons 

 

Les accepteurs d’électrons correspondent par exemple à des nitrates ou des sulfates (Coates 

et al., 1996; Mihelcic and Luthy, 1988) pour les microorganismes anaérobies. En effet, 

l’étude de Weiner et ses collaborateurs (1998) a montré une augmentation de la 

biodégradation du benzène suite à l’ajout de sulfate dans un sédiment pollué. Bien que ces 

composés aient l’avantage d’être solubles dans l’eau et donc biodisponibles pour les 

microorganismes, leur utilisation est limitée car ils vont pouvoir diffuser loin de la zone 

d’application et contaminer les milieux environnants (Brito et al., 1999; Menció et al., 2016). 

Le problème majeur représente la contamination des eaux souterraines puisque cela va 

impacter directement la santé humaine via l’eau potable (Ward et al., 2005). La norme 

européenne a par exemple fixé la limite de concentration en nitrate dans l’eau à 50 mg.L-1 

(Directive 98/83/CE, 1998). Une teneur trop élevée pourrait conduire chez l’Homme à 

l’apparition de méthémoglobinémie22 (Kumar and Puri, 2012). De l’oxygène peut également 

être ajouté dans le sol pour les microorganismes aérobies par bioventing et/ou biosparging. 

Le bioventing permet de traiter la zone non saturée du sol alors que le biosparging est utilisé 

pour traiter la zone saturée et la zone capillaire (Colombano et al., 2010). Tang et ses 

                                                           
22

 Diminution de la capacité des globules rouges à transporter l'oxygène. 
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collaborateurs (2005) soulignent le fait que le succès de la biodégradation, du à l’ajout 

d’accepteurs d’électrons comme le nitrate et le phosphate dans leur étude, n’était possible 

que grâce aux teneurs insuffisantes en éléments nutritifs inhérents aux sites.  

 

1.4.2.3. Donneurs d’électrons 

 

Les donneurs d’électrons concernent l’hydrogène (Colombano et al., 2010) pour les 

microorganismes anaérobies et des composés organiques tels que le glucose, le lactate ou 

l’acétate pour les microorganismes aérobies. En effet, l’étude de Yuan et ses collaborateurs 

(2000) a montré que l’ajout de glucose ou d’extrait de levure augmentait la dégradation du 

phénanthrène en milieu liquide. Etant des contaminants organiques, les HAP fournissent 

alors également des électrons que la microflore peut extraire afin d’obtenir de l’énergie (Li, 

2010).  

 

1.4.3. Bioaugmentation  

 

Lorsque l’atténuation naturelle et la biostimulation se sont avérées inefficaces, Iwamoto et 

Nasu (2001) considèrent que la bioaugmentation doit être appliquée. En effet, la 

biostimulation correspond à une gestion « à l’aveugle » de la microflore puisque les 

microorganismes qui bénéficient de cette stimulation ne sont pas forcément ceux impliqués 

dans la dégradation du contaminant  

La bioaugmentation consiste à améliorer la dégradation du polluant par l’ajout de 

microorganismes spécifiques possédant les capacités catalytiques de dégradation du 

contaminant (Hamdi et al., 2007; Iwamoto and Nasu, 2001; Mancera-López et al., 2008). 

Cette méthode est donc utilisée lorsque la microflore indigène du sol n’est pas optimale 

dans la métabolisation du composé (Silva et al., 2009b). Selon Forsyth et ses collaborateurs 

(1995), la bioaugmentation doit être appliquée aux sols qui possèdent un nombre faible ou 

non détectable de microorganismes dégradants, des polluants qui requièrent plusieurs 

processus de remédiation dont certains nuisibles ou toxiques pour les microorganismes, et 

qui ont une surface de pollution peu étendue sur laquelle les couts des méthodes non-

biologiques sont supérieurs à ceux de la bioaugmentation.  
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Les souches qui sont inoculées doivent être capables de résister à différentes conditions 

environnementales du sol et survivre à la présence d’autres microorganismes (Jacques et al., 

2008; Mancera-López et al., 2008). En effet, de nombreux paramètres abiotiques et 

biotiques peuvent influencer l’efficacité de la bioaugmentation (Bento et al., 2005; Cho et 

al., 2000; Veen et al., 1997; Wolski et al., 2005) pouvant conduire à une diminution du taux 

de dégradation (Cho et al., 2000; Wolski et al., 2005) ou du nombre de cellules exogènes peu 

de temps après l’inoculation (England et al., 1993; Johannes Sørensen et al., 1999). Pour 

plusieurs études, la bioaugmentation s’est donc avérée inefficace (Karamalidis et al., 2010; 

Launen et al., 2002; Saponaro et al., 2002; Sayara et al., 2011; Silva et al., 2009b). Par 

exemple, le potentiel hydrique du sol a eu une influence significative sur la survie et l’activité 

dégradante de Pseudomonas stutzeri P16 luxAB4 dans un sol pollué par du phénanthrène 

qu’il soit stérile ou non (Mashreghi, 2006). Les facteurs biotiques concernent la compétition 

entre les microorganismes indigènes et exogènes pour les sources de carbone, ainsi que les 

interactions antagonistes et la prédation par les protozoaires et les bactériophages. Ainsi, il a 

été démontré que la croissance et l’activité enzymatique de Dichomitus squalens, un 

champignon de la pourriture blanche, ont été influencées négativement par la présence des 

microorganismes indigènes lorsqu’il a été inoculé dans un nouvel environnement (Lang et 

al., 1998). La diversité des espèces natives doit agir comme une barrière résistante à 

l’invasion d’espèces non natives (Kennedy et al., 2002). Un autre paramètre important à 

prendre en compte est la biodisponibilité du polluant notamment pour les composés 

hydrophobes comme les HAP puisque la dégradation du polluant par les souches inoculées 

sera corrélée à sa biodisponibilité (Covino et al., 2010). Dans ce cas, il est intéressant 

d’utiliser des souches capables de produire des surfactants pour les rendre plus 

bioaccessibles (Sun et al., 2012). Afin d’améliorer la survie, la persistance et l’activité 

dégradante des microorganismes, ceux-ci peuvent être préalablement adaptés à 

l’environnement ciblé (Megharaj et al., 1997). De plus, une pré-exposition suivie par une ré-

exposition à un polluant chimique augmentera le potentiel métabolique des 

microorganismes (Reddy and Sethunathan, 1983), un phénomène référé à la « mémoire des 

sols » (Megharaj et al., 2011). 

Les souches utilisées peuvent être allochtones ou indigènes. Ces dernières présentent 

l’avantage d’être plus adaptées au milieu que les inocula allochtones et moins compétitives 
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vis-à-vis des autres microorganismes indigènes (Hosokawa et al., 2009; Silva et al., 2009b; 

Ueno et al., 2007). Beaucoup d’études ont utilisé des bactéries à Gram négatif appartenant 

au genre Pseudomonas (Heinaru et al., 2005), Flavobacterium (Crawford and Mohn, 1985), 

Sphingobium (Dams et al., 2007), Alcaligenes (Haluška et al., 1995) et Achromobacter (Ronen 

et al., 2000). Cependant les bactéries à Gram positif s’avèrent également efficaces avec les 

genres Rhodococcus (Briglia et al., 1990), Mycobacterium (Jacques et al., 2008) et Bacillus 

(Silva et al., 2009b). En ce qui concerne les champignons, il s’agit des espèces appartenant 

aux genres Absidia (Garon et al., 2004), Achremonium (Silva et al., 2009b), Aspergillus 

(Santos et al., 2008), Verticillium (Silva et al., 2009b), Penicillium (Mancera-López et al., 

2008) et Mucor (Szewczyk and Długoński, 2009). Un des avantages des champignons est leur 

rapidité d’incorporation dans la matrice du sol (Sayara et al., 2011). De plus, ils ont la 

capacité de croitre dans des environnements avec une faible concentration en nutriments, 

une faible humidité et des conditions acides (Mollea et al., 2005). Des exemples d’espèces 

microbiennes utilisées en bioaugmentation sur des sols contaminés par des HAP sont 

présentés dans le tableau 12. 

 

Tableau 12. Espèces microbiennes utilisées en bioaugmentation sur des sols pollués par des HAP. 

 Microorganisme Contaminant Référence 

B
ac

té
ri

e 

Paracoccus sp. HPD-2 
16 HAP prioritaires selon l’US-

EPA 
Teng et al., 2010 

Sphingobium sp. Phénanthrène Festa et al., 2016 

Consortium : Rhodococcus sp., 

Acinetobacter sp. et Pseudomonas 

sp. 

Mélange de HAP : fluorène, 

phénanthrène et pyrène 
Yu et al., 2005 

Consortium : Bacillus souches B1F, 

B5A et B3G, Chromobacterium sp. 

4015 et Enterobacter aglomerans 

sp. B1A 

Mélange de HAP : anthracène, 

benzo(a)pyrène, 

dibenzo(a)anthracène 

naphthalène, phénanthrène, 

et pyrène 

Silva et al., 2009b 

C
h

am
p

ig
n

o
n

 

Aspergillus sp. 

Fusarium oxysporum 

Trichocladium canadense 

Naphtalène 

Phénanthrène  
Silva et al., 2009a 

Absidia cylindrospora Fluorène Garon et al., 2004 

Achremonium sp. 

Aspergillus sp.  

Trichocladium canadense 

Verticillium sp. 

Chrysène,  

Décacyclène  

Naphthol-2,3a-pyrène 

Pérylène 

Silva et al., 2009a 
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 Microorganisme (suite) Contaminant (suite) Référence (suite) 
C

h
am

p
ig

n
o

n
 

Phanerochaete chrysosporium 

Mélange de HAP : 

acénaphthène, fluorène, 

phénanthrène, fluoranthène, 

pyrène, chrysène, 

benzo(a)pyrène, 

dibenz(ah)anthracène, et 

benzo(ghi)pérylène 

Zheng and Obbard, 

2002 

Consortium : Achremonium sp., 

Aspergillus sp. et Verticillium sp. 

Mélange de HAP : anthracène, 

benzo(a)pyrène, 

dibenzo(a)anthracène 

naphthalène, 

phénanthrène, et pyrène 

Silva et al., 2009b 

B
ac

té
ri

e 
et

 

ch
am

p
ig

n
o

n
 

Consortium : Mycobacterium 

fortuitum, Bacillus cereus, 

Microbacterium sp., Gordonia 

polyisoprenivorans, 

Microbacteriaceae bacterium et 

Fusarium oxysporum 

Anthracène 

Phénanthrène 

Pyrène 

Jacques et al., 2008 

 

Lors de l’inoculation, des souches pures peuvent être utilisées seules ou en consortia. Selon 

plusieurs études, l’utilisation de consortia bactériens s’est avérée plus efficace que les 

souches pures (Mrozik and Piotrowska-Seget, 2010). En effet, les composés intermédiaires 

de la voie catabolique d’une seule souche peuvent ensuite être dégradés par les autres 

souches possédant les voies cataboliques appropriées (Heinaru et al., 2005). Des consortia 

composés de bactéries et de champignons peuvent également être utilisés car les 

champignons vont pouvoir réaliser le clivage initial de la molécule et les bactéries dégrader 

les métabolites résultants (Sayara et al., 2011). L’étude de Jacques et ses collaborateurs 

(2008) a montré une dégradation plus efficace de l’anthracène lorsque le consortium 

bactérie et champignon a été utilisé plutôt que les souches seules. De plus, selon cette 

étude, les champignons permettraient d’augmenter la biodisponibilité du polluant envers les 

bactéries grâce à leurs hyphes. En effet, la formation d’un film d’eau autour des groupes 

d’hyphes agirait comme un vecteur de dispersion, permettant aux bactéries de se déplacer 

vers le contaminant. 

Afin d’accélérer la dégradation des polluants, l’inoculation de cellules immobilisées peut être 

effectuée. Celles-ci sont immobilisées par fixation sur un support inerte, par inclusion dans 

un polymère ou par confinement grâce à une barrière physique (Bayat et al., 2015), ce qui 
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permet de protéger les microorganismes inoculés des conditions environnementales sub-

optimales (présence de substances toxiques, pH non optimal) et de réduire la compétition 

avec la microflore indigène (Lin et al., 1991; Pritchard, 1992). De plus, l’immobilisation 

augmente la stabilité biologique des cellules, dont les plasmides (Cassidy et al., 1996) qui 

contiennent en général les gènes de dégradation. Une autre méthode consiste à utiliser des 

microorganismes génétiquement modifiés. C’est le cas de Pseudomonas putida KT2442 qui a 

été utilisé pour la dégradation du naphtalène avec un transfert du plasmide catabolique aux 

microorganismes indigènes (Filonov et al., 2005). Mais il y a des inconvénients à l’utilisation 

de souches génétiquement modifiées comme une diminution de la valeur sélective (fitness) 

et une demande en besoins énergétiques supplémentaires imposée par la présence du 

matériel génétique étranger dans les cellules (Sayler and Ripp, 2000; Singh et al., 2011). De 

plus, les éléments génétiques mobiles (plasmides), peuvent être acquis par des organismes 

indésirables (Megharaj et al., 2011). Mais les avancées biotechnologiques telles que la mort 

cellulaire programmée après la dépollution peut aider à développer des « microorganismes 

génétiquement modifiés suicidaires » qui peuvent conduire à une bioremédiation plus sure 

et efficace (Pandey et al., 2005). Cependant, en France, les organismes génétiquement 

modifiés (OGM) ne sont pas utilisés pour des applications sur le terrain à cause des règles 

strictes pour la libération d’OGM dans l’environnement mais des essais sont réalisés aux 

Etats-Unis (Ezezika and Singer, 2010; Roudier, 2005). En effet, il y a un manque 

d’informations sur la dynamique des populations des microorganismes introduits, un 

mauvais contrôle physiologique de l’expression des gènes cataboliques dans les organismes 

ainsi que des risques de transfert horizontal de gènes (Boopathy, 2000; Cases and de 

Lorenzo, 2005; Velkov, 2001). Le seul OGM approuvé pour des tests de bioremédiation sur le 

terrain aux Etats-Unis est Pseudomonas fluorescens HK44 qui possède un plasmide 

catabolique du naphtalène (pUTK21) (Ripp et al., 2000). 

Plusieurs études ont également combiné la biostimulation et la bioaugmentation afin 

d’améliorer la dégradation du polluant. L’utilisation conjointe de ces deux procédés s’est 

avérée plus efficace que lorsqu’ils étaient utilisés seuls (Ghaly et al., 2013; Sun et al., 2012). 

En revanche, d’après l’étude de Hamdi et ses collaborateurs (2007), bien que cette 

combinaison se soit montrée efficace sur un sol pollué aux HAP, l’efficacité semblait surtout 

provenir de la sélectivité et de la spécialisation des microorganismes inoculés plutôt que des 
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nutriments ajoutés. Il en est de même avec l’étude de Mancera-López et ses collaborateurs 

(2008), où la dégradation du polluant a principalement été expliquée par la bioaugmentation 

puisqu’une corrélation positive a été observée entre l’activité respiratoire des 

microorganismes et la dissipation du contaminant. 

 

1.4.4. Phytoremédiation  

 

La phytoremédiation consiste à utiliser des plantes et des microorganismes associés afin 

d’extraire, séquestrer ou dégrader les polluants (de-Bashan et al., 2012; Kuiper et al., 2004). 

Lorsqu’elle est appliquée aux sols pollués par les HAP, la phytoremédiation repose sur 

plusieurs mécanismes, à savoir la phytodégradation, la phytoaccumulation, la 

phytovolatilisation, la phytostabilisation et la rhizoremédiation (Figure 26). 

 

 

Figure 26. Les différents mécanismes de la phytoremédiation (Truu et al., 2015). 
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1.4.4.1. La phytodégradation  

 

Elle correspond à la dégradation du polluant par des processus et des mécanismes internes à 

la plante (Newman and Reynolds, 2004). Celle-ci possède des enzymes telles que le 

cytochrome P450 et la glutathion S-transférase pouvant servir à la dégradation des 

composés toxiques (Gaskin, 2008). Une fois présent dans la plante, le composé va subir une 

ou plusieurs phases de détoxication, à savoir, une phase I correspondant à la transformation 

du polluant (oxydation : cytochrome P450, réduction), une phase II consistant à des 

réactions de conjugaison (avec la glutathion S-transférase) et enfin, une phase III 

correspondant à la compartimentation des métabolites (stockage dans une vacuole ou 

liaison à la paroi cellulaire) ou à leur excrétion (Gaskin, 2008; Kathi and Khan, 2011). Peu 

d’études ont montré une dégradation des HAP directement par phytodégradation (Gaskin, 

2008). Parmi elles, celle de Edwards et ses collaborateurs (1982) montre que l’anthracène a 

été assimilé, transloqué et dégradé par du soja. Cependant, la majorité du polluant est 

restée dans le sol (93 %) probablement à cause de son hydrophobicité. Les composés 

possédant un log Kow compris entre 0,5 et 3 sont les plus susceptibles d’être absorbés puis 

transportés dans la plante (Alkorta and Garbisu, 2001; Ryan et al., 1988; Wenzel, 2009; Wick 

et al., 2011). Ceux qui sont très hydrophobes avec un log Kow supérieur à 3-3,5 sont 

fortement liés à la matière organique du sol (Wild and Jones, 1992a) ou adsorbés sur 

l’épiderme des racines (Fismes et al., 2002; Kipopoulou et al., 1999; Wild and Jones, 1992a). 

L’absorption racinaire dépend alors des propriétés des HAP (Gao et al., 2006; Su and Zhu, 

2008), de leur concentration dans la solution du sol (Chiou et al., 2001; Su and Zhu, 2008; 

Watts et al., 2006), des propriétés du sol comme sa teneur en matière organique (Nam and 

Kim, 2002) et de l’espèce végétale (Fismes et al., 2002; Schwab et al., 1998). Les bactéries 

endophytes (qui colonisent les tissus internes de la plante) peuvent aussi jouer un rôle dans 

la dégradation des HAP, rendant la phytoremédiation plus efficace (Doty, 2008; Weyens et 

al., 2009). Ces microorganismes entrent dans la plante principalement via les racines 

(Germaine et al., 2004; Pan et al., 1997) puis résident dans des tissus spécifiques comme le 

cortex racinaire ou le xylème, mais peuvent aussi coloniser la plante via le système 

vasculaire ou l’apoplaste (Amora-Lazcano et al., 2010). Les bactéries endophytes 

appartiennent aux genres communément retrouvés dans le sol comme Pseudomonas, 

Burkholderia, Bacillus et Azospirillum (Lodewyckx et al., 2002; Moore et al., 2006; Yrjälä et 
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al., 2010). De plus, ces bactéries ont la capacité d’améliorer la croissance de la plante et de 

la protéger des pathogènes car elles peuvent être antagonistes (Berg et al., 2005; Ryan et al., 

2008). Enfin, comme cela a été mentionné dans le paragraphe « 1.3.3.2.2. Dégradation par la 

rhizosphère », certaines enzymes produites par la plante peuvent directement dégrader le 

polluant en dehors de la plante.  

 

1.4.4.2. La phytoaccumulation (phytoextraction) 

 

Ce processus correspond à la séquestration du polluant dans la plante (Alkorta and Garbisu, 

2001) lorsque celle-ci ne l’a pas rapidement ou complètement dégradé (Susarla et al., 2002). 

Reilley et ses collaborateurs (1996) ont montré que l’accumulation totale de pyrène et 

d’anthracène dans les racines et les parties aériennes de différentes plantes était inférieure 

à 0,03 % du total de ce qui avait été ajouté dans le sol. L’étude de Yi et Crowley (2007) a 

montré que moins de 0,01 mg.kg-1 de HAP étaient détectés dans les racines et les parties 

aériennes de 43 plantes différentes. Ceci prouve que l’absorption des HAP est très faible et 

insignifiante pour réduire leur teneur dans les sols ou que la phytodégradation, trop rapide, 

empêche une détection. Dans l’étude de Watts et ses collaborateurs (2006), les 

concentrations retrouvées dans les feuilles de spartine à feuilles alternes (Spartina 

alterniflora) étaient environ 3 à 4 ordres de grandeur plus faibles que celles retrouvées dans 

le sol. Le caractère lipophile des HAP peut expliquer le faible transport des composés dans 

les tissus végétaux (Fismes et al., 2002; Su and Zhu, 2008; Watts et al., 2006). 

 

1.4.4.3. La phytovolatilisation  

 

Elle correspond à l’assimilation et à la transpiration du contaminant par la plante. Le 

composé ou ses métabolites étant relargués dans l’atmosphère, des problèmes de 

conformité réglementaire avec les directives de la qualité de l’air peuvent avoir lieu (Gaskin, 

2008). Un exemple de phytovolatilisation concerne l’étude de Watkins et ses collaborateurs 

(1994) où une augmentation de la volatilisation du naphtalène a été observée en présence 

de l’herbe de Rhodes. Ils suggèrent que le HAP a été prélevé par les racines, transloqué dans 

la plante puis volatilisé. Ce processus de phytoremédiation concerne principalement les HAP 
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de faible poids moléculaire (Gerhardt et al., 2009) puisqu’ils sont plus volatils et moins 

hydrophobes. 

 

1.4.4.4. La phytostabilisation (phytoimmobilisation) 

 

Ce procédé consiste à contenir le polluant dans le sol en réduisant sa biodisponibilité et sa 

mobilité. Les contaminants peuvent être adsorbés au niveau de la surface racinaire ou bien 

isolés et séquestrés dans la rhizosphère. Les molécules se trouvant dissoutes dans la solution 

du sol et en dehors de la zone racinaire vont pouvoir être transportées vers les racines grâce 

au flux de transpiration de la plante (Gaskin, 2008; Mohan et al., 2006). Celle-ci va fournir 

dans la rhizosphère de la matière organique qui va pouvoir conduire à une stabilisation des 

composés par adsorption ou séquestration, comme cela a déjà été mentionné dans le 

paragraphe « 1.3.1. Transport et séquestration ». La matière organique peut provenir 

notamment de la décomposition des racines, un tiers du carbone des débris végétaux 

restant dans le sol sous forme de composants stables et labiles de l’humus après la première 

période de croissance de la plante (Zhou, 2010). La plante peut aussi produire des enzymes 

qui vont lier les contaminants à la matière organique du sol lors du processus d’humification 

(Frick et al., 1999). Les composés organiques possédant un log KOW supérieur à 3-3,5 sont 

fortement sorbés aux racines (Fismes et al., 2002; Kipopoulou et al., 1999; Wild and Jones, 

1992a). L’étude de Schwab et ses collaborateurs (1998) a montré une adsorption du 

naphtalène sur les racines d’alfalfa et de fétuque, avec une adsoprtion davantage 

importante en fonction de l’augmentation de l’âge de la plante. Ceci souligne l’impact de 

l’âge de l’espèce végétale sur l’efficacité de la phytoremédiation. En revanche, l’étude de 

Binet et ses collaborateurs (2000) a montré une phytostabilisation faible d’un mélange de 8 

HAP avec 0,006-0,11 % d’HAP extraits à la surface des racines de raygrass. 

 

1.4.4.5. La rhizoremédiation (rhizodégradation)  

 

Elle implique la dégradation des polluants via la stimulation des microorganismes 

rhizosphériques (Kuiper et al., 2004). La rhizoremédiation est considérée comme le 

mécanisme principal de dégradation des HAP en phytoremédiation (Frick et al., 1999; Su and 

Zhu, 2008) surtout pour ceux de haut poids moléculaire (Gerhardt et al., 2009). Les 



 

93 
 

différents mécanismes intervenant lors de ce procédé ont été évoqués dans le paragraphe 

« 1.3.3.2.2. Dégradation par la rhizosphère ».  En retour à la stimulation de leur activité, les 

microorganismes fournissent de nombreux bénéfices à la plante tels que la synthèse de 

composés qui vont diminuer le niveau de ses hormones de stress, une protection vis-à-vis 

des pathogènes, un apport de ses éléments nutritifs essentiels en jouant le rôle de 

chélateurs et bien sûr, la dégradation des contaminants avant qu’ils puissent impacter 

négativement la plante (Gerhardt et al., 2009). 

 

Bien qu’il existe plusieurs formes de phytoremédiation, tous ces mécanismes 

(phytodégradation, phytoaccumulation,…) interagissent ensemble. Ils vont pouvoir agir 

simultanément ou certains seront plus prononcés que d’autres selon l’espèce végétale 

utilisée, les caractéristiques physico-chimiques du polluant et sa biodisponibilité ou encore 

selon les caractéristiques physico-chimiques et biologiques du sol. 

 

1.4.4.6. Avantages et facteurs influençant la phytoremédiation 

 

En plus de la remédiation, la phytoremédiation possède plusieurs avantages comme 

l’amélioration de la qualité du sol (apports en carbone organique, en nutriments…) 

(Cunningham et al., 1996; Gerhardt et al., 2009) avec notamment le maintien ou la 

restauration de sa microflore et de sa microfaune lui permettant une meilleure 

fonctionnalité (Bert, 2013) et l’amélioration de sa structure (augmentation des agrégats, de 

la porosité,…) (Cunningham et al., 1996; Gerhardt et al., 2009). Le couvert végétal limite 

l’érosion du sol et l’envol de poussière pouvant contenir des polluants (Bert, 2013; Frick et 

al., 1999), limite le lessivage des composés et leur transfert vers la nappe phréatique (Bert, 

2013) et améliore le site au niveau de sa biodiversité et de son esthétisme (Bert, 2013; 

Cunningham et al., 1996). De plus, il est parfois possible de valoriser économiquement la 

biomasse produite en éco-matériaux, en biocarburants ou encore en compost (Bert, 2013) 

ce qui permet de compenser financièrement la durée importante nécessaire à la 

remédiation des sites puisque plusieurs saisons de culture sont généralement requises afin 

de décontaminer un site (Frick et al., 1999). 

Divers facteurs vont cependant influencer l’efficacité de la phytoremédiation : 
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 le polluant de part ses caractéristiques physico-chimiques, sa concentration et sa 

biodisponibilité dans le sol (Cunningham et al., 1996). De plus, s’il s’avère 

phytotoxique, il peut limiter la germination, la croissance et la biomasse de la plante 

(Adam and Duncan, 1999; Bert, 2013; Doty, 2008), ce qui peut, en partie, expliquer le 

fait que la phytoremédiation peut être un processus très long ; 

 la distribution hétérogène des polluants dans le sol avec des « hotspots » de 

contamination (Gerhardt et al., 2009; Kathi and Khan, 2011) ce qui va limiter leur 

accès par la plante ; 

 les propriétés physico-chimiques et biologiques du sol (pH, teneur en eau, activité 

microbienne, pathogène, nutriments,…) (Frick et al., 1999; Gerhardt et al., 2009; 

Kathi and Khan, 2011; Wick et al., 2011) ainsi que les facteurs climatiques comme la 

température et les précipitations (Kuiper et al., 2004; Nedunuri et al., 2000) qui vont 

affecter la croissance de la plante mais également la biodisponibilité du polluant ; 

 la croissance « lente » de la plante (Kuiper et al., 2004) qui va influencer la durée de 

la phytoremédiation ; 

 la morphologie racinaire de l’espèce végétale (longueur, surface et quantité) (Walker 

et al., 2003; Wick et al., 2011) qui va déterminer l’accès au polluant. Aussi, seuls les 

composés se trouvant au niveau des racines sont impactés (Bert, 2013; Frick et al., 

1999) ce qui réduit la zone de dépollution ; 

 la physiologie de la plante (exsudats racinaires) et les interactions microbiennes dans 

la rhizosphère (Walker et al., 2003) ; 

 la compétition avec les autres espèces végétales (Nedunuri et al., 2000) pouvant 

affecter la croissance de la plante. 

 

1.4.4.7. Le choix de la plante 

 

Le choix de la plante doit se porter sur une espèce résistante au polluant, pérenne, adaptée 

au milieu, non appétente (s’il s’agit de phytodégradation ou de phytoaccumulation) afin de 

limiter le transfert des composés de la plante vers les animaux, et ayant un système racinaire 

dense et profond (Bert, 2013). Il est préférable d’utiliser une espèce végétale native afin de 

faciliter son établissement dans le milieu vis-à-vis de la compétition avec les autres espèces, 

du peu de nutriments potentiellement présents dans le sol, ce qui est souvent le cas des 
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zones polluées (Gaskin, 2008), et des conditions climatiques. Les plantes pérennes sont 

préférées aux plantes annuelles et bisannuelles car elles nécessitent moins d’entretien, sont 

plus économiques (Gan et al., 2009; Kathi and Khan, 2011) et sont adaptées à la durée 

importante de dépollution qui caractérise la phytoremédiation. Beaucoup d’études se sont 

intéressées à l’utilisation de graminées (Poaceae), compte tenu de leur système racinaire 

fibreux fortement ramifié qui peut s’étendre sur une large surface et pénétrer 

profondément dans le sol comparé au système racinaire pivotant (Figure 27; Gan et al., 

2009; Gaskin, 2008). Aprill et Sims (1990) ont aussi suggéré que les racines fibreuses 

pouvaient être plus efficaces dans la stimulation des microorganismes de la rhizosphère.  

 

 

Figure 27. Systèmes racinaires fibreux et pivotants (Herren, 2011). 

 

De plus, les graminées peuvent posséder des tiges horizontales qui poussent au-dessus 

(stolon) ou en-dessous (rhizome) de la surface du sol ce qui augmente la stabilisation par 

rapport aux forces érosives (Aprill and Sims, 1990). Ces plantes possèdent également une 

diversité génétique inhérente qui leur procure un avantage compétitif dans l’adaptation à 

des conditions environnementales défavorables (Gaskin, 2008). Plusieurs études ont donc 

montré un effet positif des graminées en phytoremédiation (Günther et al., 1996; Liu et al., 

2014; Técher et al., 2012b; Xia, 2004), dont celle de Olson et ses collaborateurs (2007) qui a 

comparé l’efficacité de remédiation de 8 familles de plantes (Asclepiadaceae, Asteraceae, 

Fabaceae, Geraniaceae, Lamiaceae, Polygonaceae, Verbenaceae, Poaceae) sur un sol 

contaminé aux HAP et a démontré une plus grande efficacité des Poaceae. D’autres espèces 

végétales peuvent également se montrer efficaces et sont répertoriées dans le tableau 13.  
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Tableau 13. Espèces végétales qui se sont montrées efficaces en phytoremédiation sur des sols pollués aux HAP avec en bleu 

les espèces appartenant à la famille des graminées (Wick et al., 2011). 

Espèce végétale Références 

Agropyre de l'Ouest (Agropyron smithii) Aprill and Sims, 1990; Olson et al., 2007 

Alfalfa (Medicago sativa L.) 
Olson et al., 2007; Pradhan et al., 1998; Reilley et 

al., 1996; Schwab and Banks, 1994 

Aster de la Nouvelle-Angleterre (Aster novae-

angliae) 
Rugh et al., 2004 

Barbon de Gerard (Andropogon gerardii) 
Aprill and Sims, 1990; Olson et al., 2007; Rugh et 

al., 2004; Schwab and Banks, 1994 

Blé tendre (Triticum aestivum) Kucerová et al., 2001 

Boutelou gracieux (Bouteloua gracilis) Aprill and Sims, 1990 

Buchloé faux-dactyle (Buchloe dactyloides) Qiu et al., 1997 

Carotte (Daucus carota) Wild and Jones, 1992b 

Chiendent de bœuf (Stenotaphrum 

secundatum) 
Nedunuri et al., 2000; Schwab and Banks, 1994 

Chiendent pied de poule (Cynodon dactylon L.) 
Ferro et al., 1994; McCutcheon and Schnoor, 

2004; Olson et al., 2007 

Elyme du Canada (Elymus canadensis) Aprill and Sims, 1990 

Eupatoire pourpre (Eupatorium purpureum) Rugh et al., 2004 

Fétuque élevée (Festuca arundinaceae 

Schreb.) 

Banks et al., 1999; Chen et al., 2003; Ferro et al., 

1994; Günther et al., 1996; Huang et al., 2004; 

McCutcheon and Schnoor, 2004; Olson et al., 

2007; Reilley et al., 1996; Robinson et al., 2003; 

Schwab and Banks, 1994; Wrenn and Venosa, 

1996 

Geranium visqueux (Geranium viscosissimum) Olson et al., 2007 

Herbe à balais (Schizachyrium scoparium) Aprill and Sims, 1990; Pradhan et al., 1998 

Herbe makarikari (Panicum coloratum) 
Olson et al., 2007; Qiu et al., 1997; Wrenn and 

Venosa, 1996 

Hystrix étalé (Hystrix patula) Rugh et al., 2004 

Lotier corniculé (Lotus corniculata) Olson et al., 2007 

Mélilot jaune (Melilotus officinalis) Olson et al., 2007 

Orge (Hordeum vulgare) Kucerová et al., 2001 

Panic érigé (Panicum virgatum) 
Aprill and Sims, 1990; Chen et al., 2003; Pradhan 

et al., 1998; Reilley et al., 1996; Rugh et al., 2004 

Peuplier hybride (Populus deltoides x nigra) Jordahl et al., 1997 

Pied de dindon (Bouteloua curtipendula) Aprill and Sims, 1990 

Ray-grass anglais (Lolium perenne L.) 

Binet et al., 2000a; Günther et al., 1996; 

Nedunuri et al., 2000; Olson et al., 2007; Wrenn 

and Venosa, 1996 

Ray-grass d’Italie (Lolium multiflorum) 
McCutcheon and Schnoor, 2004; Rezek et al., 

2008; Schwab and Banks, 1994 
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Espèce végétale (suite) Références (suite) 

Scirpe vert sombre (Scirpus atrovirens) Rugh et al., 2004 

Sorgo commun (Sorghum bicolor) 
Nedunuri et al., 2000; Reilley et al., 1996; 

Schwab and Banks, 1994 

Spartine pectinée (Spartina pectinata) Rugh et al., 2004 

Spirée blanche (Spiraea alba) Rugh et al., 2004 

Tournesol (Helianthus annuus) Olson et al., 2007 

Tournesol de Maximilien (Helianthus 

maximiliani) 
Olson et al., 2007 

Trèfle des prés (Trifolium pratense) Olson et al., 2007 

Verge d'or rigide (Solidago rigida) Olson et al., 2007 

 

Pour améliorer la phytoremédiation, il est possible de combiner plusieurs espèces végétales  

(Mohan et al., 2006) ou d’utiliser des plantes transgéniques. Celles-ci reçoivent des gènes 

pouvant provenir de différents organismes comme des bactéries, des champignons, des 

animaux ou des plantes et qui ont la capacité de dégrader le polluant cible. Les gènes sont 

introduits via la bactérie Agrobacterium ou par des méthodes de transfert direct de gène 

(Eapen et al., 2007) et sont surexprimés dans la plante. Cette dernière doit donc absorber le 

polluant afin de l’éliminer. C’est pourquoi, l’approche la plus récente et la plus prometteuse 

est de produire des plantes qui augmentent leur sécrétion d’enzymes capables de dégrader 

les polluants dans la rhizosphère (Abhilash et al., 2009; Gerhardt et al., 2009). Cependant, 

l’utilisation de plantes transgéniques sur le terrain est soumise à des restrictions 

réglementaires strictes et les expériences sont seulement réalisées en laboratoire ou en 

serre (Gerhardt et al., 2009). 

 

1.5. Miscanthus x giganteus 

 

1.5.1. Présentation 

 

Miscanthus x giganteus (MxG) est une plante pérenne rhizomateuse originaire d’Asie du 

sud-est (Hromádko et al., 2010). Le genre Miscanthus appartient à la famille des Poaceae, 

sous-famille des Panicoidae, tribu des Andropogoneae et sous-tribu des Saccharineae (Chou, 

2009). La figure 28 représente la répartition des principales espèces de Miscanthus dans le 

monde.  
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Figure 28. Distribution des différentes espèces de Miscanthus dans le monde. Seules les zones de distribution majeures sont 

représentées (Hodkinson et al., 2002). 

 

Ces plantes ont longtemps été utilisées pour le pâturage et les matériaux de structure en 

Chine et au Japon (Stewart et al., 2009). Ce n’est qu’en 1935 qu’Aksel Olsen a importé un 

hybride stérile de Miscanthus du Japon au Danemark dans un intérêt horticole (Hromádko et 

al., 2010; Linde-Laursen, 1993). Il s’agissait de MxG qui est un hybride stérile triploïde entre 

Miscanthus sacchariflorus (diploïde) et Miscanthus sinensis (tétraploïde) (Linde-Laursen, 

1993). D’autres noms existent pour cette plante comme Miscanthus Anderss,  Miscanthus 

Sinensis ’Giganteus’, Miscanthus ‘Giganteus’, Miscanthus x ogiformis Honda ‘Giganteus’ 

(Linde-Laursen, 1993) ou encore Miscanthus x giganteus GREEF et DEU (Lewandowski et al., 

2000). Depuis les années 1980, sa culture s’est étendue en Europe car elle est étudiée en 

tant que plante potentiellement bioénergétique (Chung and Kim, 2012). De nombreux 

programmes ont donc vu le jour depuis 1983 et les plus importants sont présentés sur la 

figure 29. 
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Figure 29. Calendrier des programmes clés dans l'investigation de Miscanthus en tant que plante bioénergétique (Heaton et 

al., 2010). 

 

MxG possède un métabolisme photosynthétique de type C4 ce qui lui procure l’avantage 

d’avoir un meilleur rendement que les plantes en C3 car elles utilisent de façon plus efficace 

les radiations (Beale and Long, 1995) en convertissant 40 % fois mieux l’énergie solaire en 

biomasse (Chung and Kim, 2012) mais aussi en utilisant plus efficacement l’eau (Beale et al., 

1999; Chung and Kim, 2012) et l’azote (Chung and Kim, 2012; Lewandowski et al., 2000). 

Cependant, les plantes en C4 nécessitent des températures plus chaudes que les plantes en 

C3 pour initier la croissance des pousses (Long, 1983), ce qui n’est pas le cas de MxG. En 

effet, son mécanisme photosynthétique apparait plus adapté aux faibles températures que 

les autres plantes en C4 lui permettant d’obtenir une bonne productivité, même sous des 

températures plus basses, grâce au maintien de son haut taux de photosynthèse et de 

l’activité des enzymes associées (Wang et al., 2008). Ceci pourrait être expliqué par le fait 

que Miscanthus sacchariflorus a fourni au génome de MxG une adaptation aux climats 

chauds alors que Miscanthus sinensis lui a fourni des ressources génétiques pour les régions 

plus froides (Jørgensen, 1997). 

 

1.5.2. Culture 

 

Du fait de sa stérilité, la plantation de MxG peut être réalisée à partir de rhizomes ou de 

plantules. Les rhizomes sont obtenus par la technique de division du rhizome qui consiste à 
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les séparer en petits morceaux (Figala et al., 2015; Heaton et al., 2010; Lewandowski et al., 

2000). Pour ce faire, les rhizomes dormants d’une plantation de 2 ou 3 ans sont coupés en 

utilisant un cultivateur rotatif ou une herse rotative et les nouveaux morceaux obtenus sont 

récoltés et plantés (Carton et al., 2008; Lewandowski et al., 2000; Nijskens, 2001). Selon les 

conditions du sol, une multiplication des plantes d'un facteur 30 à 40 peut être réalisée de 

cette façon sur une période de 2 à 3 ans (Carton et al., 2008; Nijskens, 2001). Concernant les 

plantules, celles-ci peuvent être obtenues en rempotant des petits segments de rhizomes 

obtenus par division du rhizome (Heaton et al., 2010) ou en utilisant la technique de 

micropropagation (Figala et al., 2015; Heaton et al., 2010). Cette dernière consiste à utiliser 

plusieurs tissus de MxG afin d’initier des cultures in vitro qui, ensuite, peuvent être 

multipliés et régénérés en plante entière (Holme and Petersen, 1996; Kim et al., 2010). La 

méthode de micropropagation permet d'obtenir des taux de multiplication supérieurs à celle 

de la division du rhizome (jusqu'à un facteur 2000) (DEFRA, 2001) mais les plants sont 

beaucoup plus sensibles lors du premier hiver avec un plus faible taux de survie 

(Lewandowski et al., 2000). En effet, l’avantage de la division du rhizome est qu’il prend 

place pendant que la plante est en dormance et est moins sensible aux changements 

climatiques (Pyter et al., 2010). Aussi, cette méthode est plus favorable en termes de 

croissance, de rendement en matière sèche (Pyter et al., 2010) et de coûts (DEFRA, 2001; 

Heaton et al., 2010; Lewandowski et al., 2000). Cependant, ces deux méthodes restent bien 

plus difficiles à mettre à place et plus onéreuses que celles réalisées à partir de semences, du 

fait notamment du peu d’équipements spécialisés existants (Lewandowski et al., 2000; Pyter 

et al., 2010). Les coûts élevés pendant la première année d’implantation sont toutefois 

compensés par les caractéristiques pérennes de MxG car il n’y aura pas plus de dépenses 

nécessaires pour les 10 années à venir (Chung and Kim, 2012). 

La plantation idéale correspond à la période de mars à avril lorsque le risque de fortes gelées 

est passé. Pour les plantules in vitro, la période idéale sera vers la mi-mai lorsque la 

température atteint 15°C en journée (Gauthier and Somer, 2013). La figure 30 présente le 

cycle de croissance annuel typique de MxG.  
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Figure 30. Cycle annuel typique de croissance de MxG (Heaton et al., 2010). 

 

Lorsque des rhizomes sont plantés, les pousses émergent au début du printemps lorsque les 

températures du sol varient entre 6 et 10°C (Clifton-Brown and Jones, 1997; Heaton et al., 

2010). La biomasse s’accumule rapidement pendant l’été avec un pic autour de septembre 

(Beale and Long, 1997). Selon le développement de la culture, les plants sont récoltés 

annuellement après 2 ou 3 ans d’implantation car la production de la biomasse, la première 

année, n’est pas assez importante (Gauthier and Somer, 2013). La récolte est généralement 

réalisée après la période de sénescence (récolte en sec) lorsque les plants sont secs et les 

éléments nutritifs remobilisés vers le rhizome (Beale and Long, 1997; Heaton et al., 2010). 

Au cours de la sénescence, 30 à 50 % de la matière sèche récoltable peut être perdue lors de 

la chute des feuilles (Heaton et al., 2010) mais elles permettent de limiter la pousse des 

adventices, d’isoler le sol d’un point de vu thermique et hydrique (Gauthier and Somer, 

2013) et d’apporter de la matière organique au sol (Beale and Long, 1997). De plus, pour ce 

type de récolte, c’est principalement la tige qui est valorisée. La translocation des nutriments 

vers le rhizome permet d’assurer un approvisionnement en éléments nutritifs pour la 

prochaine saison ce qui réduit les besoins en fertilisant (Beale and Long, 1997; Himken et al., 

1997; Lewandowski and Kicherer, 1997). Il a été estimé que 21 à 46 % de l’azote, 36 à 50 % 

du phosphore, 14 à 30 % du potassium et 27 % du magnésium sont transloqués des pousses 

au rhizome (Himken et al., 1997). De plus, cela minimise la présence de composés 

inorganiques dans les parties aériennes récoltables qui pourraient causer des problèmes de 

corrosion, d’écumage, d’encrassement et d’émissions lors de la combustion (Beale and Long, 

1997). En revanche, des polluants peuvent être émis dans l’atmosphère, si en présence d’un 
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sol contaminé, ceux-ci ont été absorbés par les plants. Dans ce cas, des filtres peuvent être 

mis en place pendant la combustion. La récolte peut aussi être réalisée à la fin de l’été 

(récolte en vert) lorsque les rendements de biomasse sont les plus élevés (Heaton et al., 

2010). Cependant, les plants sont humides et doivent être séchés ou utilisés en valorisation 

autre que la combustion et la présence des éléments nutritifs dans la tige et les feuilles 

nécessite, pour la saison de croissance suivante, un apport de fertilisant (Gauthier and 

Somer, 2013; Heaton et al., 2010).  

Durant toute sa durée de vie, qui est estimée à 20-25 ans (Hromádko et al., 2010) sur des 

terres agricoles, MxG va se développer par bourgeonnement du rhizome et apporter chaque 

année de nouvelles pousses qui vont émerger durant le mois d’avril (Figala et al., 2015; 

Gauthier and Somer, 2013). Le nombre de tiges est très variable selon les plants, entre 30 et 

80, mais certaines peuvent régresser ou disparaitre à cause de la concurrence pour la 

lumière (Vandendriessche, 2007). La culture peut finir par atteindre 4 m de haut (Hromádko 

et al., 2010) et le système racinaire peut aller jusqu’à 2,5 m de profondeur (Neukirchen et 

al., 1999).  La panicule florale de la plante va pouvoir aussi se développer mais il n’émet pas 

de gamétocytes (Linde-Laursen, 1993; Quinn et al., 2010). La période de floraison est 

souvent associée avec le début de la sénescence et l'absorption des nutriments (Chung and 

Kim, 2012).  

En ce qui concerne l’entretien de la culture de MxG, un contrôle des adventices va être 

nécessaire durant sa première année de plantation car elle ne va pas s’avérer très 

compétitive (Lewandowski et al., 1995, 2000). Pour limiter l’utilisation d’herbicides, le 

paillage qui consiste à recouvrir le sol avec des matériaux d’origine végétale ou minérale, 

peut être utilisé. La chute des feuilles de MxG permettra par la suite de limiter la pousse des 

adventices. Au bout de 2 ou 3 ans lorsque la culture sera bien établie, ce contrôle ne sera 

plus nécessaire (Lewandowski et al., 2000). Bien qu’aucun insecte ravageur ou aucune 

maladie n’aient été reportés comme affectant significativement la production de MxG 

(Chung and Kim, 2012; Lewandowski et al., 2000) les risques potentiels restent élevés, 

notamment à cause de son manque de diversité génétique car MxG est issu d’un seul clone 

(Chung and Kim, 2012). Parmi les très peu d’insectes pouvant s’attaquer à MxG (Prasifka et 

al., 2009), il existe la larve de papillon de nuit Mesapamea secalis L. qui se nourrit de ses 

tissus au printemps (Christian et al., 1997). Concernant ses pathogènes, ils sont beaucoup 
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plus nombreux et sont représentés par le champignon Fusarium (Thinggaard, 1997), le virus 

de la jaunisse nanisante de l'orge (Christian et al., 1994), le mildiou de Miscanthus causé par 

Leptosphaeria sp. (O’Neill and Farr, 1996), le virus de la mosaïque de la canne à sucre 

(Agindotan et al., 2009) ou encore les champignons Pithomyces chartarum (Ahonsi et al., 

2010) et Ephelis japonica (Tsukiboshi et al., 2008). Cependant, en raison de sa forte 

résistance (Chung and Kim, 2012; Lewandowski et al., 2000), la culture de MxG nécessite 

très peu de pesticides. Comme cela a été énoncé précédemment, les besoins en fertilisants 

ne sont pas nécessaires après 2 ou 3 ans d’implantation mais ceux-ci peuvent être ajoutés de 

manière préventive lors de la première année de croissance. Un des autres avantages de 

MxG est qu’elle peut pousser sur une grande variété de sols, comme des sols pauvres ou 

contaminés, sans la nécessité d’un apport en nutriments minéraux (Lewandowski et al., 

2003). Une bonne structure des agrégats du sol, caractérisée par le volume des pores et la 

distribution des tailles, serait plus importante que le type de sol ou le pH pour la croissance 

de MxG (Heaton et al., 2010). Les sols les plus favorables doivent avoir une texture 

intermédiaire qui permet une bonne circulation de l’air, une grande capacité de rétention en 

eau et une haute teneur en matière organique (Heaton et al., 2010). Afin de minimiser les 

interférences avec les cultures à vocation alimentaire, les espèces de Miscanthus sont de 

plus en plus cultivées sur des terres marginales, souvent mises de côté en raison des 

mauvaises conditions du sol et des faibles rendements économiques (Dufossé et al., 2014). 

Toutefois, pour des raisons économiques, des cultures peuvent s’implanter sur des sols de 

bonne qualité appropriés pour la production alimentaire (Dufossé et al., 2014).  

Toutes les caractéristiques qui font de MxG une matière première idéale pour la production 

d’énergie (forte production de biomasse, culture peu contraignante, pérennité,…), ont été 

suggérées comme étant des caractéristiques d’espèce invasive (Raghu et al., 2006). 

L’inquiétude d’une invasion repose sur le fait que les deux parents de MxG, Miscanthus 

sinensis et Miscanthus sacchariflorus présentent des risques particulièrement élevés 

d’invasion (Bonin et al., 2014; Quinn et al., 2010, 2011). Cependant, contrairement à ces 

deux espèces, MxG est stérile, produisant des graines non viables et se reproduisant par 

bouturage du rhizome. Matlaga et Davis (2013) soulignent aussi le fait que les machines 

agricoles peuvent provoquer une fragmentation des rhizomes, envahissant alors les bords 

des champs et pouvant être dispersés lors d’inondations. Cependant, MxG a été étudiée 
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depuis plus de 10 ans en Europe pour des recherches sur les bioénergies et aucun cas 

d’invasion n’a été signalé dans les écosystèmes naturels ou cultivés (Pyter et al., 2010). 

 

1.5.3. Productivité 

 

Les données de productivité énoncées ci-dessous concernent des chiffres obtenus à partir de 

culture sur des sols non pollués. 

La durée nécessaire à une plantation de MxG pour donner son rendement maximum peut 

prendre de 3 à 5 ans en fonction des conditions environnementales, avec une augmentation 

de rendement d’année en année (Collura et al., 2006; Lewandowski et al., 2000). En effet, la 

productivité va dépendre notamment de la disponibilité en eau pendant la période de 

croissance, avec une amélioration de sa production de biomasse lors de précipitations 

comme pour toutes autres cultures (Chung and Kim, 2012). Une fois que son rendement 

maximal est atteint, celui-ci va rester stable avec des valeurs allant de 20 à 50 t.ha-1.an-1 de 

matière sèche pour les récoltes précoces (au pic de biomasse en automne) et de 10 à 30 

t.ha-1.an-1 pour les récoltes tardives (allant de l’hiver au printemps) (Clifton-Brown et al., 

2000; Clifton-brown et al., 2004; Lewandowski et al., 2000). Les rendements tendent tout de 

même à diminuer 15-20 ans après l’implantation de la culture (Dufossé et al., 2014). La 

teneur maximale en biomasse sèche potentielle peut être de plus de 20 t.ha-1.an-1 en Europe 

centrale et entre 30 et 40 t.ha-1.an-1 dans le sud de l’Europe (Chung and Kim, 2012). La figure 

31 présente les différentes teneurs en biomasse obtenues en Europe et aux Etats Unis au 

cours d’un cycle végétatif de MxG. Les rendements des plants récoltables peuvent aller de 4 

à 49 Mg.ha-1 ce qui fait de MxG une des plantes terrestres les plus productives des régions 

tempérées (Chung and Kim, 2012; Heaton et al., 2010) et la France apparait comme le pays 

possédant le meilleur rendement. Dohleman et Long (2009) ont montré que MxG était 60 % 

plus productive que le maïs, une autre plante en C4 également utilisée en bioénergie. Le 

genre Miscanthus s’avère également beaucoup plus productif que le peuplier (C3), le saule 

(C3), la paille de blé (C3) ou le panic érigé (C4) d’autres plantes bioénergétiques (Chung and 

Kim, 2012). 
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Figure 31. Gammes de rendements de biomasse obtenus pour MxG au cours d’essais en Europe et aux Etats Unis (Heaton et 

al., 2010). 

 

1.5.4. Valorisation 

 

MxG est utilisée en tant que culture économique à valorisation non énergétique pour la 

production de pâte à papier, de compost, de géotextile, de matériaux de construction 

comme les panneaux de particules pressées, de litière animale ou encore pour la fabrication 

de biocomposites (Cappelletto et al., 2000; Fernando et al., 2004; Figala et al., 2015; Johnson 

et al., 2005; Lewandowski et al., 2000; Marín et al., 2009; Venturi et al., 1998). 

Du fait de sa forte production de biomasse et de son faible besoin en nutriment, MxG a un 

fort potentiel en tant que plante énergétique (Pyter et al., 2010). La majorité de la biomasse 

de Miscanthus est constituée de lignocellulose et peut être transformée en bioéthanol, un 

biocarburant, en utilisant différentes technologies de pointe (Han et al., 2011). Selon l’étude 

de Collura et ses collaborateurs (2006), son rendement énergétique net a été évalué entre 

152 et 236 MJ.ha-1.an-1, prouvant que MxG est une plante prometteuse pour la production 

de carburant. Grâce à un pouvoir calorifique allant de 17 à 20 MJ.kg-1, la biomasse de MxG 
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peut également être utilisée pour la production de chaleur (Brosse et al., 2012; Collura et al., 

2006) et même en co-combustion avec du bois ou du charbon (Wagenaar and Van den 

Heuvel, 1997). Différents sous-produits peuvent aussi servir de matière première pour de 

nombreuses industries chimiques biosourcées (Villaverde et al., 2010). Récolté « vert », 

Miscanthus peut être valorisé dans des unités de biométhanisation, avec un pouvoir 

méthanogène évalué à plus de 200 000 MJ.ha-1 (Gauthier and Somer, 2013). La figure 32 

présente les différents produits finis de Miscanthus et leurs différentes utilisations selon les 

procédés de transformation employés. 

Figure 32. Voies de transformation de la biomasse de Miscanthus et leurs produits (Nsanganwimana et al., 2014). 

 

1.5.5. Phyto/rhizoremédiation 

 

MxG peut être utilisée en tant que plante phytoremédiatrice puisqu’elle possède la capacité 

de se développer sur des sols contaminés (Hartley et al., 2009; Técher et al., 2012b; Wanat 

et al., 2013). De plus, grâce à son système racinaire pouvant aller jusqu’à 2,5 m de 

profondeur et montrant une plus grande densité dans des profondeurs d’environ 30 cm 

(Neukirchen et al., 1999), MxG semble être la candidate idéale. Dans la littérature, la plupart 

des études concernent des sols pollués par des éléments traces (Firmin et al., 2015; Hartley 

et al., 2009; Korzeniowska and Stanislawska-Glubiak, 2015; Pavel et al., 2014; Wanat et al., 

2013) et très peu par des HAP. Técher et ses collaborateurs (2012b) ont montré une bonne 

adaptation physiologique de MxG à des sols pollués par divers HAP dont les concentrations 

allaient de 26 à 364 mg.kg-1 de sol sec, que ce soit en laboratoire ou au champ. Dans cette 

étude, la présence de la plante a induit une faible diminution des HAP tétracycliques 

(pyrène, BaA, et chrysène). L’exposition étant réalisée sur une durée de seulement 136 
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jours, cette dissipation pourrait s’avérer plus importante sur le long terme, ce qui laisse 

suggérer un effet positif de MxG. Un changement des communautés bactériennes avec une 

sélection de phylotypes spécifiques à proximité des racines a également été observé, ainsi 

qu’une amélioration de la qualité du sol grâce à un apport de carbone organique. L’analyse 

des exsudats racinaires de MxG montre qu’ils sont impliqués dans la biostimulation 

bactérienne, notamment les composés tels que la rutine et la quercétine (flavonoïdes) 

(Técher et al., 2011) et qu’ils stimulent l’activité et la densité des bactéries capables de 

dégrader du pyrène et du phénanthrène (Técher et al., 2012a). Quinze bactéries 

appartement au groupe des Protéobactéries ont été identifiées comme les principaux 

microorganismes impliqués dans leur dégradation, avec une activité deux fois plus 

importante en présence des exsudats racinaires. Les composés polyphénoliques (acide 

gallique, acide chlorogénique et caféique) et flavonoïdes (quercétine, rutine et catéchine) 

présents dans la rhizosphère de MxG sont donc les principaux acteurs de la biostimulation 

des bactéries dégradantes avec une potentielle dégradation des HAP par co-métabolisme 

(Técher et al., 2011, 2012a). 

 

1.6. Objectifs de la thèse 
 

Le sol fournit de nombreux services écosystémiques qui sont fondamentaux au bon 

fonctionnement des écosystèmes et à la vie. Cependant, de multiples facteurs anthropiques 

comme les activités industrielles ont conduit à des sols dégradés, voire contaminés. 

Présentant un risque pour l’environnement et la santé humaine, il est devenu urgent de les 

réhabiliter. De plus, par la suite, ces sites pourront être reconvertis en aménagements 

urbains comme des logements ou des espaces verts (De Sousa, 2003) préservant ainsi les 

terres agricoles. 

Parmi les polluants retrouvés dans ces sols, les HAP ont beaucoup été étudiés et notamment 

en remédiation. Toutefois, la plupart des travaux concernent les HAP à faible poids 

moléculaire tels que le phénanthrène. Or, ceux de haut poids moléculaire comme le BaA 

sont également très présents dans les sols pollués et à des concentrations souvent plus 

importantes. En effet, contraitement aux molécules lourdes, les HAP de faible poids 

moléculaires sont plus facilement dégradables par les microorganismes et sont plus 
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susceptibles d’être lessivés ou volatilisés au cours du temps. Il est ainsi tout aussi important 

de s’intéresser à la dissipation des HAP lourds car ils sont plus persistants dans le sol et plus 

toxiques. 

La biodégradation microbienne des HAP étant le phénomène majeur responsable de leur 

dissipation dans les sols, la phyto/rhizoremédiation, la biostimulation et la bioaugmentation 

qui permettent de stimuler ce processus, apparaissent comme des stratégies intéressantes 

de remédiation. 

Dans ce contexte, ces travaux de thèse ont consisté à analyser le devenir et le 

comportement du BaA sous l’influence de MxG (Figure 33), une plante reconnue pour ses 

effets positifs en phyto/rhizoremédiation, notamment sur les HAP. Ainsi, une première 

expérimentation en mésocosme a été réalisée sur le long terme (1 an) afin d’étudier l’impact 

de la plante au niveau de la diversité et de la densité de la microflore tellurique (bactérie et 

champignon), des différentes formes de biodisponibilité du polluant, ainsi que de la 

dissipation et de la toxicité de ce dernier. A partir de cette première étude, un consortium 

bactérien et une souche fongique étant capables de tolérer et/ou dégrader le BaA ont été 

sélectionnés. Ceux-ci ont ensuite été utilisés en bioaugmentation seuls ou en combinaison 

avec MxG dans le but d’améliorer la dégradation du BaA. Afin de préciser l’impact des 

exsudats racinaires de la plante, 4 molécules retrouvées dans ses exsudats : quercétine, 

apigénine, acide gallique et catéchine (métabolistes secondaires), ont été testées en 

biostimulation seules, en association avec MxG, ou en combinaison avec la 

bioaugmentation. Etant des analogues structuraux du BaA ou de ses potentiels métabolites 

de dégradation, cette expérimentation vise à évaluer la dégradation du polluant par co-

métabolisme. Ainsi, afin d’étudier l’influence de la bioaugmentation et de la biostimulation 

sur la dissipation du BaA, une deuxième expérimentation en mésocosme à plus court terme 

(105 jours) a été effectuée. Des analyses de la toxicité du sol, de la densité et de la diversité 

de sa microflore (bactérie et champignon), ainsi que du comportement (biodisponibilité) et 

de la dissipation du polluant ont alors été réalisées.  

Ces différentes expérimentations ont été effectuées dans le but d’améliorer les 

connaissances au niveau de l’influence de la phyto/rhizoremédiation (à long terme) sur des 

composés à haut poids moléculaire, de l’action des exsudats racinaires (métabolites 

secondaires) sur la dégradation des HAP, ainsi que d’avoir de meilleures connaissances sur le 
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BaA en ce qui concerne son devenir dans les sols et sa dégradation microbienne, notamment 

par l’identification de souches dégradantes.  

 

 

Figure 33. Influence de MxG sur le devenir et le comportement du BaA. 
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2. MATERIELS ET METHODES 
 

2.1. Expérience de phyto/rhizoremédiation 
 

2.1.1. Mise en place 

 

2.1.1.1. Préparation des rhizomes de Miscanthus x giganteus 

 

Des rhizomes de MxG (partenariat avec le lycée public agricole de Metz Courcelles-Chaussy) 

ont été lavés à l’eau courante, immergés dans une solution d’hypochlorite de sodium à 1% 

pendant 10 min puis rincés par 7 lavages à l’eau distillée (Figure 34). Les rhizomes ont 

ensuite été plantés dans du sable de quartz est mis en culture dans une chambre climatique  

(FITOCLIMA 10000 EHHF, aralab) à 22°C avec 90 % d’humidité relative, des radiations à 350 

µmol.m-2.s-1 et une photopériode jour/nuit de 16h/8h pendant 6 semaines. De l’eau a été 

apportée régulièrement durant toute cette période. Cette pré-germination a été effectuée 

afin de s’assurer de la viabilité des rhizomes avant plantation dans le sol. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 34. Préparation des rhizomes de MxG. 
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2.1.1.2. Préparation du sol et plantation 

 

Afin d’étudier uniquement le BaA et d’éviter d’éventuelles interactions entre la microflore 

du sol et d’autres composés tels que des polluants ou des molécules d’exsudats racinaires, 

du sol artificiel (standard) a été utilisé. Celui-ci a été réalisé selon la norme NF EN ISO 11269-

2 (2013) et est composé de 10 % de tourbe de sphaigne, 20 % d’argile kaolinite, 69 % de 

sable de quartz industriel et 1 % de carbonate de calcium. Il est caractérisé par un pH de 8,02 

(KCl 1 M) et une capacité maximale de rétention en eau de 32,8 %. 

Une partie de ce sol a ensuite été contaminée à une concentration anthropique de 50 mg.kg-

1 de BaA (pureté 99 %, SIGMA-ALDRICH) dissous dans du dichlorométhane pour constituer le 

sol pollué. Le dichlorométhane pouvant être une source de carbone non désirée pour cette 

étude, le sol a été laissé sous sorbonne pour évaporer le solvant et contenir uniquement le 

BaA.  

Trois pots (Ø 30 cm × H 21 cm) par type de sol (non contaminé : SNC ; et contaminé : SC) ont 

été remplis jusqu’à 3 cm en dessous du bord (environ 8 kg de sol par pot) et MxG a été 

planté dans deux de ces pots (Figure 35). Le pot restant n’a pas été planté afin de servir de 

témoin négatif tout au long de l’expérimentation.  

Les pots ont été incubés pendant 1 an dans une chambre climatique (FITOCLIMA 10000 

EHHF, aralab) à 22°C avec 90 % d’humidité relative, des radiations à 350 µmol.m-2.s-1 et une 

photopériode jour/nuit de 16h/8h. Un arrosage automatique a été mis en place et environ 

50 mL d’eau filtrée avec du charbon actif, ont été apportés chaque jour. 

 

 

Figure 35. Conditions de plantation de MxG. 
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2.1.1.3. Paramètres analysés 
 

 

Figure 36. Paramètres analysés lors de l'expérience de phyto/rhizoremédiation. 

 

Toutes les analyses (Figure 36) ont été effectuées avant plantation (T0) ainsi qu’après 6 mois 

(T6 P) et 12 mois (T12 P) de culture pour chaque type de sol (SNC, SC) après avoir prélevé à 

chaque temps de prélèvement un des pots plantés. En ce qui concerne les pots témoins 

(NP), ceux-ci ont été entièrement analysés à la fin de l’expérimentation (T12 NP). Un suivi de 

la microflore et du BaA a tout de même été réalisé dans ces pots à 6 mois d’exposition (T6 

NP) grâce à un prélèvement par carottage. 

Au sujet des analyses, des mesures de croissance (hauteur, diamètre, nombre de nœuds) et 

de physiologie (chlorophylle) ont été effectuées environ tous les mois sur les plants de MxG 

afin de vérifier la bonne adaptation de la plante au sol pollué. Afin de déterminer le 

caractère toxique du sol, différents tests d’écotoxicité ont été réalisés dont le test chronique 

d’émergence et de biomasse avec Hordeum vulgare (NF EN ISO 11269-2, 2013), le test aigu 

de mortalité d’Eisenia fetida (NF ISO 11268-1, 2012) et le test génotoxique d’apparition de 

micronoyaux chez Vicia faba (XP CEN ISO/TS 21268-1, 2009). Pour évaluer l’impact de MxG 

au niveau de la dissipation et du comportement du BaA, un dosage total du polluant a été 

effectué, ainsi qu’une extraction séquentielle. L’influence de la plante a aussi été analysée au 

niveau de la microflore du sol (bactérie et champignon) par des techniques microbiologiques 

et moléculaires. Les méthodes microbiologiques ont été employées afin de sélectionner des 

souches capables de tolérer et/ou de dégrader le BaA, et les méthodes de biologie 



 

114 
 

moléculaire ont permis d’analyser la diversité (TTGE, Temporal Temperature Gradient 

Electrophoresis) et la densité totale (PCR quantitative) des bactéries et des champignons 

présents dans le sol, ainsi que la densité spécifique de bactéries capables de dégrader les 

HAP. 

 

2.1.2. Analyses 

 

2.1.2.1. Préparation du sol et mesure d’humidité 

 

Pour les analyses qui ont été réalisées à partir du sol, celui-ci a été préalablement séché à 

l’air libre puis tamisé à un diamètre de 2 mm afin de travailler sur une terre fine et 

homogène. Une mesure de son humidité en triplicat a ensuite été réalisée à partir de la 

norme NF ISO 11465 (1994) pour reporter les résultats de toutes les analyses en poids de sol 

sec afin qu’ils puissent être comparables. Une prise d’essai de 5 g de sol tamisé a été 

déposée dans un récipient dont la masse a préalablement été mesurée (m0). Après avoir 

déterminé la masse du récipient contenant la prise d’essai (m1), celui a été placé dans une 

étuve à 105°C pendant 24h pour sécher le sol. A la sortie de l’étuve, le récipient contenant 

toujours la prise d’essai a été immédiatement pesé (m2) puis la teneur en eau du sol (WH2O) 

ainsi que sa teneur en matière sèche (Wdm) ont pu être déterminées à partir des formules 

suivantes : 

 

𝑊𝐻2𝑂 =  
𝑚1 − 𝑚2

𝑚2 − 𝑚0
× 100 

 

𝑊𝑑𝑚 =
𝑚2 − 𝑚0

𝑚1 − 𝑚0
× 100 

Le sol a ensuite été stocké dans un sac hermétique à 4°C avant de pouvoir réaliser le plus 

rapidement possible les analyses. 

 

2.1.2.2. Analyses de Miscanthus x giganteus 

 

Le bon développement des plants de MxG a été évalué à partir de 3 mois (T3) de culture puis 

tous les mois (sauf à T7) jusqu’à la fin de l’expérimentation (T12). Des mesures de croissance 

comprenant la hauteur de la tige (du sol au dernier nœud), son diamètre (pied à coulisse à 

plat sur le bord du pot) et son nombre de nœuds ont été effectuées (Figure 37). Une 
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évaluation de l’état physiologique des plantes a également été réalisée par mesure directe 

de la teneur en chlorophylle des feuilles sans les endommager par densité optique 

(Chlorophyll Meter SPAD-502 Plus, KONICA MINOLTA). Trois mesures consécutives ont été 

effectuées sur 4 feuilles différentes (les plus en hauteur). Ces mesures permettront 

d’indiquer un éventuel effet toxique du polluant ou une carence en nutriments du sol. 

 

 

Figure 37. Représentation d'un plant de MxG (Vandendriessche, 2007). 

 

2.1.2.3. Analyses de la microflore du sol 

 

La présence du polluant et de la plante vont certainement modifier la microflore du sol. 

Ainsi, afin de comprendre les mécanismes impliqués dans la dissipation du polluant, une 

étude des microorganismes des sols a été effectuée à partir de leur ADN par des techniques 

de biologie moléculaire afin d’analyser la structure des communautés par électrophorèse à 

gradient temporel de température (TTGE), ainsi que leur densité totale (bactérie et 

champignon) et spécifique (bactéries dégradantes) par PCR quantitative (qPCR). Aussi, des 

techniques de microbiologie ont été utilisées dans le but de sélectionner des souches ayant 

la capacité de dégrader le BaA. 

 

 

 



 

116 
 

2.1.2.3.1. Extraction de l’ADN microbien du sol 

 

Deux méthodes d’extraction d’ADN ont été testées. L’une correspond à une méthode 

standardisée légèrement modifiée par l’équipe de recherche, développée par Martin-

Laurent et ses collaborateurs (2001) et modifiée par Petric et ses collaborateurs (2011) à 

partir de différents types de sol dont des sols contaminés (méthode 1), alors que l’autre a 

été précédemment développée au laboratoire par Técher et ses collaborateurs (2010) à 

partir d’un sol de friche industrielle pollué (méthode 2). Ces techniques étant couramment 

employées au laboratoire, le but était de sélectionner la plus appropriée au sol utilisé pour 

ces travaux de thèse. Une méthode d’extraction d’ADN efficace doit permettre une bonne 

représentativité des microorganismes présents dans le sol. Ainsi, ces deux méthodes ont été 

comparées en termes de teneur et de pureté en ADN, de densité bactérienne en utilisant la 

méthode de qPCR et de diversité bactérienne grâce à la technique de TTGE par la réalisation 

d’un dendrogramme. Suite à ces résultats (paragraphe 3.1.2.), le choix s’est porté sur la 

méthode 1 à partir de laquelle les analyses de diversité et de densité microbienne ont été 

effectuées. 

Pour la méthode 1, une prise d’essai de 500 mg de sol tamisé à 2 mm a été transférée dans 

un tube de 2 mL avec des billes de verre de différentes tailles (300 mg de billes d’un 

diamètre de 106 µm et 2 billes d’un diamètre de 2 mm, SIGMA-ALDRICH) et 1 mL de tampon 

de lyse (100 mM Tris, 100 mM EDTA, 100 mM NaCl, 2 % w/v SDS). Après un bead-beating 

(agitation) de 5 min (vibration fixé, Disruptor Genie, Scientific Industries, SI-D256), les 

échantillons ont été incubés à 70°C pendant 30 min avec une agitation (vortex) toutes les 10 

min pour resuspendre le sol. Afin d’éliminer le sol et les débris cellulaires, les tubes ont été 

centrifugés (14000 g, 1 min 30 s). Après avoir récupéré le surnageant, les protéines ont été 

précipitées suite à une incubation dans de la glace pendant 10 min avec 1/10 du volume en 

acétate de potassium 3 M. Les échantillons ont ensuite été centrifugés (14000 g, 5 min) pour 

récupérer le surnageant et précipiter l’ADN microbien par l’ajout d’un volume d’isopropanol 

glacé. Les tubes ont été incubés à -20°C pendant 30 min puis centrifugés (14000 g, 10 min). 

Le surnageant a été éliminé et l’ADN a été lavé avec 200 µL d’éthanol à 70 %. Après 

centrifugation (14000 g, 5 min), le culot d’ADN a été séché à température ambiante puis 

suspendu dans 100 µL d’eau ultra-pure. Pour finir, l’ADN a été purifié à l’aide de colonnes de 
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PVPP (polyvinylpolypyrrolidone) et de sépharose 4B (SIGMA-ALDRICH). Les colonnes de PVPP 

ont été préparées en ajoutant 1-2 cm de poudre de PVPP dans des colonnes à 

chromatographie Micro-Spin (Micro Bio-Spin columns, BIO-RAD) et 400 µl d’eau ultra pure. 

Les tubes contenant le PVPP et l’eau ont été centrifugés (4000 g, 2 min) et l’éluat a été 

éliminé. Cette procédure a été répétée et une centrifugation finale a été réalisée (4000 g, 4 

min). Pour les colonnes de sépharose, 1 mL de sépharose 4B a été ajouté dans une colonne à 

chromatographie Micro-Spin. Les tubes contenant la sépharose ont été centrifugés (6 000 

rpm, 2 min) et l’éluat a été éliminé. Les colonnes ont été lavées avec du tampon TE (Tris-

EDTA, 500 µl) puis centrifugées (4000 g, 2 min). L’ADN a été purifié premièrement sur la 

colonne de PVPP (4000 g, 4 min) puis sur la colonne de sépharose 4B (4000 g, 4 min). 

Pour la méthode 2, une prise d’essai de 500 mg de sol tamisé à 2 mm a été suspendue dans 

800 µL de tampon de lyse (100 mM Na2HPO4-NaH2PO4, 40 mM Na2EDTA, 300 mM NaCl, 

0,017 % w/v Napp,  1 % w/v SDS) avec du sable de différents diamètres (500 mg de sable fin 

et 200 mg de sable de quartz), suivi par un bead beating (agitation) de 5 min (vibration fixé, 

Disruptor Genie, Scientific Industries, SI-D256). Un second bead beating d’une minute a été 

effectué après l’ajout de 15 µL de bromure de cétrimonium 10 % (CTAB w/v, MERCK-

Schuchardt). Les suspensions obtenues ont été centrifugées (12 000 g, 5 min) et les 

surnageants ont été incubés dans de la glace pendant 2 min après avoir ajouté 0,3 

volume/volume d’un mélange de vitamines 1 M (hydrochlorure de pyridoxine 1 M et 

hydrochlorure de thiamine 1 M, SIGMA-ALDRICH) afin de précipiter les acides humiques. Les 

échantillons ont été centrifugés (12 000 g, 5 min) et les protéines des surnageants recueillis 

ont été précipitées par l’ajout de 0,3 volume/volume d’acétate de potassium 5 M. Les 

échantillons ont été incubés dans la glace pendant 5 min et centrifugés (12 000 g, 5 min). 

L’ADN a été précipité des surnageants par l’addition de 0,3 volume/volume d’isopropanol. 

Ces solutions ont ensuite été transférées dans une colonne spin (EZ-10 Spin column, BIO 

BASIC CANADA INC) et centrifugées (5 400 g, 15 s). L’éluat a été éliminé et les colonnes ont 

été lavées avec 400 µL d’éthanol à 70 % (5 400 g, 15 s) puis, avec 300 µL d’éthanol à 70 % (5 

400 g, 15 s). Enfin, après une centrifugation finale (5 400 g, 1 min), l’ADN a été élué avec 100 

µL d’eau ultra pure (5 400 g, 1 min 30). 

Trois réplicats ont été effectués par méthode d’extraction et par échantillon. La qualité de 

l’ADN a été vérifiée sur un gel d’agarose à 1,5 % et a été quantifié par dosage 
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spectrophotométrique à 260 nm (BioSpec-nano, SHIMADZU). La pureté de l’ADN a été 

évaluée en mesurant les ratios A260/A280 et A260/A230. 

 

2.1.2.3.2. TTGE 

 

La structure des communautés bactériennes a été analysée par électrophorèse à gradient 

temporel de température (DCode Universal Mutation Detection System, BIO-RAD). Cette 

technique permet de séparer des fragments d’ADN (amplicons) de séquences nucléotidiques 

différentes dans un gel d’acrylamide partiellement dénaturant (présence d’urée) grâce à un 

gradient de température. L’augmentation de celle-ci va conduire à une séparation des brins 

d’ADN des amplicons. En fonction de leur température de fusion qui diffère selon leur 

contenu en bases azotées G (guanine) et C (cytosine), les amplicons vont migrer plus ou 

moins loin dans le gel. Grâce à la présence d’un GC clamp qui va permettre de ne pas 

séparer complètement les deux brins d’ADN, la migration des amplicons finira par être 

stoppée (Figure 38).  

 

Figure 38. Principe de la TTGE. 

 

La TTGE a été réalisée en ciblant la région variable V3 du gène ARNr 16S. Celle-ci a été 

amplifiée par PCR en utilisant les amorces universelles 341F et 534R (Muyzer et al., 1993) 

avec l’addition d’une queue GC (GC clamp) sur l’amorce 341F pour empêcher la 
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dénaturation complète des doubles brins d’ADN amplifiés lors de la migration dans le gel 

(Tableau 18).  

 

Tableau 18. Caractéristiques du couple d'amorces utilisé pour analyser la diversité bactérienne par TTGE. 

Communauté Gène Amorces Séquence (5’→ 3’) 
Taille de l’amplicon 

(pb) 

Bactérienne ARNr 16S 
341F-GC 

534R 

GC clamp – CCT ACG GGA GGC AGC AG 

ATT ACC GCG GCT GCT GGC A 

193 

233 avec GC clamp 

Séquence du GC clamp : CGC CCG CCG CGC CCC GCG CCC GTC CCG CCG CCC CCG CCC G (40 pb). 

 

Les réactions ont été effectuées dans un volume final de 50 µL contenant 5 ng d’ADN, du 

tampon MgCl2 1 X (EUROMEDEX), 0,2 mM de dNTP (EUROMEDEX), 32 mg.L-1 de BSA (Sérum 

Albumine Bovine, EUROMEDEX), 1 U de Taq polymérase (EUROMEDEX) et 0,2 µM de chaque 

amorce (SIGMA-ALDRICH). Une réaction de PCR a été effectuée pour chaque extraction 

d’ADN, soit 3 réactions par échantillon. 

La réaction de PCR a été réalisée avec le programme suivant (iCyler, BIO-RAD) : 19 cycles 

avec une étape de dénaturation à 94°C pendant 40 s, une étape d’hybridation à 65°C 

pendant 30 s et finalement, une étape d’élongation à 72°C pendant 40 s. Puis, 15 cycles 

d’amplification à 54°C et une étape d’élongation finale à  72°C pendant 5 min.  

Pour quantifier les produits PCR, un dosage à 260 nm a été réalisé à l’aide d’un 

spectrophotomètre (BioSpec-nano, SHIMADZU). 

La séparation des différents fragments d’ADN a été effectuée sur un gel 

d’acrylamide/bisacrylamide (7 M d’urée, 2 % v/v de glycerol, 1,25X de TAE, 6 % v/v d’une 

solution d’acrylamide/bisacrylamide 40 % 29:1, de l’eau ultra pure jusqu’à 30 mL).  La 

réaction de polymérisation du gel a été effectuée par l’ajout de 30 µL de 

tétraméthyléthylènediamine (TEMED, BIO-RAD) et 330 µL de persulfate d’ammonium 10 % 

(APS w/v, BIO-RAD). Après polymérisation, le gel a été immergé dans une solution tampon 

de Tris, Acétate et EDTA (tampon TAE 1,25X). Les produits PCR (20 µL) ont été déposés dans 

les puits du gel et mis à migrer (110 volts avec un gradient de température allant de 57°C à 

67°C avec un incrément de 1,5°C/h). Afin de visualiser les bandes d’ADN, le gel a été coloré 

avec une solution de nitrate d’argent (3,85 mL HNO3 65 %, 0,1 % w/v AgNO3, eau distillée 

qsp 250 mL) pendant 7 min sous agitation à 160 tours/min et ensuite avec une solution de 
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développement (2 % w/v NaOH, 0,04 % Na2CO3, 0,5 mL HCOH 33 %, eau distillée qsp 250 

mL) pendant 5 puis 30 min minimum sous agitation à 160 tours/min, après avoir été rincé à 

l’eau distillée. Trois gels ont été effectués par échantillon, soit un gel par réaction de PCR. En 

ce qui concerne la comparaison des méthodes d’extraction d’ADN, une seule réaction de 

PCR a été utilisée pour ne réaliser qu’un gel.  

Le gel a été photographié (ChemiDoc XRS +, BIO-RAD) puis analysé à l’aide du logiciel PyElph 

(Pavel and Vasile, 2012) afin de créer une matrice binaire à partir de la présence/absence 

des bandes sur le gel (phylotypes). A partir de celle-ci, une matrice de dissimilarité calculée 

grâce à la distance de Jaccard a été réalisée afin de pouvoir analyser la similarité entre les 

échantillons par positionnement multidimensionnel non métrique (nMDS). En ce qui 

concerne la comparaison des méthodes d’extraction d’ADN, le gel a été analysé à partir du 

logiciel Quantity One (BIO-RAD) afin de réaliser un dendrogramme par méthode UPGMA 

(Unweighted Pair Group Method with Arithmetic mean) selon la présence/absence des 

bandes pour évaluer la similarité entre les échantillons.  

 

2.1.2.3.3. PCR quantitative 

 

La densité totale bactérienne et fongique ainsi que la densité spécifique de bactéries 

dégradantes, ont été analysées par qPCR. Le principe de cette technique repose sur le suivi 

de la réaction d’amplification cycle par cycle par émission d’une fluorescence lorsque du 

SYBR Green, un agent intercalant de l’ADN fluorescent, est fixé à l’ADN double brin (Figure 

39). L’intensité de celle-ci dépend de la quantité d’amplicons générés durant la réaction de 

PCR. Lorsque la fluorescence est significativement différente du bruit de fond, la quantité 

d’amplicons est alors directement corrélée avec la quantité initiale d’ADN. 
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Figure 39. Principe de la qPCR avec du SYBR Green (Smith and Osborn, 2009). 

 

Afin de quantifier le nombre d’amplicons, une gamme étalon a été réalisée au préalable par 

des techniques microbiologiques mais également moléculaires.  

Préparation de la gamme étalon. 

La gamme étalon a été réalisée par un clonage du gène d’intérêt à partir d’un produit PCR 

(insert) (Figure 40).  
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Figure 40. Principe du clonage d'un gène d'intérêt (http://genet.univ-

tours.fr/gen001300_fichiers/CHAP5D/GEN05D1EC35A.HTM). 

 

La première étape appelée ligation a consisté à insérer l’insert dans un vecteur (plasmide) 

d’une taille de 3 kb (pGEM-T Easy, Promega). Les conditions de ligation sont réalisées dans 

un rapport molaire insert/vecteur de 3:1 avec une quantité de vecteur à 50 ng. Ainsi, la 

quantité d’insert (Q en ng) à utiliser a été déterminée à partir de la formule suivante : 

𝑄 = [
(𝑞𝑢𝑎𝑛𝑡𝑖𝑡é 𝑑𝑢 𝑣𝑒𝑐𝑡𝑒𝑢𝑟 × 𝑡𝑎𝑖𝑙𝑙𝑒 𝑑𝑒 𝑙′𝑖𝑛𝑠𝑒𝑟𝑡)

𝑡𝑎𝑖𝑙𝑙𝑒 𝑑𝑢 𝑣𝑒𝑐𝑡𝑒𝑢𝑟
] × (

3

1
) 

Puis, grâce à la concentration de l’insert mesurée à 260 nm (BioSpec-nano, SHIMADZU), son 

volume à utiliser a pu être déterminé. La réaction de ligation a alors été réalisée dans un 

volume final de 10 µL avec un certain volume d’insert, 50 ng de vecteur, 1 X de tampon de 

ligation et 3 U de T4 DNA ligase (pGEM-T Easy Vector Systems, Promega). L’échantillon a été 

incubé une heure à température ambiante puis la ligation a été vérifiée en déposant 3 µL sur 

gel d’agarose 1,5 % ainsi qu’1 µL de vecteur pour comparer leur taille. 

Après cette vérification, le vecteur contenant l’insert a été inséré dans des cellules 

compétentes, une étape appelée transformation. Deux transformations ont été réalisées à 
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partir d’1 µL et 4 µL de réaction de ligation. Un volume de 50 µL de cellules compétentes 

(JM109, Promega) a ensuite été ajouté à la ligation puis les échantillons ont été incubés 20 

min dans de la glace. Un choc thermique a été effectué en les incubant à 42°C pendant 50 s 

puis les échantillons ont été redéposés dans de la glace pendant 2 min. 950 µL de milieu de 

culture Super Optimal Broth (SOC, Annexe 2) ont été introduits puis les cultures 

bactériennes ont été incubées à 37°C, sous agitation, pendant 1h30. 100 µL et 500 µL de 

chaque réaction ont ensuite été étalées sur des boîtes contenant du milieu Lysogeny Broth 

(LB), de l’ampicilline, de l’isopropyl ß-D-1-thiogalactopyranoside (IPTG) et du 5-bromo-4-

chloro-3-indolyl-beta-D-galactopyranoside (X-Gal) (Annexe 3). Celles-ci ont été incubées une 

nuit à 37°C pour permettre aux bactéries de se développer afin de différencier les clones 

recombinants par différence de couleur. En effet, dans un premier temps, la présence 

d’ampicilline dans le milieu va permettre d’éliminer les clones qui n’ont pas été transformés 

puisque c’est le vecteur qui possède le gène de résistance. Dans un second temps, la 

présence d’IPTG (inducteur) et de X-Gal (substrat) va induire la production de β-

galactosidase, une enzyme codée par le gène LacZ qui se trouve dans le vecteur. Ceci va 

conduire à une hydroxylation du X-Gal caractérisée par la formation d’un composé de 

couleur bleu. En revanche, si l’insert est présent dans le vecteur, le gène LacZ est inactivé et 

il n’y a pas production d’enzyme. Ainsi, les clones transformés et recombinés sont 

caractérisés par une couleur blanche.  

Après avoir vérifié la pureté des clones recombinants par repiquage, une vérification de la 

taille du fragment cloné a été réalisée par PCR à l’aide des amorces SP6/T7 qui ciblent une 

région du vecteur dans laquelle se trouve l’insert (Tableau 19). 

 

Tableau 19. Caractéristiques du couple d'amorces utilisé lors du clonage. 

Amorces Séquence (5’→ 3’) 
Taille de 

l’amplicon (pb) 

SP6 

T7 

ATT TAGG TGA CAC TAT AG 

TAA TAC GAC TCA CTA TAG G 
Insert + 150 

 

La réaction de PCR a été effectuée dans un volume de 20 µL contenant 1X de tampon MgCl2 

(EUROMEDEX), 0,2 mM de dNTP (EUROMEDEX), 0,4 U de taq (EUROMEDEX) et 4 µM de 

chaque amorce (Promega). Les cellules recombinantes ont été introduites dans le mix en  



 

124 
 

prélevant directement dans la colonie à l’aide d’un cure-dent. La réaction de PCR a été 

réalisée  dans les conditions suivantes : une phase d’activation à 94°C pendant 4 min, puis 35 

cycles comprenant une phase de dénaturation à 94°C pendant 45 s, une phase d’hybridation 

à 55°C pendant 45 s, puis une phase d’élongation à 72°C pendant 1 min 30. Une phase 

d’élongation finale a ensuite été réalisée à 72°C pendant 7 min.  

Les produits PCR ont été déposés sur un gel d’agarose à 1,5 % pour observer la taille des 

produits PCR.   

Après cette vérification, les clones recombinants ont été remis en culture dans 5 mL de 

milieu LB liquide (Annexe 3) avec de l’ampicilline à 0,1 mg.mL-1 pour maintenir la pression de 

sélection et ont été incubés 16h à 37°C sous agitation. Le plasmide a ensuite été purifié à 

l’aide du kit QIAprep Miniprep (QIAprep Miniprep for purification of molecular biology grade 

DNA, QIAGEN). Les cellules bactériennes ont été récupérées par centrifugation (6800 g, 3 

min) après avoir éliminé le surnageant et ont été lysées par l’ajout successif de différents 

tampons. Le culot a été remis en suspension dans 250 µL de tampon P1 et transféré dans un 

tube de 1,5 mL. Un volume de 250 µL de tampon P2 a ensuite été ajouté puis après avoir 

mélangé la solution, 350 µL de tampon N3 ont été introduits. La solution a été mélangée 

puis une centrifugation a été effectuée (17900 g, 10 min) et le surnageant a été transféré 

dans une colonne QIAprep spin. Celle-ci a été centrifugée (17900 g, 45 s) pour éliminer les 

débris cellulaires (éluat) et adsorber l’ADN (le plasmide) sur sa membrane. La colonne a été 

lavée avec 500 µL de tampon PB puis centrifugée (17900 g, 45 s). Après avoir éliminé l’éluat, 

la colonne a de nouveau été lavée avec 750 µL de tampon PE puis centrifugée (17900 g, 45 

s). L’éluat a été éliminé puis une centrifugation à vide (17900 g, 1 min) a été réalisée pour 

éliminer le tampon de lavage résiduel. Après avoir placé la colonne dans un nouveau tube, 

l’ADN a été élué avec 50 µL d’eau ultra-pure (17900 g, 1 min) après une incubation d’une 

minute à température ambiante. 

Pour quantifier l’ADN du plasmide purifié, un dosage à 260 nm a été réalisé à l’aide d’un 

spectrophotomètre (BioSpec-nano, SHIMADZU). 

Celui-ci a ensuite été linéarisé par restriction enzymatique afin d’améliorer par la suite les 

réactions de PCR. En effet, les différentes conformations que peuvent prendre le plasmide 

peuvent empêcher, par exemple, la fixation des amorces. La réaction de linéarisation a été 

effectuée dans un volume de 10 µL avec 250 ng de plasmide, 1 X de tampon de restriction 
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(Promega), 0,1 µg.µL-1 de BSA acétylée (Promega) et 5 U d’enzyme de restriction Sal I 

(Promega) dont son site n’est pas présent dans l’insert et localisé une seule fois dans le 

plasmide. L’échantillon a ensuite été incubé pendant 4h à 37°C. 

L’ADN du plasmide linéarisé a ensuite été amplifié par PCR afin de vérifier la séquence 

nucléotidique de l’insert par séquençage. La réaction de PCR a été réalisée en utilisant le 

couple d’amorces SP6/T7 comme précédemment à partir d’1 µL d’échantillon et dans un 

volume final de 60 µL. Les produits PCR ont été déposés sur un gel d’agarose à 1,5 % pour 

vérifier l’amplification et ont été dosés à 260 nm à l’aide d’un spectrophotomètre (BioSpec-

nano, SHIMADZU) puis ont été envoyés à la société GenoScreen pour séquençage. 

Après cette vérification, la gamme étalon a été réalisée à partir du plasmide linéarisé. Le 

poids moléculaire du plasmide contenant l’insert a été déterminé grâce au site internet 

Oligocalc (Kibbe, 2007) en utilisant la séquence d’ADN obtenue par séquençage. Le nombre 

de copies de gène (insert) présent par µL (N) dans l’échantillon de plasmide linéarisé a 

ensuite été déterminé par la formule suivante : 

𝑁 = (
𝐶𝑜𝑛𝑐𝑒𝑛𝑡𝑟𝑎𝑡𝑖𝑜𝑛 𝑑𝑢 𝑝𝑙𝑎𝑠𝑚𝑖𝑑𝑒 

𝑃𝑜𝑖𝑑𝑠 𝑚𝑜𝑙é𝑐𝑢𝑙𝑎𝑖𝑟𝑒 𝑝𝑙𝑎𝑠𝑚𝑖𝑑𝑒 + 𝑖𝑛𝑠𝑒𝑟𝑡
) × 𝑁𝑜𝑚𝑏𝑟𝑒 𝑑′𝐴𝑣𝑜𝑔𝑎𝑑𝑟𝑜 

Une dilution de l’échantillon a été réalisée pour une obtenir une solution à 1.1010 copies.µL-1 

puis à partir de celle-ci une dilution en cascade d’un facteur 10 a été effectuée jusqu’à 1.100 

copies.µL-1. 

 

Réalisation de la qPCR. 

La qPCR a été effectuée en utilisant les amorces universelles 341F et 534R (López-Gutiérrez 

et al., 2004) qui ciblent la région variable V3 du gène ARNr 16S bactérien pour mesurer la 

densité bactérienne et les amorces Fung5F et FF390R (Lueders et al., 2004) qui ciblent le 

gène 18S fongique pour quantifier les champignons (Tableau 20). Quant à la quantification 

des bactéries dégradantes, celle-ci a été réalisée en utilisant les amorces PAH-RHDα GP pour 

les bactéries à Gram positif (Tableau 20; Cébron et al., 2008). Ces amorces ciblent le gène 

PAH-RHDα (PAH-ring hydroxylating dioxygenase) qui code pour une dioxygénase, une 

enzyme impliquée dans la première étape de dégradation des HAP en général. Un couple 
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d’amorces existe également pour cibler les bactéries à Gram négatif mais aucune 

amplification n’a été obtenue à partir des différents extraits d’ADN à disposition. 

 

Tableau 20. Caractéristiques des amorces utilisées pour cibler les microorganismes en qPCR. 

Communauté Gène Amorces Séquence (5’→ 3’) 
Taille de 

l’amplicon (pb) 

Bactérienne ARNr 16S 
341F 

534R 

CCT ACG GGA GGC AGC AG 

ATT ACC GCG GCT GCT GGC A 
193 

Fongique ARNr 18S 
Fung5F 

FF390R 

GGG AAC CAG GAC TTT TAC 

GAG GTC TCG TTC GTT ATC G 
550 

Bactérienne 

dégradante à 

Gram positif 

PAH-RHDα GP 
PAH-RHDα GP F 

PAH-RHDα GP R 

CGG CGC CGA CAA YTT YGT NGG 

GGG GAA CAC GGT GCC RTG DAT RAA 
292 

 

Les réactions ont été effectuées dans un volume final de 20 µL contenant 5 ng d’ADN, 1X de 

tampon Sybr Mix (SSoAdvanced Universal SYBR Green Supermix, BIO-RAD) et 2 µM de 

chaque amorce pour le gène ARNr 16S, 0,5 µM de chaque amorce pour le gène ARNr 18S ou 

0,4 µM de chaque amorce pour le gène PAH-RHDα (SIGMA-ALDRICH). Deux réactions ont été 

effectuées pour chaque extraction d’ADN, soit 6 réactions par échantillon (3x2). 

Pour le gène ARNr 16S, les conditions de PCR quantitative (iCycler MyIQ2, BIO-RAD) 

consistent en une étape d’activation à 98°C pendant 2 min pour l’activation de l’enzyme, 

puis 35 cycles avec une étape de dénaturation à 98°C pendant 5 s, une étape d’hybridation à 

60°C pendant 30 s et une étape d’élongation à 72°C pendant 30 s. Enfin, une courbe de 

dénaturation de 60°C à 98°C (0,5°C/5 s) est effectuée. 

Pour le gène ARNr 18S, les conditions sont : une étape d’activation à 98°C pendant 2 min, 

puis 35 cycles avec une étape de dénaturation à 98°C pendant 5 s, une étape d’hybridation à 

50°C pendant 30 s et une étape d’élongation à 72°C pendant 30 s. Une étape d’élongation 

finale a ensuite été effectuée à  72°C pendant 5 min. Enfin, une courbe de dénaturation de 

60°C à 98°C (0,5°C/5 s) est effectuée. 

En ce qui concerne le gène PAH-RHDα, une étape d’activation à 98°C pendant 2 min a été 

effectuée, puis 40 cycles avec une étape de dénaturation à 98°C pendant 5 s, une étape 

d’hybridation à 54°C pendant 30 s et une étape d’élongation à 72°C pendant 30 s. Une étape 

d’élongation finale a ensuite été réalisée à 72°C pendant 5 min. Enfin, une courbe de 

dénaturation de 51°C à 98°C (0,5°C/10 s) est effectuée. 
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Lors du passage des échantillons en qPCR, les points de la gamme étalon ont aussi été 

ajoutés (de la même manière que les échantillons) afin de quantifier le nombre de copies de 

gène par ng d’ADN des échantillons. Les résultats ont ensuite été exprimés en nombre de 

copies par gramme de sol sec. De l’ADN de Pseudomonas aeruginosa (PAO1, No. 19880, 

DSMZ), dont  la quantité de gènes ARNr 16S est connue (5,8.105 copies d’ARNr 16S par ng 

d’ADN), a été utilisé afin de vérifier la calibration du thermocycleur, lors de chaque analyse, 

par le calcul d’un rendement, celui-ci devant être compris entre 60 et 140 %. L’efficacité de 

chaque qPCR (E, en pourcentage) a également été vérifiée à partir de la formule suivante, la 

pente étant celle de l’équation de la droite de la gamme étalon : 

𝐸 =  (
− 1

𝑝𝑒𝑛𝑡𝑒
) − 1 

La réaction de qPCR a été acceptée seulement si l’efficacité était comprise entre 90 et 110 %. 

 

2.1.2.3.4. Sélection de souches dégradantes 

 

Des essais de microbiologie ont été réalisés afin d’isoler des souches capables de dégrader le 

BaA. Il en effet important de connaitre les microorganismes impliqués dans la dégradation 

des polluants car ceux-ci pourront par la suite être utilisés en bioaugmentation dans le but 

d’améliorer la dépollution des sols en les utilisant seuls ou en les couplant à d’autres 

techniques.  

Une prise d’essai de 10 g de sol tamisé à 2 mm provenant du pot pollué et planté du dernier 

prélèvement de l’expérimentation (T12 SC P), a été introduite dans 90 mL de milieu 

Bushnell-Haas (BH, Annexe 4) contenant du BaA. Puisque ce milieu a la particularité de ne 

posséder aucune source de carbone, celle-ci sera fournie uniquement par le polluant, les 

microorganismes étant alors dans l’obligation de le dégrader pour croitre. Le BaA, insoluble 

dans l’eau, a été introduit dans le milieu de culture après dissolution dans de l’actétone de 

façon à obtenir une concentration finale en polluant de 33,3 mg.L-1 et une teneur en acétone 

de 1,5 % du volume final du milieu. Ces conditions ont préalablement été déterminées dans 

le but d’ajouter une quantité de BaA qui soit suffisamment importante pour exercer une 

pression de sélection et fournir une teneur en carbone suffisante sans qu’elle ne soit trop 

élevée pour ne pas présenter d’effets toxiques envers les microorganismes. Quant au 
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volume en acétone, celui-ci a été déterminé de façon à dissoudre suffisamment le polluant 

sans être trop important afin de limiter l’apport d’une source en carbone supplémentaire 

dans le milieu. 

Un triplicat de bouillons de culture a été réalisé et ceux-ci ont été incubés à 22°C, à 

l’obscurité et sous agitation pendant 1 mois. Après cette période d’incubation, les milieux 

ont été laissés à décanter puis une dilution en cascade a été réalisée à partir de 1 mL de 

milieu dans de l’eau physiologique (NaCl à 8,5 g.L-1) jusqu’à une dilution de 1.10-4. Deux 

ensemencements de 100 µL par dilution ont été effectués sur du milieu BH solide contenant 

du BaA afin de maintenir la pression de sélection et d’apporter une source de carbone. Le 

polluant a été introduit dans le milieu avant de couler les boites à une concentration de 33,3 

mg.L-1 dissous dans 1,5 % d’acétone (v/v) comme indiqué précédemment. Les boîtes 

ensemencées ont ensuite été incubées à 22°C à l’obscurité.  

Des examens macroscopique et microscopique ainsi qu’une coloration de Gram permettant 

de distinguer les bactéries à Gram négatif et positif ont été effectués sur toutes les colonies 

microbiennes différentes qui se sont développées sur le milieu afin de permettre une 

première identification des souches. Onze colonies ont ainsi été testées et les résultats ont 

révélés qu’il s’agissait de consortia. Les colonies ont ensuite été remises en culture dans du 

milieu liquide BH additionné de BaA à 33,3 mg.L-1 dissous dans 1,5 % d’acétone (v/v) et ont 

été incubées à 22°C à l’obscurité sous agitation.  

Après un mois de culture, l’examen visuel des milieux a révélé un changement de couleur 

(brunissement) pour deux des cultures (consortia), ce qui est caractéristique de la 

dégradation du polluant (Figure 41 A). Aussi, un des milieux contenait un champignon qui se 

présentait sous forme « d’amas » sur lequel le BaA y était adsorbé (Figure 41 B). Ainsi, 

puisque ces microorganismes ont montré une réponse positive à la dégradation du BaA, 

ceux-ci ont été sélectionnés pour être testés lors de l’expérience de 

bioaugmentation/biostimulation. 
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Figure 41.  Photos des milieux de culture de certains microorganismes isolés de l’expérience de rhizoremédiation. En  A. sont 

représentés à droite les deux milieux de culture des consortia dont la couleur a bruni. La photo B. représente le champignon. 

 

2.1.2.3.5. Identification des souches dégradantes 

 

Le champignon et les deux consortia bactériens qui ont été sélectionnés ont été identifiés 

par séquençage suite à l’extraction de leur ADN. 

L’extraction de l’ADN du champignon a été réalisée selon une modification du protocole de 

Cenis (1992). Après 12 jours de culture dans 10 mL de milieu LB dilué au 1/1,25ème à 22°C, à 

l’obscurité et sous agitation, 4 mL de milieu ont été transférés dans un tube à centrifuger de 

15 mL.  Après centrifugation (8700 g, 5 min), le surnageant a été éliminé et le culot a été lavé 

avec 500 µL de tampon TE (Tris-EDTA). L’échantillon a été centrifugé (8700 g, 5 min) puis le 

tampon a été éliminé et 300 µL de tampon d’extraction ont été ajoutés (200 mM Tris HCl pH 

8,5, 250 mM NaCl, 25 mM EDTA, 0,5 % w/v SDS) pour remettre le culot en suspension, ainsi 

que des billes de verre de différents diamètres (200 mg de billes d’un diamètre de 106 µm et 

2 billes d’un diamètre de 1 mm, SIGMA-ALDRICH) après avoir transféré l’échantillon dans un 

tube de 1,5 mL. Un bead beating (agitation) de 2 min a été réalisé (vibration fixé, Disruptor 

Genie, Scientific Industries, SI-D256) puis 150 µL d’acétate de sodium 3 M (pH 5,2) ont été 

ajoutés pour précipiter les protéines. L’échantillon a été incubé 10 min à -20°C puis a été 

centrifugé (8700 g, 5 min). Le surnageant a ensuite été transféré dans un nouveau tube et un 

volume d’isopropanol a été ajouté pour précipiter l’ADN. Après une incubation de 5 min à 

température ambiante, l’échantillon a été centrifugé (8700 g, 5 min), puis le surnageant a 

été éliminé et le culot a été lavé avec 300 µL d’éthanol à 70 %.  Le surnageant a été éliminé 

après centrifugation (8700 g, 5 min) et le culot a été séché à l’air libre pendant quelques 

minutes puis remis en suspension dans 50 µL d’eau ultra-pure. 
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La qualité de l’ADN a été vérifiée sur un gel d’agarose à 1,5 % et sa quantité a été 

déterminée par dosage spectrophotométrique à 260 nm (BioSpec-nano, SHIMADZU). 

L’extrait d’ADN a ensuite été amplifié et séquencé par la société GenoScreen via l’utilisation 

du couple d’amorces NL-1/NL-4 qui cible la région D1/D2 de l’ARNr 26S des levures  

(Kurtzman and Robnett, 1997; Tableau 21). L’identification a été réalisée par GenoScreen qui 

a comparé les séquences obtenues à celles de la base de données du site NCBI grâce au 

programme BLAST (https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi). 

 

Tableau 21. Caractéristiques des amorces utilisées par la société GenoScreen pour identifier la souche fongique. 

Communauté Gène Amorces Séquence (5’→ 3’) 
Taille de 

l’amplicon (pb) 

Fongique 

(levures) 
ARNr 26S 

NL-1 

NL-4 

GCA TAT CAA TAA GCG GAG GAA A 

GGT CCG TGT TTC AAG ACG G 
600 

 

L’extraction de l’ADN des consortia a été réalisée à l’aide du kit d’extraction DNeasy Blood 

and Tissue (QIAGEN). Après plusieurs jours de culture dans 30 mL de milieu BH supplémenté 

de BaA (33,3 mg.L-1 dissous dans 1,5 % d’acétone (v/v)), à 22°C, à l’obscurité et sous 

agitation, la concentration cellulaire a été mesurée par dosage spectrophotométrique à 620 

nm (UV-1800 Spectrophotometer SHIMADZU). Une quantité de 2.109 cellules a été 

introduite dans un tube de 1,5 mL puis les cellules ont été récupérées par centrifugation 

(5000 g, 10 min) après élimination du surnageant. Le culot a ensuite été resuspendu dans 

180 µL de tampon de lyse (20 mM Tris HCl pH 8, 2 mM sodium EDTA, 1,2 % v/v Triton X-100, 

20 mg.mL-1 lysozyme) et l’échantillon a été incubé à 37°C pendant 30 min. 25 µL de 

protéinase K ont été ajoutés ainsi que 200 µL de tampon AL puis le tube a été incubé à 56°C 

pendant 30 min. 200 µL d’éthanol (96-100 %) ont ensuite été ajoutés et l’échantillon a été 

transféré dans une colonne DNeasy Mini Spin. Après centrifugation (6000 g, 1 min), l’ADN a 

été adsorbé sur la membrane de la colonne et l’éluat contenant les débris cellulaires a été 

éliminé. 500 µL de tampon AW1 ont ensuite été introduits dans la colonne pour la laver. 

L’éluat a été éliminé après centrifugation (6000 g, 1 min) puis l’opération a été renouvelée 

avec 500 µL de tampon AW2 (20000 g, 3 min). La colonne a ensuite été placée dans un 

nouveau tube et 200 µL de tampon AE ont été ajoutés. Après une incubation de 1 min à 

température ambiante, le tube a été centrifugé (6000 g, 1 min) pour éluer l’ADN. Cette 

opération a été renouvelée avec 200 µL de tampon AE.  
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La qualité de l’ADN a été vérifiée sur un gel d’agarose à 1,5 % et l’ADN a été quantifié par 

dosage spectrophotométrique à 260 nm (BioSpec-nano, SHIMADZU). Les extraits d’ADN ont 

ensuite été analysés par la société ADNid qui a préparé les librairies, séquencé les 

échantillons et réalisé les analyses bioinformatiques. Les séquences obtenues ont été 

comparées à celles de la base de données SILVA (https://www.arb-silva.de/). 

 

2.1.2.4. Analyses de la dissipation et de la biodisponibilité du BaA dans le sol 

 

Un suivi de la teneur totale en BaA dans les sols a été réalisé au cours du temps afin 

d’évaluer l’impact de la plante sur la dissipation du polluant. Cependant, la diminution de sa 

concentration ne permet pas d’affirmer qu’il a été dégradé puisque les méthodes 

d’extraction ne sont en général pas assez puissantes pour récupérer le polluant adsorbé. 

C’est pourquoi une extraction séquentielle a été réalisée afin d’analyser les différentes 

formes de biodisponibilité du BaA. Ces mesures permettront également d’évaluer la 

quantité en BaA pouvant être potentiellement dégradée ou toxique.  

 

2.1.2.4.1. Extraction totale du polluant à partir de sol 

 

Le BaA a été extrait du sol (en triplicat) d’après une modification de la norme NF ISO 13877 

(1999). Une prise d’essai de 5 g de sol sec et tamisé à 2 mm a été introduite dans une 

cartouche d’extraction en fibres de cellulose contenant 5 g de sulfate de sodium. Après avoir 

bouché la cartouche avec du coton cardé, celle-ci a été introduite dans un appareil de 

soxhlet afin d’extraire le BaA à l’aide de 80 mL d’éther de pétrole pendant 7h. Après 

refroidissement, l’extrait a été conservé à 4°C avant de pouvoir être concentré jusqu’à 10 mL 

à l’aide d’un évaporateur rotatif puis dosé.  

 

2.1.2.4.2. Extraction séquentielle du polluant à partir de sol 

 

L’extraction séquentielle du BaA a été réalisée en triplicat à partir d’une modification du 

protocole de Ma et ses collaborateurs (2010). Elle consiste à extraire le BaA du sol à partir de 

plusieurs solvants possédant différentes capacités d’extraction afin de représenter les 

différentes formes de biodisponibilité du polluant. Les 5 étapes constituant cette extraction 
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permettent d’extraire le BaA de sa forme la plus biodisponible à la moins biodisponible. A 

noter qu’il existait une dernière étape dans le protocole (extraction des polluants liés à 

l’humine enrichie en carbone organique) mais qu’elle n’a pas été réalisée pour des questions 

de sécurité en raison de l’utilisation d’acide fluorhydrique.  

Une solution composée d’un mélange méthanol/eau a été utilisée pour estimer la fraction 

dissoute de BaA (très biodisponible). Une prise d’essai de 2 g de sol sec et tamisé a été 

introduite dans un tube à centrifuger de 50 mL avec 6 mL de la solution méthanol/eau (1:1 

en volume). Le tube a été agité pendant 24h à 16 tours/min puis centrifugé à 2600 g 

pendant 20 min. Le surnageant a été récupéré puis le volume a été ajusté à 10 mL avec la 

même solution méthanol/eau. 3 mL de ce surnageant a ensuite été transféré dans une 

cartouche d’extraction C18 de 6 mL préalablement conditionnée avec 5 mL de 

dichlorométhane suivi de 5 mL de méthanol. Le BaA a alors été élué avec 8 mL de 

dichlorométhane. Avant dosage, cette solution a été séchée à l’air libre sous sorbonne pour 

changer le solvant en éther de pétrole (8 mL). 

Du n-butanol a été utilisé pour estimer la fraction facilement désorbable du BaA. 6 mL de ce 

solvant a été ajouté dans le tube à centrifuger de l’étape précédente après avoir détaché le 

culot de sol pour le remettre en suspension. Le tube a été agité pendant 24h à 16 tours/min 

puis centrifugé à 2600 g pendant 20 min. Le surnageant a été récupéré, filtré, puis son 

volume a été ajusté à 10 mL avec du n-butanol avant d’être dosé. 

Du dichlorométhane a été utilisé pour représenter la fraction de BaA associée physiquement 

et chimiquement au sol. 6 mL de ce solvant a été ajouté dans le tube à centrifuger et le culot 

de sol a été remis en suspension. Après avoir transféré le tube dans un bain à ultrasons 

pendant 30 min, celui a été centrifugé à 2600 g pendant 20 min. Le surnageant a été 

récupéré puis 6 mL de dichlorométhane ont de nouveau été ajoutés dans le tube et les 

étapes de bain à ultrasons et de centrifugation ont été répétées. Les surnageants ont ensuite 

été combinés, filtrés et le volume a été ajusté à 15 mL avant dosage. 

Pour représenter le BaA lié aux acides humiques, 10 mL d’une solution de NaOH 0,1 M ont 

été ajoutés au culot de sol précédent. Le tube a été agité pendant 15h à 16 tours/min puis 

centrifugé à 2600 g pendant 20 min. Le surnageant a été récupéré, filtré et acidifié à un pH 

de 1 en utilisant une solution d’HCl à 6 M. Le BaA du surnageant a ensuite été extrait deux 
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fois avec 10 mL de dichlorométhane. Le dichlorométhane récupéré a été séché à l’air libre 

sous sorbonne puis changé par 10 mL d’éther de pétrole avant d’être dosé.  

Afin d’estimer le BaA lié à l’humine, 10 mL de méthanol ont été introduits au culot de sol 

précédent. Le tube a été agité pendant 30 min à 16 tours/min puis transféré dans un bain à 

ultrasons pendant 1h. Après centrifugation à 2600 g pendant 20 min, le surnageant a été 

récupéré puis filtré. Ensuite des extractions successives du culot de sol ont été réalisées avec 

10 mL d’une solution composée d’un mélange méthanol/dichlorométhane (1:1 en volume), 

10 mL de dichlorométhane, puis encore 10 mL de dichlorométhane, en réalisant comme 

précédemment une agitation, un bain à ultrasons puis une centrifugation. La solution 

contenant la combinaison de tous les surnageants a ensuite été séchée à l’air libre sous 

sorbonne puis 10 mL d’éther de pétrole ont été ajoutés avant dosage.  

 

2.1.2.4.3. Dosage du polluant 

 

Les extraits de BaA ont été analysés en chromatographie liquide à haute performance (HPLC) 

à l’aide d’un système (WatersTM 626 Pump) équipé d’un détecteur à barrette diodes 

(Waters 296) et d’une colonne C18 (Interchim UP5TF-25QS). Une gamme étalon a 

préalablement été réalisée afin de quantifier la teneur en BaA des extraits. Un standard 

contenant les 16 HAP de l’US-EPA dont le BaA à une concentration de 50 µg.mL-1 (SIGMA-

ALDRICH) a été utilisé. Ceux-ci étant contenus dans un mélange acétonitrile/méthanol (9:1 

en volume), de l’acétonitrile a été utilisé pour réaliser 6 points de gamme à des 

concentrations de 20 µg.mL-1, 15 µg.mL-1, 10 µg.mL-1, 5 µg.mL-1, 1 µg.mL-1, et 0,1 µg.mL-1. 

Chaque point a été injecté 6 fois à partir d’un volume de 20 µL. De l’acétonitrile (solution A) 

et un mélange acétonitrile/eau (6:4 en volume, solution B) ont été utilisés comme solvants 

pour une élution par gradient à un débit de 1 mL/min (Tableau 22).  

 

Tableau 22. Conditions du gradient utilisé pour le dosage du BaA en HPLC. 

Temps Solution A Solution B 

0 – 2 min 0 % 100 % 

2 min – 20 min Augmentation linéaire à 100 % Diminution linéaire à 100 % 

20 min – 46 min 100 % 0 % 
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Grâce au logiciel Empower Pro (Waters), les chromatogrammes obtenus ont été analysés à 

une longueur d’onde de 254 nm. L’aire du pic a été reportée pour chaque point de la gamme 

après avoir vérifié qu’il s’agissait bien du BaA grâce à l’observation de son spectre 

d’absorption (Figure 42).  

Les extraits de BaA ont ensuite été injectés dans les mêmes conditions que pour la gamme 

étalon. 

 

 

Figure 42. Spectre d'absorption du BaA. 

 

2.1.2.5. Analyses écotoxicologiques du sol 

 

Afin d’évaluer le caractère toxique du sol pollué au BaA et l’impact de MxG et des 

microorganismes sur ce paramètre, des tests d’écotoxicité ont été réalisés à partir d’une 

batterie d’essai (Tableau 23). Comme les effets peuvent varier selon les organismes, il est 

important de réaliser divers tests avec des organismes de niveau trophique différent et 

d’évaluer plusieurs critères d’effet. Les essais chronique et aigu ont été effectués à partir du 

sol alors que le test de génotoxicité a été réalisé à partir de ses lixiviats.  
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Tableau 23. Batterie d'essai utilisée pour les tests d'écotoxicité pour l'expérience de rhizoremédiation. 

Catégorie d’essai Niveau trophique Fonction du sol Espèce d’essai Critère d’effet 

Essai chronique 
Producteur 

primaire Fonction 

d’habitat 

Végétale : 

Hordeum vulgare 

Effets sur 

l’émergence et 

la croissance 

Essai aigu 
Consommateur 

primaire 

Animale :  

Eisenia fetida 
Mortalité 

Essai 

génotoxique 

Producteur 

primaire 

Fonction de 

rétention 

Végétale :  

Vicia faba 

Apparition de 

micronoyaux 

 

2.1.2.5.1. Essai aigu : Eisenia fetida 

 

Le test de toxicité aiguë avec les vers de terre Eisenia fetida a été réalisé selon la norme NF 

ISO 11268-1 (2012). Il consiste à évaluer la survie de vers adultes après 14 jours d’exposition 

au sol.  

Pour ce faire, trois réplicats ont été effectués avec 10 individus dont le clitellum23 était bien 

développé et dont la masse humide était comprise entre 300 et 600 mg. Ceux-ci ont été 

placés dans des boites en plastiques contenant 500 g de sol tamisé à 2 mm et humidifié avec 

de l’eau distillée jusqu’à 50 % de sa capacité maximale de rétention en eau. Les boites ont 

ensuite été incubées à 20 ± 2°C avec une photopériode jour/nuit de 16h/8h pendant 14 

jours. A la fin de l’essai, la mortalité des vers a été évaluée en pourcentage. 

 

2.1.2.5.2. Essai chronique : Hordeum vulgare 

 

Des graines d’orge (Hordeum vulgare) ont été utilisées pour réaliser le test de toxicité 

chronique concernant l’effet des polluants sur l’émergence et la croissance des végétaux 

supérieurs d’après une adaptation de la norme NF EN ISO 11269-2 (2013). Le test consiste à 

déterminer l’émergence des graines après 4 jours d’exposition au sol et à mesurer la 

biomasse de la moitié des pousses 14 jours après l’émergence, en les ayant préalablement 

séchées à 70°C pendant 16h.  

                                                           
23

 Région renflée du corps, uniquement présente chez les vers de terre adultes qui permet la copulation et la 
formation du cocon nutritif qui abritera les œufs. 
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Quatre réplicats ont alors été effectués avec 12 graines d’orge plantées dans des pots en 

plastique de 0,2 cL remplis jusqu’à 2 cm du bord (170 g) avec du sol tamisé à 2 mm. Après 

avoir humidifié le sol jusqu’à 60 % de sa capacité maximale de rétention en eau, les pots ont 

été incubés à 23°C avec une humidité relative de 70 % et une photopériode jour/huit de 

16h/8h. Ceux-ci ont été arrosés tous les jours avec de l’eau distillée quand cela était 

nécessaire afin de maintenir un niveau d’humidité constant. Les résultats ont été exprimés 

en pourcentage pour l’émergence des graines et en poids sec pour la biomasse des pousses. 

 

2.1.2.5.3. Essai génotoxique : Vicia faba 

 

Le lixiviat de sol a été réalisé selon la norme XP CEN ISO/TS 21268-1 (2009). Pour ce faire, 

350 g de sol sec et tamisé à 2 mm ont été transférés dans une bouteille en verre de 5 L avec 

de l’eau distillée de façon à avoir un ratio de 2 L.kg-1. La bouteille a ensuite été agitée 

pendant 24h à 5 tours/min. Après cette période d’agitation, le lixiviat a été laissé à décanter 

pendant 2h avant utilisation. Un lixiviat a été réalisé par type de sol. 

Le test de génotoxicité a ensuite été effectué avec des graines germées de fève (Vicia faba) 

d’après la norme NF T 90-327 (2004). Il consiste à évaluer l’apparition de micronoyaux 

(Figure 43) dans les cellules des extrémités radiculaires de Vicia faba suite à une exposition 

au lixiviat de sol. Ceux-ci, visibles dans le cytoplasme des cellules, résultent d’une cassure 

chromosomique ou d’un dysfonctionnement du fuseau mitotique24. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

                                                           
24

 Système (constitué de microtubes) mis en place par les cellules pour permettre la migration des 
chromosomes lors de la mitose. 
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Figure 43. Micronoyaux montrés par les flèches dans les cellules des extrémités radiculaires de Vicia faba (x 400) (NF T 90-

327, 2004). 

 

Des graines de fève ont été trempées pendant 24h dans de l’eau distillée à température 

ambiante afin d’éliminer leur enveloppe. Elles ont ensuite été placées dans du coton humide 

à 22 ± 2°C pour qu’elles puissent germer. Après 3 jours, les extrémités des racines primaires 

(environ 5 mm) ont été coupées pour favoriser la croissance des racines secondaires. Pour ce 

faire, les racines primaires ont été immergées dans une solution de Hoagland (Annexe 5) 

pendant 4 jours à  22 ± 2°C avec un renouvellement quotidien de la solution. Celles 

possédant des racines secondaires de 1-2 cm ont été utilisées pour le test. Six graines ont 

alors été exposées par type de lixiviat de sol (100 mL) pendant 37h à 22°C et à l’obscurité. De 

l’hydrazide maléique (1,12 mg.L-1) a été utilisé comme témoin positif et de la solution de 

Hoagland comme témoin négatif. A la fin de l’exposition, les racines ont été rincées à l’eau 

distillée et les 2 derniers centimètres des racines secondaires ont été coupées (environ 10 

par graine) et fixées dans de la solution de Carnoy (25 % d’acide acétique glacial et 75 % 

d’éthanol en volume) pendant 46h à 4°C. Les extrémités radiculaires ont ensuite été rincées 

à l’eau distillée puis transférées dans de l’éthanol à 70 % afin de les conserver avant de 

réaliser les observations microscopiques. 

Avant observations microscopiques, les extrémités radiculaires ont été rincées à l’eau 

distillée pendant 10 min puis hydrolysées dans une solution d’HCl 1 N à 60°C pendant 6 min, 

et enfin rincées une nouvelle fois à l’eau distillée. Les lames d’observation ont ensuite été 

réalisées en enlevant la coiffe et la région méristématique (premier millimètre) des 

extrémités radiculaires pour ne garder que la région des cellules filles (deuxième millimètre). 

Enfin, l’ADN a été coloré en écrasant cette région avec une goutte d’orcéine 1 %. Lors de 

l’examen microscopique à un grossissement x 1000, le nombre de micronoyaux ainsi que la 
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proportion de cellules en cours de division mitotique ont été déterminés pour 1000 cellules 

par extrémité radiculaire. Deux lames ont été observées par graine et l’essai a été validé 

seulement si le pourcentage de cellules en cours de division mitotique était supérieur à 2 %. 

Les résultats ont ensuite été exprimés en nombre de micronoyaux pour 1000 cellules 

observées. 

 

2.2. Expérience de bioaugmentation/biostimulation 

 

2.2.1. Mise en place 

 

2.2.1.1. Préparation des rhizomes de Miscanthus x giganteus, du sol, et plantation 

 

Les rhizomes de MxG et le sol pollué au BaA ont été préparés de la même manière que pour 

l’expérience de phyto/rhizoremédiation (paragraphes 2.1.1.1. et 2.1.1.2. respectivement). 

Dans cette expérimentation, seul le sol artificiel (norme NF EN ISO 11269-2, 2013) contaminé 

au BaA à 50 mg.kg-1 a été utilisé. Douze pots de 1,4 L ont été remplis avec 600 g de ce sol et 

12 autres avec 800 g. Ceux-ci contiennent des quantités de sol différentes car ils ne vont pas 

subir les mêmes analyses. En effet, la quantité de 600 g étant insuffisante pour réaliser un 

test d’écotoxicité, celui-ci sera réalisé dans les pots de 800 g. Trois pots de chaque modalité 

(600 g et 800 g) ont ensuite été plantés avec MxG (Figure 44).  

 

2.2.1.2. Préparation des exsudats racinaires 

 

Les molécules de quercétine, d’apigénine, de catéchine et d’acide gallique, ont été choisies 

car elles font parties des composés majoritairement retrouvés dans les métabolites 

secondaires exsudés par les racines de MxG (Técher et al., 2011). De plus, puisqu’elles ont 

une structure moléculaire similaire à celle du BaA ou de ses potentiels métabolites de 

dégradation (Tableau 24), elles peuvent être impliquées dans la dégradation co-métabolique 

du polluant.  
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Tableau 24. Exemples de similarité structurale entre les métabolites secondaires de MxG et le BaA ou ses métabolites de 

dégradation. 

Métabolite secondaire de MxG Polluant/Métabolite de dégradation 

Apigénine 

 

Benzo(a)anthracène 

 

Catéchine 

 

Acide 3-hydroxy-2-phénanthroïque 

 

Quercétine 

 

Acide 1-benzoyl-2-naphthoïque    

 

Acide gallique 

 

Acide salicylique 

 

 

Aussi, des tests préliminaires sur des cultures bactériennes ont indiqué des réponses 

différentes lors de l’utilisation de ces molécules seules ou en mélanges. En effet, des 

précédents travaux menés par Técher (2011) en microplaques ont consisté à tester l’impact 

des 4 molécules sur la biomasse bactérienne et la dégradation de HAP en réalisant différents 

mélanges de ces molécules dans un milieu de culture minimum ou riche, en présence d’un 

mélange de HAP (phénanthrène, fluorène, pyrène et fluoranthène) et de 2 types de 

consortia bactériens ayant la capacité de croitre en présence des polluants et de les 

dégrader. Les résultats obtenus avec le milieu riche pouvant s’apparenté à des conditions 

retrouvées dans le sol analysé, ont montré que quel que soit le type de consortium, la 

présence des HAP conduisait généralement à une stimulation de la biomasse bactérienne. 

Celle-ci étant associée à une augmentation de la biodégradant des polluants, il a été suggéré 

qu’ils étaient assimilés en tant que source de carbone par les bactéries. Le mélange composé 

par les 4 molécules et celui constitué d’apigénine, de quercétine et de catéchine, faisaient 

partis de ceux dont les effets étaient les plus marqués.  
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Pour cette étude, le choix s’est donc porté sur ces 2 mélanges de molécules afin de tester 

leur influence sur un autre HAP, le BaA, mais surtout de les étudier directement dans un sol 

à l’aide de techniques complémentaires. 

Les molécules ont été apportées dans le sol à partir de produits synthétiques dont les 

quantités ont été doublées par rapport à ce qui avait été extrait des racines de MxG de façon 

à pouvoir détecter une réponse (Tableau 25). Les composés étant très peu solubles dans 

l’eau, ils ont été dissous au préalable dans un volume minimum d’acétone. Des tests 

préliminaires ont permis de fixer le volume d’acétone à 10 mL et celui d’eau à 40 mL pour les 

pots de 600 g. Par correspondance, ces volumes sont fixés à 13,3 et 53,3 mL d’acétone et 

d’eau, respectivement, pour les pots de 800 g. Trois pots de chaque modalité (600 g et 800 

g) ont alors été arrosés avec chacun des 2 mélanges d’exsudats racinaires (Figure 44) après 

les avoir stérilisés par filtration à 0,2 µm. Afin d’essayer de se rapprocher de la réalité 

environnementale et de représenter un système racinaire actif, cet arrosage a été effectué 

toutes les semaines pendant 1 mois. Puis, celui-ci a été réalisé au bout de 3 semaines et 

enfin au bout de 7 semaines afin de simuler un système racinaire moins actif et d’étudier 

une éventuelle adaptation de la microflore. 

 

Tableau 25. Quantités de métabolites secondaires extraites à partir des racines de MxG (Técher et al., 2011). 

Métabolite secondaire Quantité extraite (mg) Quantité utilisée (mg) 

Apigénine 1,932 3,864 

Catéchine 0,124 0,248 

Quercétine 3,852 7,704 

Acide gallique 1,422 2,844 

 

2.2.1.3. Préparation des inocula 

 

Un des 2 consortia bactérien ainsi que la souche fongique qui ont été sélectionnés lors de 

l’expérience de phyto/rhizoremédiation (paragraphe 2.1.2.3.4.), ont été utilisés en 

bioaugmentation dans cette expérimentation. Le choix du consortium bactérien s’est porté 

sur le plus efficace en termes de croissance et de dégradation suite à différentes analyses 

qui seront présentées par la suite (paragraphe 2.2.2.2.). 
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Le consortium a été cultivé dans du milieu liquide BH additionné de BaA à 33,3 mg.L-1 

dissous dans de l’acétone (1,5 % v/v). Après une culture de 18 jours à l’obscurité, à 22°C, et 

sous agitation, la croissance bactérienne a été quantifiée par mesure d’absorbance à 620 nm 

à l’aide d’un spectrophotomètre (UV-1800 Spectrophotometer SHIMADZU). Chaque 

modalité (600 g et 800 g) était composée de trois pots contenant soit les mélanges 

d’exsudats racinaires, soit MxG ou du sol nu (sans mélange d’exsudats ni MxG). Deux pots de 

chaque condition (mélanges d’exsudats racinaires, MxG ou sol nu) ont été inoculés avec 107 

bactéries par gramme de sol sec, le dernier pot servant de témoin non bioaugmenté (Figure 

44). Afin d’apporter un volume d’inoculum suffisamment important pour recouvrir tout le 

sol, celui-ci a été fixé à 1/10 de la masse totale de sol, soit 60 mL pour les pots de 600 g et à 

80 mL pour les pots de 800 g. Le consortium a alors été dilué dans de l’eau physiologique 

pour atteindre ce volume final. 

En ce qui concerne la souche fongique, celle-ci a été cultivée dans du milieu LB dilué au 

1/1,25ème pour qu’il contienne une concentration plus faible en sources de carbone. Une 

pression de sélection au BaA a été réalisée en ajoutant ce HAP dans le milieu de la même 

façon que pour le consortium bactérien (33,3 mg.L-1 dissous dans 1,5 % d’acétone v/v). La 

culture fongique a alors été incubée pendant 10 jours à l’obscurité, à 22 °C et sous agitation. 

Puisque le champignon se présentait sous forme « d’amas », ses spores ont été récupérées 

pour inoculer les sols. Ainsi, une centrifugation (3700 g, 10 min) a été réalisée à partir de 30 

mL de milieu pour les pots de 600 g et de 40 mL pour les pots de 800 g, ce qui correspond à 

1/20 de la masse totale du sol. Le culot contenant les spores a ensuite été remis en 

suspension dans un même volume d’eau physiologique après avoir éliminé le surnageant. 

Les culots ont été préalablement pesés afin de déterminer une masse fongique. Les pots de 

600 g ont reçu en moyenne 277 ± 11 mg de champignon et ceux de 800 g, 396 ± 20 mg. Les 

volumes de milieu à centrifuger ont été déterminés en fonction de la capacité maximale de 

rétention en eau du sol car un volume en eau assez conséquent était déjà apporté par le 

mélange d’exsudats racinaires et le consortium bactérien. En général, d’après les normes, la 

teneur en eau est fixée à 60-70 % de la capacité maximale de rétention en eau du sol. Etant 

de 32,8 % pour le sol standard, le mélange des exsudats et le consortium atteignaient déjà 

56 % de cette capacité. De ce fait, les volumes fixés pour l’inoculum fongique correspondent 

à des volumes maximaux pouvant être ajoutés dans le sol, la teneur en eau de celui-ci 
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finissant par atteindre 71 % de sa capacité maximale de rétention en eau. L’inoculation du 

champignon a été faite pour un des pots qui contenait déjà le consortium bactérien pour 

chaque condition (mélanges d’exsudats racinaires, MxG ou sol nul) (Figure 44). Il restait ainsi 

un pot ayant seulement chacun des 2 mélanges d’exsudats, un pot contenant uniquement 

du sol, et un pot uniquement planté par MxG (Figure 44). Ceux-ci représentaient alors les 

témoins négatifs sans bioaugmentation ni biostimulation. 

Tous ces pots ont été incubés pendant 105 jours dans les mêmes conditions que pour 

l’expérience en rhizoremédiation, c’est-à-dire dans une chambre climatique (FITOCLIMA 

10000 EHHF, aralab) à 22°C avec 90 % d’humidité relative, des radiations à 350 µmol.m-2.s-1, 

et une photopériode jour/nuit de 16h/8h. Tous les 3 jours, quand cela était nécessaire, les 

sols ont été arrosés manuellement avec de l’eau distillée de façon à atteindre 71 % de la 

capacité maximale de rétention en eau du sol (par pesée). 

 

 

Figure 44. Différentes combinaisons testées pour l'expérience de bioaugmentation/biostimulation. 
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2.2.1.4. Paramètres analysés 

 

Des prélèvements ont été effectués dans les pots de 600 g au lancement de 

l’expérimentation (T0), après 3 jours d’exposition (T1), puis après 15 jours (T2) et enfin après 

105 jours d’exposition (T3) par carottage (Figure 45). Un ensemble d’analyses ont alors été 

effectuées aux différents points de prélèvement. Afin d’évaluer l’impact des différents 

traitements (bioaugmentation, bioaugmentation/biostimulation,…) sur la microflore du sol 

(bactérie et champignon), des techniques de biologie moléculaire ont été utilisées (Figure 

45). La diversité totale des bactéries et des champignons a été mesurée par TTGE et la 

densité totale de ces microorganismes par PCR quantitative. Cette dernière technique a 

également permis de quantifier les bactéries à Gram positif qui possèdent un gène 

spécifique de dégradation des HAP. Afin d’évaluer la dissipation du BaA, un dosage total du 

polluant a été réalisé (Figure 45). En ce qui concerne l’influence des différentes conditions 

d’exposition sur le comportement du BaA dans le sol, un dosage de ses formes les plus 

biodisponibles a été effectué uniquement au début (T0) et à la fin de l’expérimentation (T3 ; 

Figure 45). A ces mêmes temps de prélèvement, une analyse de la toxicité du sol a été 

réalisée à l’aide du test chronique d’émergence et de biomasse avec Hordeum vulgare (NF 

EN ISO 11269-2, 2013) exclusivement dans les pots de 800 g (Figure 45). Seul ce test a été 

effectué car il s’est montré comme étant l’un des plus sensibles lors de l’expérience de 

phyto/rhizoremédiation. 

 

 

Figure 45. Temps de prélèvement et analyses effectuées pour l'expérience de bioaugmentation/biostimulation. 
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2.2.2. Analyses 

 

2.2.2.1. Préparation du sol et mesure d’humidité 

 

Après avoir prélevé le sol à chaque point de prélèvement, celui-ci a été séché à l’air libre puis 

tamisé à un diamètre de 2 mm dans le but de réaliser les analyses sur une terre fine et 

homogène. L’humidité du sol a ensuite été mesurée à l’aide de la norme NF ISO 11465 

(1994) afin de reporter les résultats des analyses en poids de sol sec pour qu’ils puissent être 

comparables. La mesure de l’humidité a été effectuée comme pour l’expérience de 

phyto/rhizoremédiation (paragraphe 2.1.2.1.). Le sol a ensuite été stocké à 4°C dans un sac 

hermique avant de réaliser le plus rapidement possible les différentes analyses. 

 

2.2.2.2. Sélection du consortium 

 

Lors de l’expérience de phyto/rhizoremédiation, deux consortia bactériens capables de 

dégrader le  BaA avaient été isolés (paragraphe 2.1.2.3.4.). Seul le plus efficace des deux en 

termes de croissance et de dégradation du BaA a été utilisé pour cette expérience de 

bioaugmentation/biostimulation. Ainsi, les consortia  (consortium 1 : C1, et consortium 2 : 

C2) ont été mis en culture dans du milieu BH additionné de BaA (33,3 mg.L-1 dissous dans de 

l’acétone à 1,5 % v/v) en présence ou non de chacun des deux mélanges d’exsudats 

racinaires (mélange 1 : E1, mélange 2 : E2 ; Figure 44) afin d’étudier la réponse des 

microorganismes en présence de ces composés. L’efficacité de l’association avec le 

champignon (CH) qui a aussi été isolé lors de l’expérience de phyto/rhizoremédiation 

(paragraphe 2.1.2.3.4.) a également été testée. Les différentes combinaisons qui ont été 

analysées sont présentées dans le tableau 26. 
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Tableau 26. Différentes combinaisons testées lors du choix du consortium à utiliser pour l'expérience de 

bioaugmentation/biostimulation. 

Milieu BH seul 

C1 C2 C1+CH C2+CH 

Milieu BH + E1 

C1+E1 C2+E1 C1+CH+E1 C2+CH+E1 

Milieu BH + E2 

C1+E2 C2+E2 C1+CH+E2 C2+CH+E2 

 

Après avoir mesuré la concentration cellulaire des consortia à 620 nm grâce à un 

spectrophotomètre (UV-1800 Spectrophotometer SHIMADZU), 1.108 cellules ont été 

inoculées dans un volume final de 130 mL composé de milieu BH supplémenté de BaA (33,3 

mg.L-1 dissous dans de l’acétone à 1,5 % v/v) avec ou non les exsudats racinaires. Les 

mélanges d’exsudats ont été préparés à partir des quantités extraites annoncées dans le 

tableau 24. Ici, les quantités ne sont pas doublées comme pour le lancement de 

l’expérimentation car il s’agit de tests prélimaires en milieu liquide. Les mélanges ont 

cependant été préparés de la même manière que lors de la mise en place de 

l’expérimentation (paragraphe 2.2.1.2.), à savoir avec un ratio acétone/eau de 1:4 en 

volume. En ce qui concerne le champignon, un volume fixe de 500 µL a été ajouté dans les 

milieux correspondants. Tous les milieux ont ensuite été incubés pendant 5 semaines à 22°C, 

à l’obscurité et sous agitation. 

Des prélèvements ont été effectués toutes les semaines afin de suivre l’évolution de la 

croissance bactérienne et de la dissipation du BaA. La croissance a été mesurée par dosage 

spectrophotométrique à 620 nm (UV-1800 Spectrophotometer SHIMADZU) à partir de 1 mL 

de culture. Afin de mesurer la concentration totale en BaA, une extraction liquide/liquide a 

été réalisée à partir de 5 mL de milieu de culture. Ce volume a été introduit dans un pilulier 

en verre et 25 mL d’eau distillée y ont été ajoutés ainsi que 6 mL de dichlorométhane de 

façon à obtenir un rapport eau/solvant de 1:5 en volume. L’échantillon a ensuite été agité 

pendant une heure à 16 tours/min avant de récupérer la phase organique 

(dichlorométhane). Un volume de 6 mL de dichlorométhane a de nouveau été ajouté afin de 

réaliser une deuxième agitation de 20 min. Après avoir récupéré le solvant, cette opération a 

été renouvelée. Les phases organiques ont été combinées puis le volume a été mesuré avant 
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dosage en chromatographie liquide à haute performance comme indiqué dans le paragraphe 

2.1.2.4.3. 

 

2.2.2.3. Analyses de la microflore du sol 

 

L’influence du polluant ainsi que des procédés de bioaugmentation et de biostimulation sur 

les microorganismes du sol a été analysée au niveau de la diversité bactérienne par TTGE 

ainsi qu’au niveau de la densité bactérienne et fongique totale ainsi que bactérienne 

spécifique dégradante par PCR quantitative. 

Afin de réaliser ces analyses, l’ADN microbien des sols a été extrait à l’aide de la méthode 

d’extraction de Petric et ses collaborateurs (2011) (méthode 1) comme indiqué dans le 

paragraphe 2.1.2.3.1.  

L’évaluation de la diversité bactérienne a été effectuée comme énoncé dans la partie 

2.1.2.3.2. par la technique de TTGE en ciblant le gène ARNr 16S à l’aide des amorces 

universelles 341F-GC et 534R (Muyzer et al., 1993). Les gels obtenus ont été photographiés 

puis analysés à l’aide du logiciel PyElph (Pavel and Vasile, 2012) afin de créer une matrice 

binaire à partir de la présence/absence des bandes sur le gel (phylotypes). Une matrice de 

dissimilarité a ensuite été calculée à partir de la matrice binaire grâce à la distance de 

Jaccard afin d’analyser la similarité entre les échantillons par positionnement 

multidimensionnel non métrique (nMDS).  

La densité microbienne des échantillons a été analysée par qPCR d’après les protocoles du 

paragraphe 2.1.2.3.3. La densité bactérienne a été déterminée en ciblant le gène ARNr 16S à 

l’aide du couple d’amorces 341F/534R (López-Gutiérrez et al., 2004), la densité fongique en 

quantifiant le gène ARNr 18S à l’aide des amorces Fung5F et FF390R (Lueders et al., 2004) et 

la densité bactérienne à Gram positif dégradantes en utilisant les amorces PAH-RHDα GP F et  

PAH-RHDα GP R (Cébron et al., 2008) qui ciblent le gène PAH-ring hydroxylating dioxygenase 

qui code pour une dioxygénase. 
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2.2.2.4. Analyses de la dissipation et de la biodisponibilité du BaA dans le sol 

 

Dans le but d’analyser l’impact des différents procédés (bioaugmentation, biostimulation) 

sur la dissipation du BaA, un dosage total de sa concentration a été réalisé. Afin de vérifier si 

la diminution de la teneur en polluant est due à sa dégradation, une mesure de ses formes 

les plus biodisponibles (dissoute et facilement désorbable) a été effectuée pour quantifier la 

teneur en BaA potentiellement dégradable. De plus, la mesure de biodisponibilité du 

polluant permettra d’indiquer son éventuel impact toxique.  

L’extraction totale du BaA a été effectuée comme indiqué dans le paragraphe 2.1.2.4.1. et 

celle de sa fraction dissoute et facilement désorbable du sol comme en 2.1.2.4.2. Les extraits 

de BaA ont ensuite été dosés par HPLC (paragraphe 2.1.2.4.3.). 

 

2.2.2.5. Analyse écotoxicologique du sol 

 

La toxicité des sols a été analysée à l’aide du test d’écotoxicité chronique basé sur la mesure 

de l’émergence et de la biomasse de l’orge (NF EN ISO 11269-2, 2013) afin d’évaluer l’impact 

des procédés de remédiation (bioaugmentation, biostimulation) sur le caractère toxique du 

BaA. 

L’essai de toxicité a été réalisé de la même façon que pour l’expérience de 

phyto/rhizoremédiation (paragraphe 2.1.2.5.2.). 

 

2.3. Analyses statistiques 

 

Les différentes analyses statisques ont été réalisées à l’aide du logiciel R (3.2.3) et le risque 

d’erreur a été fixé à 5 %. 

Avant de réaliser les analyses statistiques, la normalité des données a été évaluée à l’aide du 

test de Shapiro-Wilk et l’homogénéité des variances à l’aide du test de Fisher lors de la 

comparaison de deux moyennes et avec le test de Bartlett pour la comparaison de plus de 

deux moyennes. 

Un test t de Student a été utilisé pour la comparaison de deux moyennes lorsque les 

conditions de normalité et d’homogénéité ont été vérifiées. Si seule l’homogénéité n’a pas 
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été vérifiée, le test t de Welch a été effectué. En revanche, si aucune n’a été respectée, le 

test non paramétrique de Wilcoxon a été utilisé. Lorsque les échantillons sont appariés 

(comparaison entre la fraction dissoute et facilement désorbable de BaA lors de l’expérience 

de bioaugmentation/biostimulation), ces mêmes tests ont été effectués mais en précisant 

l’appariement des échantillons. 

Lorsque plus de deux moyennes ont été comparées, une analyse de variance à un facteur 

(ANOVA) a été réalisée suivie d’un test a posteriori de Tukey si une différence significative a 

été détectée. Le test non paramétrique de Kruskal Wallis a été utilisé lorsqu’au moins une 

des conditions d’application du test paramétrique (normalité des données, homogénéité des 

variances) n’a pas été respectée. Un test de Conover a ensuite été utilisé en appliquant la 

correction de Holm-Bonferroni si une différence significative a été obtenue. 

Quand les données concernent des pourcentages (teneur totale et extraction séquentielle 

de l’expérience de phyto/rhizoremédiation), le test de proportion a été effectué pour la 

comparison de deux moyennes et ce même test a été utilisé pour la comparaison de plus de 

deux moyennes en appliquant la correction de Holm-Bonferroni. 

Lors de la comparaison de fréquences (mortalité de vers de terre, émergence de graines 

d’orge), le test exact de Fisher a été utilisé pour la comparaison de deux échantillons et en 

appliquant la correction de Holm-Bonferroni pour la comparaison de plus de deux 

échantillons. 

En ce qui concerne l’analyse des matrices de dissimilarité obtenues à partir des gels TTGE, un 

positionnement multidimensionnel non métrique (nMDS) a été réalisé afin de représenter 

spatialement les échantillons. Plus les échantillons sont proches plus ils sont similaires. La 

qualité de cette analyse a été évaluée grâce au calcul d’un indicateur nommé stress qui varie 

entre 0 et 1. Plus le stress est proche de 0, meilleure est la réprésentation. Un stress < 0,05 

correspond à une excellente synthèse, un stress < 0,1 est considéré commpe bon, un stress < 

0,2 est correct et un stress > 0,2 est mauvais (Hervé, 2016). 
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3. RESULTATS ET DISCUSSION 
 

3.1. Expérience de phyto/rhizoremédiation 
 

Dans le but d’étudier l’effet de MxG sur la dissipation du BaA directement dans sa 

rhizosphère, une expérience de phyto/rhizoremédiation d’une durée d’un an a été réalisée à 

partir d’un sol contaminé à une concentration environnementale de 50 mg.kg-1 (SC) et d’un 

sol non contaminé (SNC) pour servir de témoin négatif. Le développement de la plante a été 

évalué au cours du temps et des prélèvements de sol ont été effectués au début de 

l’expérimentation (T0), à 6 mois (T6) et 12 mois (T12) d’exposition dans les sols planté (P) et 

non planté (NP). La microflore du sol (diversité et densité), la teneur en polluant (totale et 

différentes formes biodisponibles) et sa toxicité ont alors été analysées. 

 

3.1.1. Evaluation du développement de la plante 

 

Le développement de MxG dans les deux types de sol (SNC et SC) a été évalué au niveau de 

sa croissance par mesures de la hauteur, du nombre de nœuds et du diamètre de sa tige 

(Figure 46), ainsi qu’au niveau de son état physiologique par un dosage de sa chlorophylle 

totale (Figure 47). Il est en effet nécessaire de s’assurer du bon développement de la plante 

pour mener à bien la remédiation des sols, notamment lorsque la durée du procédé est long 

comme en phyto/rhizoremédiation. 

Durant toute la durée de la culture (12 mois), tous les plants se sont développés et aucune 

mortalité n’a été observée quel que soit le type de sol, ce qui confirme les bonnes capacités 

d’adaptation de MxG. De plus, la plante s’est développée de la même façon que le sol soit 

pollué ou non avec une augmentation progressive de la taille des tiges ainsi que du nombre 

de nœuds jusqu’à 8 et 6 mois de culture respectivement, puis, par une stabilisation de la 

croissance jusqu’à la fin de l’expérimentation (Figure 46). La hauteur des plants semble 

supérieure pour le sol non pollué (SNC) durant toute la période d’exposition (14 cm de 

différence en moyenne) et principalement lors des 4 premiers mois (jusqu’à T4 ; 24 cm de 

différence en moyenne) ce qui témoignerait d’un impact toxique du BaA sur la croissance 

végétale en début d’expérimentation. Les travaux de Técher (2011) ont également montré 

une taille des plants de MxG significativement plus importante en début de culture (après 60 
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jours) dans un sol artificiel (composé de 55 % de sol A3 LUFA, 42,5 % de sable de quartz et 

2,5 % de sphaigne) comparé à un sol de friche pollué par des HAP (dont le BaA à 61 mg.kg-1, 

une teneur proche de celle du sol utilisé lors de cette expérimentation qui est de 50 mg.kg-1), 

puis une taille homogène (absence de différences significatives) des plantes jusqu’à la fin de 

l’exposition (136 jours). Le nombre de nœuds des plants de MxG semble en revanche ne 

présenter aucune différence entre les deux types de sol. En ce qui concerne le diamètre des 

tiges (Figure 46), celui-ci semble être constant durant toute la durée de l’expérimentation 

quel que soit le type de sol (6 mm pour le sol SNC et 5 mm pour le sol SC en moyenne). De 

plus, les valeurs mesurées sont proches de celles obtenues dans l’étude de Martinez Chois 

(2012) où le diamètre des plants de MxG exposés à un sol artificiel (composé de 55 % de sol 

A3 LUFA, 42,5 % de sable de quartz et 2,5 % de sphaigne) après 136 jours de culture était de 

4,2 mm. Aucune différence entre les deux types de sol ne semble apparaitre. 

 

 

Figure 46. Evaluation de la croissance des plants de MxG au cours du temps (de T3 à T12) dans les sols non pollué (SNC) et 

pollué (SC) par mesures de la hauteur, du nombre de nœuds et du diamètre de la tige (moyenne, n=2 jusqu’à T6 puis n=1). 

 

A l’inverse de la hauteur, le taux de chlorophylle des plants du sol non pollué (SNC) semble 

rester constant jusqu’à 8 mois d’exposition puis diminue progressivement jusqu’à la fin de 

l’expérimentation (Figure 47), ce qui traduit l’entrée en sénescence de la plante (Camp et al., 

1982; Kura-Hotta et al., 1987). En revanche, la teneur totale en chlorophylle des plantes du 
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sol pollué (SC) semble diminuer de façon plus rapide et ce dès 3 mois de culture. Ceci 

pourrait correspondre à un effet toxique du BaA envers MxG. Une toxicité a également été 

observée dans l’étude de Técher (2011) pour des plants de MxG exposés à un sol de friche 

pollué aux HAP (dont le BaA à 61 mg.kg-1, une teneur proche de celle du sol utilisé lors de 

cette expérimentation qui est de 50 mg.kg-1) par un déficit en chlorophylle par rapport à des 

plants cultivés sur un sol artificiel (composé de 55 % de sol A3 LUFA, 42,5 % de sable de 

quartz et 2,5 % de sphaigne) après 136 jours d’exposition.  

 

 

Figure 47. Evaluation de la physiologie des plants de MxG au cours du temps (de T3 à T12) dans les sols non pollué (SNC) et 

pollué (SC) par mesure de sa chlorophylle totale (moyenne, n=2 jusqu’à T6 puis n=1). 

 

Bien que le BaA semble induire une toxicité envers MxG, les plants se sont adaptés aux 

conditions physico-chimiques des sols et se sont bien développés. Ceci confirme la 

tolérance de la plante à l’égard des polluants et sa capacité à croitre sur différents types de 

sol.  

 

3.1.2. Comparaison des deux méthodes d’extraction d’ADN 

 

Deux méthodes d’extraction d’ADN employées au laboratoire ont été comparées afin de 

choisir la plus appropriée au type de sol utilisé lors de ces travaux de thèse. 
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Plus de 99 % des microorganismes étant non cultivables (Torsvik et al., 1996), l’utilisation 

d’outils de biologie moléculaire est nécessaire pour évaluer divers paramètres de la 

microflore du sol tels que la diversité et la densité microbienne. Le résultat de ces analyses 

va alors dépendre de l’ADN microbien préalablement extrait du sol. L’extraction d’ADN 

apparait donc comme une étape critique puisqu’elle doit être la plus représentative possible 

de la microflore tellurique. Ainsi, les traitements utilisés lors de la lyse cellulaire et de la 

purification, les deux étapes essentielles de l’extraction d’ADN, doivent être très efficaces. 

Dans un premier temps, l’étape de lyse cellulaire doit permettre d’obtenir un maximum 

d’ADN sans le dégrader. En effet, le rendement va être affecté par la résistance de certains 

microorganismes à la lyse tels que les cellules « naines » (Moré et al., 1994) et les bactéries à 

Gram positif (Zhou et al., 1996), ainsi que par l’adhérence plus ou moins forte des 

microorganismes aux particules de sol (Priemé et al., 1996). La technique employée dans les 

deux méthodes testées correspond à une lyse directe qui consiste à détruire les cellules 

directement dans le sol. Contrairement à la technique indirecte qui consiste à d’abord 

extraire les cellules du sol puis à les lyser, la méthode directe est plus rapide et permet 

d’obtenir un plus haut rendement en ADN (Roose-Amsaleg et al., 2001). Lors d’une lyse 

indirecte, la totalité des cellules peut ne pas être récupérée. En revanche, la méthode de lyse 

directe a le désavantage d’extraire d’autres composés organiques du sol tels que les acides 

fulviques et humiques. Ceux-ci sont problématiques puisqu’ils peuvent inhiber 

l’amplification de la PCR par la chélation des ions Mg2+, ce qui conduit à une inhibition du 

fonctionnement de la Taq polymérase (Tebbe and Vahjen, 1993). Aussi, ils peuvent rendre 

l’ADN réfractaire à la digestion complète par les endonucléases de restriction et réduire la 

spécificité d’hybridation de l’ADN (Tebbe and Vahjen, 1993). Ainsi, dans un second temps, 

l’étape de purification de l’ADN doit permettre d’éliminer un maximum de ces composés. 

Cependant, cette étape peut conduire à une perte des molécules d’ADN car elles peuvent 

être piégées dans la structure des substances humiques. Une étude de Howeler et ses 

collaborateurs (2003) a par exemple montré que 63 % de l’ADN extrait à partir d’un 

échantillon de compost étaient perdus pendant la purification bien que 97 % des acides 

humiques extraits aient été éliminés. 

Toutes ces complications ont conduit au développement de nombreux protocoles 

d’extraction d’ADN dont des protocoles internes à chaque laboratoire et des kits 
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commerciaux afin d’optimiser la procédure d’extraction. Les kits, qui ont l’avantage d’être 

rapides et de réduire la variabilité entre les échantillons, ont été utilisés dans plusieurs 

études. Cependant, comparés aux méthodes internes, ils ne sont pas toujours plus efficaces 

en ce qui concerne l’efficacité de la lyse cellulaire (Carrigg et al., 2007), la purification de 

l’ADN (Tanase et al., 2015), la teneur en ADN extrait (Martin-Laurent et al., 2001; Sagova-

Mareckova et al., 2008; Terrat et al., 2012), la performance de la PCR (Sagova-Mareckova et 

al., 2008) ou encore la représentativité de la richesse bactérienne (Tanase et al., 2015; Terrat 

et al., 2012). Les auteurs doivent alors améliorer le protocole du kit en ajoutant des étapes 

supplémentaires (Sagova-Mareckova et al., 2008).  

Les deux méthodes testées ici correspondent à des protocoles internes et utilisent les 

mêmes techniques de lyse cellulaire, à savoir une lyse chimique (SDS) et une lyse physique 

(bead-beating). En revanche, la méthode 1 diffère de la 2 par une lyse physique 

supplémentaire par la chaleur (bain marie à 70°C pendant 30 min). La différence principale 

entre les deux méthodes repose cependant sur leur étape de purification des acides 

humiques. Celle de la méthode 1 est réalisée lors de la lyse cellulaire en utilisant du CTAB, 

alors que celle de la méthode 2 est effectuée après la lyse avec du PVPP.  

Puisque la récupération de l’ADN peut différer selon le type de sol (Zhou et al., 1996) et 

notamment par la présence de contaminants, la comparaison des deux méthodes a été 

effectuée à la fois sur le sol non pollué (SNC) et sur le sol pollué (SC). En effet, l’extraction 

d’ADN d’un sol pollué est plus compliquée puisque les polluants peuvent inhiber les enzymes 

utilisées lors de la lyse cellulaire (ce qui n’est pas le cas ici puisqu’aucune enzyme n’est 

utilisée) ou réduire l’efficacité de la PCR en modifiant ou en capturant les acides nucléiques 

ou bien en inactivant l’ADN polymérase (Fortin et al., 2004). La comparaison entre les deux 

protocoles a alors été réalisée au niveau de la teneur (dosage à 260 nm) et de la pureté en 

ADN extrait (dosage des ratios A260/280 et A260/230) ainsi qu’au niveau de sa qualité (dépôt sur 

gel d’agarose). De plus, comme les contaminants peuvent modifier la diversité et la densité 

microbienne du sol (Rathbone et al., 1998; Verrhiest et al., 2002), la comparaison a 

également été effectuée au niveau de la diversité bactérienne par TTGE et de la densité par 

qPCR en ciblant le gène ARNr 16S. La présence d’exsudats racinaires pouvant aussi modifier 

ces deux paramètres (Baudoin et al., 2003; Marilley et al., 1998), la comparaison des 

méthodes a également été réalisée sur le sol planté (P) et non planté (NP) aux prélèvements 
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T6 et T12. Ainsi, tous les échantillons de l’expérience de phyto/rhizoremédiation ont été 

utilisés pour la comparaison. 

 

3.1.2.1. Teneur et pureté en ADN 

 

Les concentrations en ADN présentées dans le tableau 27 ont été déterminées par dosage 

spectrophotométrique à 260 nm. Les teneurs obtenues ne diffèrent pas selon la méthode 

d’extraction utilisée que ce soit pour le sol non pollué (SNC) ou pollué (SC) puisqu’aucune 

différence significative n’est observée (p > 0,05). Utilisant la technique de bead-beating 

comme lyse physique, les concentrations en ADN des deux méthodes (de 1,20 ± 0,22 à 3,42 

± 0,40 µg.g-1 pour la méthode 1 et de 2,23 ± 0,48 à 11,70 ± 1,96 µg.g-1 pour la méthode 2) 

sont du même ordre de grandeur que d’autres études ayant également employé ce procédé, 

à savoir de 0,08 à 35,3 µg.g-1 (Cullen and Hirsch, 1998; Martin-Laurent et al., 2001; Petric et 

al., 2011; Schneegurt et al., 2003; Smalla et al., 1993). De plus, les études de Martin-Laurent 

et ses collaborateurs (2001) et Petric et ses collaborateurs (2011) qui ont analysé des sols 

avec une teneur en argile similaire au sol artificiel (22 % et 18,2 % respectivement contre 20 

% pour cette étude) ont obtenu des concentrations en ADN d’environ 2 µg.g-1 comme pour 

les résultats de la méthode 1. Il est important de comparer des sols aux compositions 

similaires et notamment par rapport à leur teneur en argile puisque cela peut affecter 

l’efficacité de l’extraction (Frostegård et al., 1999). En effet, avec leur grande aire de surface, 

les argiles vont favoriser les phénomènes d’adsorption et donc potentiellement réduire la 

quantité en ADN extraite.  
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Tableau 27. Concentrations en ADN extrait (µg.g
-1

 sol sec, moyenne ± écart type, n=3) par les deux méthodes d'extraction 

(méthode 1 et méthode 2) à partir des sols non contaminé (SNC) et contaminé (SC) au cours du temps (de T0 à T12) en 

présence (P) ou non (NP) de la plante.  

Type de sol Prélèvement Méthode 1 Méthode 2 

SNC 

T0 2,49 ± 0,27 2,73 ± 0,49 

T6 P 3,33 ± 0,27 4,40 ± 1,07  

T6 NP 2,66 ± 0,12 6,86 ± 1,86 

T12 P 3,42 ± 0,40 8,17 ± 2,38 

T12 NP 2,54 ± 0,12 10,70 ± 2,20 

SC 

T0 2,09 ± 0,14 2,23 ± 0,48 

T6 P 3,09 ± 0,03 11,70 ± 1,96 

T6 NP 1,20 ± 0,22 10,04 ± 3,99 

T12 P 2,94 ± 0,20 9,41 ± 3,79 

T12 NP 1,51 ± 0,14  9,67 ± 3,78 

 

La qualité de l’ADN évaluée sur gel d’agarose, s’est montrée satisfaisante pour tous les 

échantillons. La pureté des extraits a ensuite été déterminée par mesure 

spectrophotométrique des ratios A260/A280 et A260/A230 (Tableau 28).  

Le ratio A260/A280 est utilisé pour évaluer la pureté de l’ADN vis-à-vis de la présence de 

protéines et d’ARN. Pour un extrait d’ADN de bonne pureté, il doit être situé entre 1,8 et 2 

(Glasel, 1995). Pour les échantillons de la méthode 1 (SNC et SC), celui-ci est compris entre 

1,48 et 2,22, indiquant que la contamination par les protéines et l’ARN est négligeable. En 

revanche, pour ceux de la méthode 2, les valeurs du ratio sont pour la plupart des cas bien 

supérieures à 2 exceptées pour l’échantillon T0 dans les deux types de sol où les valeurs sont 

au contraire bien inférieures (1,25 ± 1,74 et 0,86 ± 1,12). Cette différence entre les deux 

méthodes est confirmée par la présence d’une différence significative pour le sol non 

contaminé et non planté (SNC NP) du prélèvement T12 (p < 0.05). Puisqu’un ratio supérieur 

à 2 indique une contamination par l’ARN et un ratio inférieur à 1,8 une contamination par les 

protéines, la méthode 2 s’avère alors moins efficace dans l’élimination des protéines et de 

l’ARN (selon les échantillons) par rapport à la méthode 1. Pourtant, dans le protocole de la 

méthode 2, une plus forte concentration en acétate de potassium et un volume plus 

important ont été utilisés (0,3 v/v d’acétate 5 M pour la méthode 2 contre 0,1 v/v d’acétate 

3 M pour la méthode 1) pour éliminer les protéines (Smalla et al., 1993). La présence de ces 
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contaminants proviendrait alors du plus faible temps d’incubation appliqué par rapport à la 

méthode 1 (5 min contre 10 min). 

Le ratio A260/A230 représente quant à lui la pureté de l’ADN vis-à-vis de la présence de 

composés aromatiques comme les acides humiques et les phénols. Pour un extrait d’ADN de 

bonne pureté, il doit être situé entre 1,8 et 2,2 (Olson and Morrow, 2012). Quelle que soit la 

méthode d’extraction utilisée et le type de sol, le ratio est inférieur à 1,8 pour tous les 

échantillons, ce qui indique la présence d’acides humiques, de phénols ou d’autres 

contaminants capables d’absorber à 230 nm. Les valeurs du ratio sont cependant 

légèrement plus élevées pour les échantillons de la méthode 2 (SNC et SC), allant de 0,47 à 

0,69 contre 0,15 et 0,36 pour la méthode 1. Ceci est confirmé par des différences 

significatives entre les deux méthodes pour le sol non contaminé planté (SNC P) et non 

planté (SNC NP) au prélèvement T12 (p < 0,05). La méthode 1 s’avère alors moins efficace 

que la méthode 2 en ce qui concerne l’élimination des composés aromatiques. En effet, de 

nombreux réactifs tels que le CTAB ou le PVPP peuvent être ajoutés lors de l’étape de lyse 

cellulaire pour améliorer la pureté de l’ADN en complexant les acides humiques (Holben et 

al., 1988; Krsek and Wellington, 1999; Lee et al., 1996; Zhou et al., 1996) comme c’est le cas 

de la méthode 2. Cependant, plusieurs études ont montré que les contaminants n’étaient 

pas complètement éliminés puisque les ratios de pureté des échantillons n’étaient pas 

optimaux (Krsek and Wellington, 1999; Steffan et al., 1988; Zhou et al., 1996) et qu’une 

inhibition de l’activité de certaines enzymes de restriction pouvait être observée (Porteous 

and Armstrong, 1991). Une partie de la contamination a toutefois pu être éliminée puisque 

le protocole de la méthode 2 requiert une étape de purification supplémentaire par transfert 

de l’échantillon dans une colonne de silice. Bien que l’étude de Harry et ses collaborateurs 

(1999) ait montré que les contaminants persistaient avec ce type de colonne, la technique 

de purification de la méthode 1 qui consiste à utiliser du PVPP et de la sépharose 4B s’avère 

moins efficace. En effet, Arbeli et Fuentes (2007) ont montré une meilleure performance de 

ce procédé en utilisant d’abord la sépharose 4B puis le PVPP, contrairement au protocole de 

la méthode 1. De plus, lors de l’étape de lyse cellulaire, les échantillons ont été soumis à un 

bain marie à 70°C après le bead-beating. Or, les études de Ogram et ses collaborateurs 

(1987) et Selenska et Klingmüller (1991) ont révélé que l’étape de bain marie induisait une 

libération importante d’acides humiques. Aussi, la précipitation de l’ADN est une étape 
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cruciale qui peut affecter la qualité des échantillons puisque l’isopropanol qui a été utilisé 

pour les deux méthodes conduit à une précipitation des contaminants humiques (Arbeli and 

Fuentes, 2007). Les échantillons de la méthode 1 seraient alors plus contaminés car ils ont 

reçu un volume plus important en solvant (1 volume contre 0,3 v/v pour la méthode 2). 

Ainsi, l’absence de différence de concentrations en ADN entre les deux méthodes (Tableau 

27) peut être expliquée par une mauvaise purification des échantillons pouvant conduire à 

une surestimation des teneurs. En effet, Olson et Morrow (2012) ont montré qu’une 

contamination en ARN pouvait surévaluer la mesure à 260 nm et Cullen et Hirsch (1998) ont 

démontré que la présence de contaminants humiques pouvait surestimer la mesure jusqu’à 

10 fois. De plus, certains réactifs qui sont utilisés pour précipiter ou purifier l’ADN peuvent 

en affecter le rendement. Par exemple, la concentration en polyéthylène glycol 800 (PEG), 

un réactif employé dans l’étude de Arbeli et Fuentes (2007) pour précipiter l’ADN, a 

significativement influencé la quantité en ADN récupérée. Une plus faible teneur a été 

mesurée avec 2,5 % de PEG par rapport à 5 ; 7,5 et 10 %. Bien que des concentrations en 

isopropanol différentes aient été utilisées selon la méthode d’extraction (1 volume pour la 

méthode 1 et 0,3 v/v pour la méthode 2) aucune différence de quantités en ADN n’a été 

observée ce qui pourrait conforter l’hypothèse de mesures biaisées.  

 

Tableau 28. Ratios de pureté (A260/A280 et  A260/A230) des extraits d’ADN (moyenne ± écart type, n=3) obtenus par les deux 

méthodes d'extraction (méthode 1 et méthode 2) à partir des sols non contaminé (SNC) et contaminé (SC) au cours du temps 

(de T0 à T12) en présence (P) ou non (NP) de la plante. Différentes lettres minuscules représentent une différence 

significative entre les deux méthodes d’extraction pour les prélèvements de chaque type de sol (p < 0,05). 

  Méthode 1 Méthode 2 

Type de sol Prélèvement A260/A280 A260/A230 A260/A280 A260/A230 

SNC 

T0 1,55 ± 0,12 0,30 ± 0,003 1,25 ± 1,74 0,47 ± 0,055 

T6 P 1,72 ± 0,02 0,31 ± 0,015 3,16 ± 1,05 0,69 ± 0,036 

T6 NP 2,22 ± 0,19 0,34 ± 0,049 5,08 ± 1,77 0,60 ± 0,004 

T12 P 1,78 ± 0,01 0,36 ± 0,025 a 2,79 ± 0,57 0,64 ± 0,039 b 

T12 NP 1,78 ± 0,05 a 0,33 ± 0,008 a 3,19 ± 0,15 b 0,62 ± 0,008 b 

SC 

T0 1,48 ± 0,08 0,23 ± 0,003 0,86 ± 1,12 0,50 ± 0,045 

T6 P 1,84 ± 0,07 0,30 ± 0,005 33,55 ± 22,57 0,67 ± 0,026 

T6 NP 1,93 ± 0,11 0,15 ± 0,018 43,43 ± 22,13 0,64 ± 0,025 

T12 P 1,79 ± 0,03 0,34 ± 0,018 4,01 ± 1,36 0,68 ± 0,009 

T12 NP 1,61 ± 0,09 0,21 ± 0,003 4,72 ± 1,49 0,68 ± 0,040 
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Ces résultats confirment la difficulté d’extraire de l’ADN à partir d’échantillons de sol en 

raison des différentes complications qui ont été obtenues avec les deux techniques 

d’extraction (contamination par les acides humiques, les protéines et l’ARN). Il faut toutefois 

souligner le fait qu’aucun protocole ne peut être totalement efficace et c’est notamment la 

raison pour laquelle il existe de nombreuses méthodes d’extraction d’ADN. 

Malgré la pureté non optimale des extraits (présence de contaminants), les réactions de PCR 

(PCR-TTGE et qPCR) ont fonctionné et les analyses de diversité et de densité bactériennes 

ont pu être réalisées. En effet, comme cela a déjà été mentionné auparavant, la présence 

d’acides humiques peut inhiber la PCR. Toutefois, dans le but de remédier ce problème, le 

protocole de PCR peut être amélioré grâce à l’ajout d’additifs comme la protéine 32 du gène 

T4 (T4gp32) et/ou la BSA, ou encore par l’utilisation de Taq polymérases de haute activité. La 

T4gp32 se lie aux brins d’ADN dénaturés ce qui les stabilise pendant l’élongation et facilite 

l’action de l’ADN polymérase, conduisant alors à une réaction de PCR plus efficace 

(Huberman et al., 1971; Kreader, 1996). Cependant, contrairement à la BSA, la T4gp32 

n’empêche pas l’action des acides humiques. En effet, la BSA ajoutée en excès se lie aux 

acides humiques ce qui réduit l’accessibilité des ions Mg2+ aux contaminants (Kreader, 1996). 

Bien que ces additifs puissent améliorer la réaction de PCR, celle-ci ne le sera pas 

entièrement en présence d’un extrait d’ADN de mauvaise qualité. C’est pourquoi les 

échantillons peuvent au préalable être dilués pour diminuer la quantité de substances 

humiques tout en gardant une quantité en ADN suffisante avant la réaction de PCR. 

 

3.1.2.2. Diversité bactérienne 

 

La structure des communautés bactériennes a été évaluée par la réalisation d’un 

dendrogramme à partir de la présence/absence de phylotypes sur les gels TTGE afin 

d’observer la similarité entre les échantillons de la méthode 1 et de la méthode 2 

d’extraction d’ADN pour chaque type de sol (SNC et SC). 

L’analyse des dendrogrammes (Figure 48) montre que chaque méthode d’extraction conduit 

à des profils de communautés différents pour les deux types de sol. Pour le sol non 

contaminé (Figure 48 A), les profils de la méthode 1 sont groupés. Seul l’échantillon T12 NP 

de la méthode 2 est groupé avec les échantillons de la méthode 1. De plus, l’échantillon T6 
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NP de la méthode 2 est groupé à part des autres échantillons de cette méthode. Ceci peut 

s’expliquer par la très faible intensité des bandes sur le gel TTGE pour cet échantillon ce qui a 

conduit à une difficulté d’analyse et donc à un résultat peu sur. Pour le sol contaminé (Figure 

48 B), la différence entre les deux méthodes d’extraction est plus marquée puisque les 

profils de chaque méthode sont groupés sauf pour l’échantillon T0 de la méthode 1. Ceci 

peut s’expliquer par le fait qu’à T0, les communautés bactériennes sont moins diversifiées 

qu’après 6 (T6) ou 12 mois (T12), durée pendant laquelle la microflore a pu évoluer sous 

l’influence des paramètres physico-chimiques du sol mais aussi de la plante pour le sol 

planté et du contaminant pour le sol pollué. Il est ainsi plus probable d’obtenir des profils 

similaires entre les deux méthodes en début d’expérimentation. 

Même si aucune différence n’a été observée en termes de teneur en ADN (Tableau 26), 

l’analyse des dendrogrammes a donc montré que les profils des communautés bactériennes 

étaient affectés par la procédure d’extraction comme cela a déjà été reporté dans d’autres 

études (Carrigg et al., 2007; Krsek and Wellington, 1999; Maarit Niemi et al., 2001; Ning et 

al., 2009). Celles de LaMontagne et ses collaborateurs (2002) et Ning et ses collaborateurs 

(2009) ont par exemple démontrées que la différence était strictement dépendante de la 

teneur totale en ADN alors que d’autres travaux ont montré que la quantité en ADN 

n’affectait significativement pas la diversité bactérienne (Luna et al., 2006; Martin-Laurent et 

al., 2001; Stach et al., 2001). Dans notre étude, le protocole de TTGE a été standardisé 

puisque la même quantité en ADN a été utilisée pour tous les échantillons (2500 ng). 

Cependant, la surestimation des concentrations due à la présence des contaminants a pu 

biaiser les résultats. Aussi, il est possible que les extraits d’ADN soient principalement formés 

par des cellules facilement lysables (Stach et al., 2001), s’expliquant par une différence 

d’efficacité pendant l’étape de lyse cellulaire. Des biais peuvent également intervenir quand 

les procédés de lyse sont trop vigoureux comme le bead-beating. Cela conduit à une 

libération de l’ADN des cellules à Gram positif mais aussi au cisaillement des molécules 

d’ADN libérées par les cellules à Gram négatif (Lombard et al., 2011). Ainsi, un temps 

d’agitation plus important lors du bead-beating peut engendrer un plus haut taux de 

cisaillement comme cela pourrait être le cas des échantillons de la méthode 2 qui propose 6 

min d’agitation contre 5 pour la méthode 1. Cependant, lors du dépôt des échantillons 



 

161 
 

d’ADN sur gel d’agarose, les bandes étaient intenses et bien définies ce qui ne correspond 

pas à de l’ADN dégradé. 

 

Figure 48. Dendrogrammes réalisés par la méthode UPGMA à partir de la présence/absence de phylotypes sur les gels TTGE 

obtenus par amplification (PCR) du gène ARNr 16S à partir d’extraits d’ADN des deux méthodes d’extraction (méthode 1 et 

méthode 2). La figure A présente le dendrogramme obtenu à partir des échantillons du sol non contaminé aux différents 

temps de prélèvement (de T0 à T12) en présence (P) ou non de plante (NP) et la figure B celui obtenu à partir des 

échantillons du sol contaminé. 

 

3.1.2.3. Densité bactérienne 

 

La densité bactérienne a été déterminée par quantification du gène ARNr 16S (Figure 49). 

Que ce soit pour le sol non contaminé ou contaminé, la comparaison des deux méthodes 

montre un nombre plus important de copie du gène ARNr 16S pour la méthode 1 par 

rapport à la méthode 2 (p < 0,05) excepté pour les échantillons du prélèvement T12 (P et NP) 

du sol non pollué (Figure 49 A) où aucune différence significative n’a été observée (p > 0,05). 

D’un point de vue général, la méthode d’extraction semble donc influencer la teneur en 

gène ARNr 16S comme cela a aussi été démontré dans l’étude de Rubin et ses collaborateurs 

(2014). Ainsi, les concentrations en ADN obtenues à partir de la méthode 2 semblent 

davantage surestimées que la méthode 1 puisque la même quantité en ADN a été utilisée 

pour réaliser l’analyse de qPCR (5 ng). De plus, ceci peut également s’expliquer par le fait 

que la technique de lyse cellulaire de la méthode 1 soit plus efficace que celle de la méthode 

2 puisque l’utilisation conjointe du bain marie à 70°C et du bead-beating permet d’obtenir 

deux fois plus d’ADN que chaque procédé seul (Gray and Herwig, 1996; Ogram et al., 1987; 
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Selenska and Klingmüller, 1991). Aussi, une concentration en EDTA plus importante a été 

utilisée dans le tampon de lyse de la méthode 1 (100 mM contre 40 mM pour la méthode 2) 

et il a été montré qu’une forte teneur en EDTA conduisait à une augmentation de la force 

d’extraction et donc à un meilleur rendement en ADN (Robe et al., 2003). 

 

 

Figure 49. Nombre de copie du gène ARNr 16S (moyenne ± écart type, n=6) déterminé par qPCR à partir de l'ADN des deux 

méthodes d'extraction (méthode 1 et méthode 2) dans le sol non pollué (A) et pollué (B) au cours du temps (de T0 à T12) en 

présence (P) ou non de plante (NP). L’astérisque représente une différence significative entre les deux méthodes d’extraction 

d’ADN pour les prélèvements de chaque type de sol (p < 0,05).  

 

3.1.2.4. Conclusion 

 

Bien qu’aucune différence significative entre les teneurs en ADN des deux méthodes 

d’extraction n’ait été observée, les analyses de diversité et de densité bactérienne 

montrent une influence de la méthode d’extraction. Ainsi, la méthode 1 apparait comme 

étant la plus efficace pour le sol artificiel utilisé lors de ces travaux de thèse car elle permet 

de recueillir plus d’informations, avec une diversité et une densité bactérienne plus 
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importantes que la méthode 2. La méthode 1 sera donc utilisée pour les analyses de 

biologie moléculaire des deux expérimentations (phyto/rhizoremédiation et 

bioaugmentation/biostimulation). 

 

3.1.3. Evaluation de la microflore des sols 

 

Les microorganismes du sol jouent un rôle primordial dans le processus de 

phyto/rhizoremédiation en étant impliqués dans la dégradation du contaminant et/ou dans 

la modification de sa biodisponibilité. Des techniques de biologie moléculaire ont alors été 

employées pour analyser la microflore du sol sous l’influence de la plante et du polluant. La 

diversité bactérienne a été évaluée par TTGE et la méthode de qPCR a été utilisée pour 

analyser la densité fongique et bactérienne totale ainsi que bactérienne spécifique 

dégradante. Des techniques de microbiologie ont également été employées dans le but 

d’isoler des souches microbiennes capables de dégrader le BaA. Celles-ci ont ensuite été 

identifiées grâce à des analyses de biologie moléculaire (PCR et séquençage). 

 

3.1.3.1. Diversité bactérienne 

 

La matrice de dissimilarité obtenue à partir des gels TTGE a été analysée par nMDS 

(paragraphe 2.3) afin de représenter spatialement la distance entre les échantillons (Figure 

50). Cette analyse révèle que la diversité bactérienne des sols dépend principalement du 

temps avec une nette différence entre les échantillons T0 et ceux des prélèvements T6 et 

T12. Mis à part l’échantillon du sol non contaminé planté (SNC P) du prélèvement T6 qui 

possède une diversité proche de celle des sols à T0, la répartition des échantillons à T6 et 

T12 est similaire. Lorsque le sol est contaminé et planté (SC P), celui-ci présente une 

diversité proche de celle du sol non contaminé et non planté (SNC NP) alors que le sol 

contaminé et non planté (SC NP) possède une diversité différente de ces deux types de sol.  

De ce fait, même si la diversité est plus marquée par le temps, la présence de la plante et du 

polluant l’affecte également.  

En effet, après 6 mois d’exposition (T6), la présence de l’espèce végétale dans le sol non 

contaminé (SNC P) a modifié négativement sa diversité puisqu’elle se retrouve proche de 

celle des échantillons à T0 (diversité beaucoup moins importante à T0 par rapport à T6 et 
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T12 observable par le nombre de phylotypes sur les gels TTGE ; Annexe 1). L’étude de 

Marilley et ses collaborateurs (1998) a également montré une diversité bactérienne plus 

faible dans la rhizosphère de Trifolium repens et Lolium perenne, cette dernière étant une 

graminée pérenne de la même famille que MxG, par rapport au sol non rhizosphérique. Ceci 

peut s’expliquer par un phénomène de compétition entre la plante et les bactéries à l’égard 

des nutriments. L’étude de Gilbert et ses collaborateurs (1996) a au contraire montré une 

diversité plus importante dans la rhizosphère. Lorsque le sol est contaminé (SC P), cet effet 

de compétition n’est cependant pas observé. La présence du polluant a donc positivement 

influencée la diversité du sol comme c’est le cas de l’étude de Benedek et ses collaborateurs 

(2013) où la présence de divers hydrocarbures a conduit à une augmentation de la diversité 

bactérienne malgré une faible teneur en azote du sol. Le polluant a ainsi pu servir de source 

de carbone et d’énergie pour les bactéries, ce qui a réduit la compétition entre la plante et 

les microorganismes. Les résultats de l’étude de Benedek et ses collaborateurs (2013) ont 

également montré que la concentration en HAP était négativement corrélée à la diversité 

mais que cet effet n’était effectif qu’à des concentrations supérieures à 70 mg.kg-1. 

L’absence de l’impact du BaA à T0 peut s’expliquer par le fait que la microflore n’a pas eu le 

temps d’évoluer en raison de la période de temps relativement courte entre la 

contamination du sol et l’extraction de son ADN (24h à 4°C). Cela pourrait également 

s’expliquer par le fait que les espèces bactériennes qui ont été impactées par le BaA 

présentaient une séquence d’ADN proche de celles d’autres bactéries, ce qui n’a alors pas 

été détectable sur le gel TTGE puisqu’un phylotype (une bande) peut correspondre à 

plusieurs espèces ayant une séquence d’ADN proche. Aussi, comme le gel présentait peu de 

bandes à T0 par rapport à T12 (Annexe 1), l’effet sur les microorganismes a pu être masqué 

en raison du peu d’espèces présentes. 

A la fin de l’expérimentation (T12), les phénomènes de compétition observés dans le sol non 

contaminé et planté (SNC P) se sont réduits puisque sa diversité est devenue très similaire à 

celle du sol contaminé planté (SC P). Cela peut se traduire par une adaptation des bactéries 

au cours du temps mais également par le fait que la plante soit entrée en sénescence.  

D’ailleurs, la forte similarité entre les deux types de sol souligne tout de même un impact 

positif de la plante par rapport au polluant. En effet, que ce soit à T6 ou T12, la diversité 

bactérienne du sol contaminé planté (SC P) s’apparente à celle du sol non contaminé (SNC) 
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alors que la diversité du sol contaminé non planté (SC NP) présente toujours une plus grande 

différence.  

 

Figure 50. Analyse de nMDS réalisée à partir d’une matrice de dissimilarité générée par la présence/absence de phylotypes 

sur les gels TTGE obtenus par amplification (PCR) du gène ARNr 16S. Les analyses de TTGE ont été effectuées pour chaque 

réplicat à partir des extraits d’ADN des sols non contaminé (SNC) et contaminé (SC) plantés ou non, aux différents temps de 

prélèvement (T0, T6 et T12). Stress : 0,0731. 

 

3.1.3.2. Densité microbienne 

 

La densité microbienne des sols a été analysée par qPCR. Les gènes ARNr 16S et ARNr 18S 

ont été ciblés afin d’étudier respectivement la densité bactérienne et fongique totale. Dans 

le but de préciser l’impact de la plante sur les communautés dégradantes des HAP en 

général, le nombre de copies de gène PAH-RHDα présent chez les bactéries à Gram positif a 

également été évalué. Les bactéries à Gram négatif n’ont pas pu être analysées car aucune 

amplification n’a été obtenue. 
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3.1.3.2.1. Densité de gènes ARNr 16S 

 

La figure 51 présente le nombre de copies de gène ARNr 16S présent dans les sols au cours 

du temps. Avant plantation (T0), un nombre significativement plus faible de gène (p < 0,05) 

est observé dans le sol contaminé (SC ; 2,21.108 ± 1,12.107) par rapport au sol non 

contaminé (SNC ; 4,71.108 ± 3,81.107), traduisant un impact toxique du BaA envers les 

bactéries. Ceci indique alors que le polluant a pu déjà impacter les communautés 

bactériennes lors de la période de stockage du sol à 4°C pendant 24h entre sa contamination 

et l’extraction de son ADN. L’étude de Verrhiest et ses collaborateurs (2002) a en effet 

montré l’effet négatif d’un mélange de plusieurs HAP (phénanthrène, fluoranthène et 

benzo(k)fluoranthène) sur la quantité bactérienne totale et viable d’un sédiment contaminé 

à 300 mg.kg-1 dès le prélèvement T0. Après 6 mois d’exposition (T6), en absence de plante, 

le nombre de gènes ARNr 16S du sol contaminé (SC NP ; 8,26.107 ± 1,56.107) a 

significativement diminué (p < 0,05) par rapport à T0 indiquant que la toxicité du BaA est 

encore présente. De plus, la densité de gènes est toujours significativement inférieure (p < 

0,05) à celle du sol non contaminé (SNC NP ; 4,55.108 ± 3,97.107). Ce n’est qu’après 12 mois 

d’exposition (T12) que la microflore bactérienne s’est adaptée puisque la quantité de gènes 

du sol contaminé (SC NP ; 2,37.108 ± 3,61.107) a significativement augmenté (p < 0,05) par 

rapport à T6 pour atteindre une densité similaire à celle de T0 (p > 0,05). De plus, aucune 

différence significative (p > 0,05) n’est observée entre le sol contaminé (SC NP) et non 

contaminé (SNC NP) à T12. De ce fait, au cours du temps, les bactéries ont probablement 

acquis une meilleure résistance à la toxicité du BaA et/ou une amélioration de leur capacité 

à utiliser le composé comme substrat par métabolisme ou co-métabolisme. Aussi, 

l’exposition prolongée au polluant a certainement causé une sélection et une augmentation 

de la croissance des microorganismes résistants et notamment ceux capables de le 

métaboliser, les bactéries sensibles ayant été préalablement éliminées à T0 et T6. 

En revanche, en présence de plante, le nombre de copies de gène ARNr 16S du sol 

contaminé (SC P) a significativement augmenté au cours du temps (p < 0,05 ; 4,96.108 ± 

3,53.107 à T6  et 6,54.108 ± 5,85.107 à T12) pour atteindre des teneurs identiques (p > 0,05) à 

celles du sol non contaminé (SNC P) à T6 et T12, et significativement plus élevées (p < 0,05) 

que celles du sol contaminé non planté (SC NP) à T6 et T12 également. Ceci montre que la 

plante a impacté positivement la densité de gènes ARNr 16S en présence du polluant 
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puisqu’aucune évolution (p > 0,05) n’a été observée à T6 et T12 par rapport à T0 dans le sol 

non contaminé en présence de MxG (SNC P). Cet effet peut s’expliquer par une modification 

du taux et/ou de la composition en exsudats racinaires de l’espèce végétale en raison de la 

présence du BaA, ce qui a induit une stimulation de la microflore bactérienne. L’étude de 

Muratova et ses collaborateurs (2009a) a en effet montrée que le phénanthrène induisait 

une modification de la composition en exsudats racinaires chez le sorgo commun. De plus, 

Walton et ses collaborateurs (1994) ont suggéré que l’interaction entre la plante, les 

microorganismes et le polluant était un mécanisme de défense contre la phytotoxicité du 

contaminant. En présence d’un stress toxique, l’espèce végétale stimule alors les 

microorganismes appropriés en augmentant ou en modifiant la composition de ses exsudats 

racinaires. Ainsi, cette microflore spécifique va pouvoir dégrader directement le composé ou 

modifier sa biodisponibilité pour qu’il ne présente plus un risque pour la plante. 

 

 

Figure 51. Nombre de gènes ARNr 16S (moyenne ± écart type, n=6) présents dans les sols non contaminé (SNC) et contaminé 

(SC) en présence de plante ou non au cours du temps (de T0 à T12). L’astérisque orange représente une différence 

significative entre le sol non contaminé et contaminé pour chaque prélèvement (p < 0,05). L’astérisque noir représente une 

différence significative entre le sol planté et non planté du sol contaminé à T6 et T12 (p < 0,05). Différentes lettres 

minuscules représentent une différence significative entre T0, T6 et T12 pour le sol contaminé planté (vertes, p < 0,05) ou 

non planté (bleues, p < 0,05). 

 

 



 

168 
 

3.1.3.2.2. Densité de gènes ARNr 18S 

 

Le nombre de gènes ARNr 18S présent dans les différents types de sol au cours du temps est 

présenté sur la figure 52. Avant plantation (T0), une densité significativement plus faible de 

gènes (p < 0,05) est observée dans le sol contaminé (SC ; 5,85.105 ± 4,89.104) par rapport au 

sol non contaminé (SNC ; 4,02.106 ± 1,05.106), ce qui traduit un effet toxique du BaA envers 

les champignons. Le polluant a alors pu impacter les communautés fongiques lors de la 

période de stockage du sol à 4°C pendant 24h entre sa contamination et l’extraction de son 

ADN, comme c’est le cas pour les bactéries (Figure 51). L’étude de Blakely et ses 

collaborateurs (2002) a par exemple montré que la biomasse fongique d’un sol contaminé 

depuis 50 ans était négativement associée à la concentration en pyrène et en fluoranthène. 

Que ce soit après 6 (T6) ou 12 (T12) mois d’exposition, en absence de plante, le nombre de 

gènes ARNr 18S du sol contaminé (SC NP) n’a pas évolué (p > 0,05) par rapport à T0 ce qui 

indique que la microflore fongique ne s’est pas adaptée à la présence du polluant. Cela peut 

également s’expliquer par des conditions physico-chimiques du sol non optimales au 

développement des champignons puisqu’une diminution significative (p < 0,05) du nombre 

de gènes est observée dans le sol non contaminé (SNC NP) à T6 (2,61.105 ± 2,58.104) et T12 

(4,23.105 ± 7,32.104) par rapport à T0. En effet, l’étude de Rousk et ses collaborateurs (2009) 

a par exemple montré qu’une augmentation du pH conduisait à une diminution de la 

croissance fongique. Plusieurs études ont également révélé que la structure du sol, 

notamment sa porosité, affectait le développement des champignons, ceux-ci ayant une 

croissance réduite en présence de pores de petites tailles faiblement connectés (Harris et al., 

2003; Pajor et al., 2010; Ritz and Young, 2004). Lorsque le sol est planté, un nombre de 

copies de gène significativement plus important (p < 0,05) est observé à T6 et T12 par 

rapport au sol non planté que ce soit pour le sol contaminé (SC ; 3,82.105 ± 7,69.104 contre 

5,87.104 ± 1,18.104 à T6 et 1,14.106 ± 1,87.105 contre 5,24.105 ± 1,47.105 à T12) ou non 

contaminé (SNC ; 1,18.106 ± 1,36.105 contre 2,61.105 ± 2,58.104 à T6 et 2,28.106 ± 3,07.105 

contre 4,23.105 ± 7,32.104 à T12). Ceci indique que la présence de l’espèce végétale a 

certainement modifié la structure et/ou les paramètres physico-chimiques du sol conduisant 

à des conditions plus favorables au développement des champignons. En effet, elle peut 

modifier le pH de la rhizosphère de par son exsudation (Hinsinger et al., 2003) et former des 

pores lors de la pénétration de ses racines dans le sol (Bodner et al., 2014; Materechera et 
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al., 1994). De plus, à la fin de l’expérimentation (T12), l’abondance de gènes ARNr 18S du sol 

non contaminé planté (SNC P) finit par atteindre celle obtenue à T0 (p > 0,05) et l’abondance 

du sol contaminé planté (SC P) est significativement supérieure (p < 0,05) à celle de T0 ce qui 

confirme l’impact très positif de la plante. Une quantité significativement plus élevée de 

gènes (p < 0,05) est cependant observée dans le sol non contaminé planté (SNC P) par 

rapport au sol contaminé planté (SC P) à T6 et T12 soulignant tout de même le caractère 

toxique du BaA.  

 

Figure 52. Nombre de gènes ARNr 18S (moyenne ±  écart type, n=6) présents dans les sols non contaminé (SNC) et 

contaminé (SC) en présence de plante ou non au cours du temps (de T0 à T12). L’astérisque orange représente une 

différence significative entre le sol non contaminé et contaminé pour chaque prélèvement (p < 0,05). L’astérisque noir ou 

gris représente une différence significative entre le sol planté et non planté du sol contaminé ou non contaminé 

respectivement, à T6 et T12 (p < 0,05). Différentes lettres minuscules représentent une différence significative entre T0, T6 et 

T12 pour le sol contaminé planté (vertes, p < 0,05) ou non planté (bleues, p < 0,05). Différentes lettres majuscules 

représentent une différence significative entre T0, T6 et T12 pour le sol non contaminé planté (vertes, p < 0,05) ou non 

planté (bleues, p < 0,05). 

 

Dans le but d’estimer le nombre de champignons vis-à-vis du nombre de bactéries dans les 

sols, le pourcentage de gènes ARNr 18S a été calculé par rapport aux gènes ARNr 16S au 

cours du temps (Tableau 29). Les faibles valeurs obtenues pour tous les échantillons (de 0,06 

± 0,01 % à 0,86 ± 0,22 %) soulignent le fait que le sol artificiel ne possède pas des conditions 

optimales au bon développement des espèces fongiques. Aussi, le nombre de gènes ARNr 
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18S a toujours évolué de la même manière que le nombre de gènes ARNr 16S puisqu’aucune 

différence significative n’a été déterminée entre les différents types de sol quelles que 

soient les comparaisons effectuées. Ces résultats suggèrent que la plante ou le polluant 

stimulent de la même façon la croissance bactérienne et fongique.  

 

Tableau 29. Pourcentage de gènes ARNr 18S par rapport aux gènes ARNr 16S (moyenne ± écart type, n=6) au cours du 

temps (de T0 à T12) dans les sols non contaminé (SNC) et contaminé (SC) plantés ou non. 

Prélèvement Condition SNC SC 

T0 Avant plantation 0,86 ± 0,22 0,27 ± 0,03 

T6 
Planté 0,25 ± 0,01 0,08 ± 0,01 

Non planté 0,06 ± 0,01 0,08 ± 0,02 

T12 
Planté 0,41 ± 0,11 0,17 ± 0,02 

Non planté 0,10 ± 0,04 0,23 ± 0,07 

 

3.1.3.2.3. Densité de gènes PAH-RHDα GP 

 

La figure 53 présente le nombre de copies de gène PAH-RHDα des bactéries à Gram positif 

obtenu dans les différents types de sol au cours du temps. Avant plantation (T0), aucune 

différence significative (p > 0,05) n’est observée entre le sol contaminé (SC ; 1,39.106 ± 

1,36.105) et non contaminé (SNC ; 1,24.106 ± 1,35.105) ce qui indique l’absence d’un effet 

toxique direct du BaA envers ces microorganismes. De plus, la présence de ce gène montre 

qu’il existe initialement des bactéries potentiellement dégradantes du BaA dans le sol, 

celles-ci provenant certainement de la tourbe. En effet, les molécules qui composent la 

matière organique possèdent une similarité structurale avec les HAP. Au cours du temps (à 

T6 et T12), dans le sol contaminé non planté (SC NP), il n’y a pas d’évolution de la quantité 

de gènes puisqu’il n’y a aucune différence significative entre T0 et T6 et entre T0 et T12 (p > 

0,05). Ceci peut s’expliquer par une faible biodisponibilité du polluant dans le sol, limitant 

alors son utilisation en tant que source de carbone par les microorganismes dégradants, 

comme cela a été suggéré dans l’étude de Cébron et ses collaborateurs (2009). En revanche, 

dans le sol non contaminé (SNC NP), il y a une augmentation progressive et significative (p < 

0,05) du nombre de gènes PAH-RHDα GP au cours du temps (4,77.106 ± 6,32.105 à T6 et 

8,86.106 ± 6,81.105 à T12) avec une densité significativement supérieure (p < 0,05) à celle du 

sol contaminé (SC NP) à T6 dont la valeur est de 1,11.106 ± 2,04.105 et à T12 dont la valeur 
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est de 2,71.106 ± 4,69.105. Ce résultat est en contradiction avec l’étude de Ding et ses 

collaborateurs (2010) où aucun gène PAH-RHDα n’a été détecté dans un sol non contaminé 

témoin après 63 jours d’exposition. La présence du BaA n’est donc pas nécessaire à la 

croissance des bactéries à Gram positif dégradantes. Celles-ci doivent certainement utiliser 

d’autres composés ayant une structure analogue à celle des HAP comme ceux de la matière 

organique. Ainsi, puisque les microorganismes semblent croitre dans le sol non contaminé 

non planté (SNC NP), l’absence de développement de la microflore dans le sol contaminé 

non planté (SC NP) à T6 et T12 ne proviendrait pas de la faible biodisponibilité du polluant 

mais plutôt de sa toxicité, limitant la croissance des microorganismes. Même si le gène est 

présent chez les bactéries, celui-ci n’est peut-être pas exprimé malgré la présence du 

polluant. De plus, puisque le gène PAH-RHDα code pour des dioxygénases qui ciblent de 

façon générale tous les HAP, d’autres enzymes pourraient alors être impliquées dans la 

dégradation initiale du BaA telles que les monooxygénases, ce qui expliquerait l’absence de 

croissance des bactéries dans le sol contaminé non planté (SC NP), en raison d’une non 

dégradation du BaA. En présence de l’espèce végétale, une augmentation significative du 

nombre de copies du gène (p < 0,05) est observée au cours du temps (à T6 et T12) pour les 

sols contaminé (SC P ; 7,61.106 ± 6,88.105 à T6 et 1,08.107 ± 6,54.105 à T12) et non 

contaminé (SNC P ; 3,27.106 ± 3,70.105 à T6 et 7,94.106 ± 5,50.105 à T12) avec une quantité 

significativement plus importante (p < 0,05) dans le sol contaminé (SC P) à T6 et T12. Ces 

résultats indiquent que l’apport des exsudats racinaires de la plante stimule la croissance des 

bactéries à Gram positif dégradantes et davantage dans le sol pollué en raison du caractère 

phytotoxique du BaA. Ainsi, pour se défendre, MxG peut dynamiser leur croissance dans le 

but d’induire l’expression du gène PAH-RHDα. Les résultats de l’étude de Pagé et ses 

collaborateurs (2015) ont en effet montré que la plante Salix purpurea était capable de 

stimuler l’activité dégradante des microorganismes d’un sol contaminé par des 

hydrocarbures (dont des HAP à 91,1 mg.kg-1). La présence de salicylate, un composé pouvant 

être présent dans les exsudats racinaires, pourrait par exemple en être responsable puisque 

des études ont montré qu’il pouvait induire l’expression de gènes codant pour des HAP 

dioxygénases (Chen and Aitken, 1999; Kamath et al., 2004). 
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Figure 53. Nombre de gènes PAH-RHDα GP (moyenne ± écart type, n=6) présents dans les sols non contaminé (SNC) et 

contaminé (SC) en présence de plante ou non au cours du temps (de T0 à T12). L’astérisque orange représente une 

différence significative entre le sol non contaminé et contaminé pour chaque prélèvement (p < 0,05). L’astérisque noir ou 

gris représente une différence significative entre le sol planté et non planté du sol contaminé ou non contaminé 

respectivement, à T6 et T12 (p < 0,05). Différentes lettres minuscules représentent une différence significative entre T0, T6 et 

T12 pour le sol contaminé planté (vertes, p < 0,05) ou non planté (bleues, p < 0,05). Différentes lettres majuscules 

représentent une différence significative entre T0, T6 et T12 pour le sol non contaminé planté (vertes, p < 0,05) ou non 

planté (bleues, p < 0,05). 

 

Le nombre de bactéries dégradantes à Gram positif a été estimé vis-à-vis du nombre de 

bactéries totales dans les sols en calculant le pourcentage de gènes PAH-RHDα GP par 

rapport aux gènes ARNr 16S au cours du temps (Tableau 30). Même si le sol artificiel 

possède initialement des bactéries à Gram positif dégradantes dans sa tourbe, les faibles 

valeurs de pourcentage obtenues pour tous les échantillons (entre 0,27 ± 0,03 % et 2,29 ± 

1,11 %) indiquent qu’elles sont tout de même minoritaires par rapport à d’autres 

microorganismes bactériens. Aussi, le nombre de gènes PAH-RHDα GP a toujours évolué de 

la même manière que le nombre de gènes ARNr 16S puisqu’aucune différence significative 

n’a été déterminée entre les différents types de sol quelles que soient les comparaisons 

effectuées. Ceci suggère que la plante ou le polluant n’exercent pas de pression sélective sur 

les bactéries à Gram positif dégradantes. Ces résultats sont similaires à ceux obtenus par 

l’étude de Da Silva et ses collaborateurs (2006) où l’apport d’exsudats racinaire de mûre 
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dans un sol contaminé ou non au phénanthrène a stimulé la croissance bactérienne totale et 

spécifique dégradante (nombre de copies de gène) dans des proportions similaires. 

 

Tableau 30. Pourcentage de gènes PAH-RHDα GP par rapport aux gènes ARNr 16S (moyenne ± écart type, n=6) au cours du 

temps (de T0 à T12) dans les sols non contaminé (SNC) et contaminé (SC) plantés ou non. 

Prélèvement Condition SNC SC 

T0 Avant plantation 0,27 ± 0,03 0,63 ± 0,05 

T6 
Planté 0,71 ± 0,08 1,58 ± 0,22 

Non planté 1,07 ± 0,16 1,36 ± 0,14 

T12 
Planté 1,43 ± 0,30 1,67 ± 0,11 

Non planté 2,29 ± 1,11 1,17 ± 0,21 

 

3.1.3.3. Identification des souches microbiennes dégradantes 

 

Des essais de microbiologie ont été réalisés à partir d’un prélèvement de sol provenant de 

l’échantillon contaminé et planté (SC P) à T12 afin d’isoler des souches capables de dégrader 

le BaA. Deux consortia bactériens (C1 et C2) et une souche fongique ont alors été 

sélectionnés (paragraphe 2.1.2.3.4.) car ils ont répondu positivement à la dégradation du 

polluant. Des techniques de biologie moléculaire ont alors été utilisées pour extraire et 

séquencer leur ADN dans le but de les identifier. 

En ce qui concerne le consortium 1 (C1), deux espèces bactériennes appartenant au genre 

Rhodococcus ont été identifiées ainsi qu’une souche de la classe des Alphaprotéobactéries. 

De nombreuses études ont démontré que diverse souches de Rhodococcus sp. avaient des 

capacités catalytiques de dégradation des HAP (Dean-Ross et al., 2001; Di Gennaro et al., 

2001; Milić et al., 2016; Rifat Zubair and Nuzhat, 2016; Song et al., 2011; Walter et al., 1991) 

dont des molécules de haut poids moléculaire tels que le pyrène (Dean-Ross et al., 2001; 

Milić et al., 2016; Song et al., 2011; Walter et al., 1991) et le benzo(a)pyrène (Song et al., 

2011). La classe des Alphaprotéobactéries, quant à elle, comprant les genres Rhizobium 

(González-Paredes et al., 2013; Poonthrigpun et al., 2006), Sphingomonas (Rentz et al., 2008; 

Tao et al., 2007; Ye et al., 1996; Zhou et al., 2016) ou encore Beijerinckia (Strandberg et al., 

1986) qui possèdent des bactéries capables de métaboliser les HAP. Les souches Rhizobium 

tropici CIAT 899 (González-Paredes et al., 2013) et Sphingomonas yanoikuyae JAR02 (Rentz 

et al., 2008) peuvent notamment dégrader du benzo(a)pyrène et la souche Sphingomonas 
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paucimobilis EPA 505 du pyrène, du benzo(a)anthracène, du chrysène, du benzo(a)pyrène, 

du benzo(b)fluoranthène et du dibenzo(ah)anthracène (Ye et al., 1996), des HAP de haut 

poids moléculaire. 

Pour le consortium 2 (C2), quatre espèces appartenant au genre Rhodococcus ont été 

identifiées dont deux similaires à celles du consortium 1. Ces deux dernières sont toutefois 

beaucoup moins représentées par rapport aux deux autres espèces mais également par 

rapport au consortium 1. 

Quant à la souche fongique, il s’agit de Fusarium oxysporum, un champignon non 

ligninolytique. Ce champignon est capable de dégrader du phénanthrène (Marchand et al., 

2017; Silva et al., 2009a), de l’anthracène (Jacques et al., 2008; Marchand et al., 2017; 

Ramadan et al., 2012), du fluorène (Marchand et al., 2017) ou encore des HAP de haut poids 

moléculaire comprenant du benzo(a)pyrène (Verdin et al., 2004) et du pyrène (Marchand et 

al., 2017). 

Ce sont ces souches microbiennes qui seront testées lors de l’expérience de 

bioaugmentation/biostimulation (paragraphe 3.2.). 

 

3.1.3.4. Conclusion 

 

Lorsque le sol n’est pas planté, la présence du polluant modifie la structure des 

communautés bactériennes au cours du temps, probablement via la sélection de bactéries 

tolérantes et/ou dégradantes en raison de sa toxicité. En effet, les mesures de densités 

microbiennes ont révélé le caractère toxique du BaA puisque celui-ci a induit de manière 

générale une baisse et/ou une limitation du nombre de copies de gènes ARNr 16S, ARNr 

18S et PAH-RHDα GP au cours du temps, et ce dès le début de l’expérimentation. Par 

contre, lorsque le sol est planté, un effet positif de l’espèce végétale est observé en 

présence du contaminant puisqu’elle a conduit à une diversité bactérienne similaire à celle 

du sol non contaminé et a engendré une augmentation de la quantité de gènes (ARNr 16S, 

ARNr 18S et PAH-RHDα GP). Ceci semble indiquer que MxG stimule la croissance 

microbienne des sols, et ce même en présence du BaA, et améliore la qualité et/ou la 

structure du milieu vis-à-vis du développement des champignons puisque le sol artificiel 

apparait comme étant défavorable à leur croissance. De plus, des souches microbiennes 
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capables de dégrader le BaA ont pu être isolées du sol planté, en fin d’expérimentation, 

suggérant une éventuelle métabolisation du composé.  

 

3.1.4. Evaluation de la dissipation du benzo(a)anthracène 

 

Dans le but d’analyser l’impact de la plante et des microorganismes sur la dissipation du BaA 

dans les sols, un dosage total du polluant a été effectué au cours du temps. Puisque le 

dosage total ne tient pas compte des différentes formes de biodisponibilité du composé, une 

extraction séquentielle a également été effectuée. Lors du processus de 

phyto/rhizoremédiation il est en effet important de connaitre la forme sous laquelle se 

trouve le polluant puisque cela va impacter sa dégradation, sa toxicité, mais également sa 

capacité à s’étendre dans le sol et à polluer les eaux. 

 

3.1.4.1. Dosage total 

 

Le pourcentage de BaA total récupéré pour les sols planté et non planté est présenté sur la 

figure 54. Le résultat obtenu à T0 (70,8 ± 0,7 %) montre que la totalité du BaA ajoutée lors de 

la contamination du sol n’a pas été récupérée. Ceci peut s’expliquer par une efficacité non 

optimale du procédé d’extraction. En effet, des études ont montré que le rendement obtenu 

par extraction au soxhlet à partir de sols ou de sédiments pollués aux HAP dépendait du 

solvant utilisé (Guerin, 1999; Hollender et al., 2003; Itoh et al., 2008) mais également de la 

durée du procédé, une augmentation du temps d’extraction permettant d’obtenir un 

meilleur rendement (Guerin, 1999). Cependant, dans l’étude de Itoh et ses collaborateurs 

(2008), ce dernier paramètre n’a pas impacté l’efficacité puisque celle-ci s’est révélée 

similaire avec 4, 6, 16 ou 24 h d’extraction. Le résultat obtenu à T0 pourrait alors plutôt 

s’expliquer par le solvant qui a été utilisé (éther de pétrole). Aussi, une autre hypothèse 

serait que le BaA se soit fortement adsorbé sur les particules de sol dont la matière 

organique lors de la période de stockage de 5 mois à -20°C entre la contamination du sol et 

l’extraction du polluant.  

Six mois après le début de l’expérimentation (T6), bien qu’une différence significative (p < 

0,05) apparaisse entre le sol planté (60 ± 1,8 %) et non planté (79,4 ± 4,1 %), le pourcentage 

de BaA récupéré dans les deux sols n’est pas significativement différent de T0 (p > 0,05). Il ne 



 

176 
 

semble donc pas y avoir un effet de la plante sur la dissipation du polluant bien qu’une 

augmentation du nombre de copies des gènes ARNr 16S et PAH-RHDα GP ait été observée 

dans le sol planté (Figures 51 et 53). Ce résultat est similaire à celui de l’étude de Thomas et 

Cébron (2016) où un ralentissement de la dégradation du phénanthrène a été observé en 

présence de ray-grass alors qu’il y a eu une augmentation du nombre de gènes PAH-RHDα 

GP. Ceci peut s’expliquer par le fait que les microorganismes dégradent préférentiellement 

les composés des exsudats racinaires plutôt que le BaA puisque ceux-ci sont plus faciles à 

métaboliser et plus biodisponibles. Les carbohydrates, les acides aminés et les acides 

organiques sont par exemple considérés comme les principales sources de nutriments et 

d’énergie facilement dégradables dans la rhizosphère (van Hees et al., 2005). De plus, ces 

composés sont hautement solubles ce qui leur confère une forte mobilité dans le sol et une 

assimilation rapide par les cellules microbiennes. En ce qui concerne le sol non planté, 

l’absence de dissipation du polluant peut s’expliquer par la toxicité du BaA envers les 

microorganismes puisqu’une diminution du nombre de gènes ARNr 16S (Figure 51) a été 

observée à T6 par rapport à T0 ainsi qu’une non évolution de la quantité de gènes ARNr 18S 

(Figure 52) et PAH-RHDα GP (Figure 53). 

En revanche, après 12 mois d’exposition, une diminution significative du BaA est observée 

dans les deux types de sol (p < 0,05). Celle-ci se montre plus importante dans le sol planté 

avec 12,0 ± 1,6 % de BaA récupéré contre 51,7 ± 2,8 % pour le sol non planté, ce qui fait une 

différence d’environ 40 % entre les deux sols. La dissipation du polluant peut provenir de la 

formation de résidus non extractibles en raison du processus de vieillissement de la 

contamination (Hatzinger and Alexander, 1997; Ling et al., 2010; Ma et al., 2012a; Northcott 

and Jones, 2001). Dans ce cas, la plus faible teneur en BaA obtenue dans le sol planté par 

rapport au sol non planté pourrait s’expliquer par une quantité plus importante en matière 

organique due à la présence des exsudats racinaires de MxG (Angers and Caron, 1998). De 

plus, ces derniers ont pu diminuer le pH du sol rhizosphérique, conduisant à une adsoprtion 

du HAP sur les particules de sol (Hinsinger et al., 2003; Laor et al., 1998; Ping et al., 2006; 

Yang et al., 2001). La croissance des racines a également pu induire une compaction du sol 

(Bruand et al., 1996) ce qui a augmenté la séquestration du contaminant. Toutefois, la 

dissipation du BaA peut aussi provenir de la dégradation du composé. Cette hypothèse peut 

s’expliquer par une plus grande quantité de gènes ARNr 16S, ARNr 18S et PAH-RHDα GP par 
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rapport à T0 et T6 dans le sol planté (Figures 51, 52 et 53) et par un nombre plus important 

de gènes ARNr 16S et PAH-RHDα GP par rapport à T6 dans le sol non planté (Figures 51 et 

53). Une densité potentiellement plus importante de ces microorganismes aurait alors 

permis la dégradation du BaA. Si tel est le cas, le résultat obtenu pour le sol non planté 

révèle que le sol artificiel possède des capacités dégradantes grâce certainement aux 

microorganismes provenant de sa tourbe. En effet, dans l’étude de Hofman et ses 

collaborateurs (2014), une dissipation du phénanthrène a été observée dans un même sol 

artificiel alors qu’aucune stimulation n’ait été ajoutée. La microflore semble alors s’être 

adaptée au cours du temps à la présence du BaA et a fini par le dégrader. L’exposition 

prolongée au polluant a certainement conduit à une sélection des microorganismes les plus 

résistants avec une augmentation de leur croissance et donc de la dégradation du BaA. Les 

microorganismes qui métabolisent la matière organique seraient probablement impliqués 

dans la dégradation du polluant puisqu’elle est composée de molécules complexes ayant 

une similarité de structure avec les HAP. Pour le sol planté, la présence d’une microflore plus 

importante qu’à T6 (densité de gènes plus importante) aurait probablement induit un 

phénomène de compétition entre les microorganismes pour les nutriments provenant de la 

plante (exsudats racinaires) ce qui les a conduits à dégrader le polluant. La plus faible teneur 

en BaA mesurée à T12 dans ce sol par rapport au sol non planté indique que MxG influence 

fortement sa dégradation. Ce résultat peut s’expliquer par la plus forte abondance en gènes 

ARNr 16S, ARNr 18S et PAH-RHDα GP dans le sol planté comparé au sol non planté (Figures 

51, 52 et 53). MxG aurait alors stimulé les microorganismes dégradants ce qui a augmenté la 

métabolisation du BaA. Ceux-ci peuvent notamment correspondre au genre bactérien 

Rhodococcus, à la classe des Alphaprotéobactéries ou encore au champignon Fusarium 

oxysporum (paragraphe  3.1.3.3.). 
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Figure 54. Pourcentage de BaA total récupéré (moyenne ± écart type, n=3) au cours du temps (de T0 à T12) dans les sols 

planté et non planté. Différentes lettres minuscules représentent une différence significative entre les différents 

prélèvements pour chaque type de sol (p < 0,05). L’astérisque représente une différence significative entre les sols planté et 

non planté à T6 et T12 (p < 0,05). 

 

3.1.4.2. Dosage des différentes formes de biodisponibilité 

 

Une extraction séquentielle en 5 étapes a été effectuée afin d’évaluer les différentes formes 

de biodisponibilité du polluant (Figure 55). La somme des fractions qui permet de 

déterminer le pourcentage total de BaA récupéré montre des résultats similaires à ceux du 

dosage total (Figure 50), à savoir une diminution du polluant dans les deux types de sol après 

12 mois d’exposition (p < 0,05) et de façon plus importante dans le sol planté avec une 

différence d’environ 40 % par rapport au sol non planté. En revanche, à T0, le rendement de 

la méthode d’extraction séquentielle est significativement supérieur à celui de la méthode 

d’extraction totale avec 86,2 % de BaA récupéré contre 70,8 % (p < 0,05). 

Quel que soit le prélèvement, le composé a été extrait dans toutes les fractions extractibles 

du sol (dissoute, facilement désorbable et associée physiquement/chimiquement) avec des 

concentrations plus importantes dans les fractions dissoute et facilement désorbable. En 

revanche, en ce qui concerne la partie non extractible du sol (acides humiques et humine), 

aucune molécule de BaA n’a été détectée comme étant liée aux acides humiques, et très peu 

ont été dosées dans la fraction correspondant à l’humine. Ceci signifie qu’aucune molécule 
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de BaA n’a été fixée sur cette partie du sol en raison probablement de sa taille moléculaire. 

En effet, dans l’étude de He et ses collaborateurs (2008), les HAP non extractibles d’un sol 

sableux pollué depuis plusieurs année étaient majoritairement représentés par des 

composés à 2 et 3 cycles. L’une des hypothèses des auteurs fut l’exclusion de taille dans les 

micropores de la matière organique des HAP à 5 et 6 cycles en raison de leur grande taille 

moléculaire. L’absence du BaA dans la partie non extractible du sol pourrait également 

s’expliquer par une adsorption si forte du polluant que les solutions d’extraction n’ont pas 

pu l’extraire. Une étape supplémentaire, réalisée à la suite de l’extraction des polluants liés à 

l’humine, pourrait être effectuée afin d’extraire les HAP fixés à l’humine enrichie en carbone 

organique comme cela est préconisé dans le protocole de l’extraction séquentielle 

(paragraphe 2.1.2.4.2.). De ce fait, du BaA se trouve peut être dans cette fraction. 

Avant plantation (T0), les proportions en BaA facilement désorbable et associé 

physiquement/chimiquement sont similaires (38,8 ± 3,1 % et 40,2 ± 4,6 % respectivement, p 

> 0,05) ainsi que celles correspondant à la fraction dissoute et à l’humine (5,4 ± 0,6 % et 1,7 

± 0,1 % respectivement, p > 0,05). Ainsi, la moitié du BaA se trouve déjà sous une forme peu 

biodisponible. 

Après 6 mois d’exposition (T6), les résultats obtenus dans le sol planté (T6 P, Figure 55 A) et 

non planté (T6 NP, Figure 55 B) sont identiques, ce qui traduit que l’espèce végétale n’a pas 

influencée la biodisponibilité du BaA. Comparé à T0, une concentration significativement 

plus élevée en BaA a été obtenue dans la fraction facilement désorbable (53,6 ± 0,7 % pour 

T6 P et 61,9 ± 3,0 % pour T6 NP, p < 0,05) alors qu’une teneur significativement plus faible a 

été détectée dans la fraction associée physiquement/chimiquement (26,7 ± 0,4 % pour T6 P 

et 21,2 ± 1,7 % pour T6 NP, p < 0,05). Cela signifie qu’une partie du BaA est plus 

biodisponible pour les microorganismes et la plante, pouvant alors être dégradée et/ou 

présenter une toxicité. En ce qui concerne le BaA dissous et lié à l’humine, aucune différence 

significative n’est observée par rapport à T0 (p > 0,05). Au sein des échantillons T6 P (Figure 

51 A) et T6 NP (Figure 51 B), le pourcentage de polluant facilement désorbable est 

significativement supérieur à celui associé physiquement/chimiquement (p < 0,05). Ainsi, 

une partie du BaA associé physiquement/chimiquement au sol semble s’être retrouvée dans 

la fraction facilement désorbable, traduisant une augmentation de sa biodisponibilité et 

donc de sa plus forte probabilité à être dégradée par les microorganismes et la plante, mais 
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aussi à devenir toxique envers ces organismes. Ces résultats sont contraires à ceux obtenus 

par MacLeod et Semple (2000, 2003) où l’extractibilité du pyrène, un HAP moins lourd et 

moins hydrophobe que le BaA, a diminué dans la fraction désorbable et a augmenté dans la 

fraction associée physiquement/chimiquement après 6 mois d’exposition. Les 

caractéristiques physico-chimiques des deux sols étudiés étaient toutefois différentes de 

celles du sol standard artificiel (28 et 25 % de sable, 29 et 31 % d’argile contre 69 % de sable 

et 20 % d’argile pour le sol standard). Les résultats obtenus restent tout de même plutôt 

inattendus et notamment dans le sol non planté (T6 NP) en raison du processus de 

vieillissement de la contamination. Plusieurs études ont en effet révélé que les HAP 

devenaient moins biodisponibles avec le temps (Hatzinger and Alexander, 1997; Ling et al., 

2010; Ma et al., 2012a; Northcott and Jones, 2001). Toutefois, Joner et ses collaborateurs 

(2004) ont montré que les HAP d’un sol contaminé depuis plusieurs années (> 50 ans), dont 

des HAP de haut poids moléculaire, étaient fortement biodisponibles. Les caractéristiques 

physico-chimiques du sol étaient cependant différentes de celles du sol standard (34 % de 

sable et 9 % d’argile contre 69 % de sable et 20 % d’argile pour le sol standard). Puisque MxG 

n’est pas impliquée dans l’augmentation de la biodisponibilité du BaA, d’autres paramètres 

ont pu affecter la mobilité du polluant tels que les caractéristiques physico-chimiques du sol 

ou les microorganismes. Par exemple, la présence de matière organique dissoute dans la 

solution du sol améliore la désorption des HAP (Kögel-Knabner and Totsche, 1998) et la 

présence de biosurfactants produits par les microorganismes comme l’alasan ou le 

rhamnolipide augmentent leur solubilité aqueuse (Barkay et al., 1999; Gu and Chang, 2001; 

Zhang et al., 1997). Bien que le BaA soit plus biodisponible, l’absence de sa dissipation 

confirme l’hypothèse selon laquelle les microorganismes dégradent préférentiellement les 

composés des exsudats racinaires dans le sol planté et souligne son caractère toxique dans 

le sol non planté. 

A la fin de l’expérimentation (T12), les résultats diffèrent selon la présence de MxG. Dans le 

sol planté (T12 P, Figure 55 A), la proportion en BaA associée physiquement/chimiquement 

continue de diminuer pour atteindre une valeur de 9,2 ± 0,7 %. Cette proportion est 

significativement plus faible que celle obtenue à T0 et T6 P (p < 0,05). Aussi, une teneur 

significativement moins importante en BaA est observée dans la fraction facilement 

désorbable à T12 P (19,4 ± 0,1 %) par rapport à T0 et T6 P (p < 0,05). Ces diminutions sont 
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dues à la faible proportion de BaA total obtenue par la somme des fractions. Aucune teneur 

en polluant n’a été détectée dans la fraction correspondant à l’humine, et la concentration 

en BaA dissous mesurée n’est pas significativement différente de celles obtenues à T0 et T6 

P (p > 0,05). Ces résultats suggèrent que la biodisponibilité du HAP a encore augmenté 

puisqu’une partie de la fraction associée physiquement/chimiquement du polluant est 

certainement devenue désorbable. Ainsi, l’absence d’augmentation de la teneur en BaA 

dans la fraction facilement désorbable semble indiquer que la dégradation du polluant 

provienne de celle-ci. Les résultats obtenus pourraient cependant aussi s’expliquer par une 

augmentation de la formation de résidus non extractibles. Dans le sol non planté (T12 NP, 

Figure 55 B), la proportion en BaA associé physiquement/chimiquement n’est pas 

significativement différente de celle mesurée à T6 NP (p > 0,05). En revanche, un 

pourcentage en polluant significativement plus faible a été détecté dans la fraction 

facilement désorbable à T12 NP par rapport à T6 NP (40,6 ± 0,3 % contre 61,9 ± 3,0 % 

respectivement, p < 0,05) pour atteindre une valeur (38,8 ± 3,1 %)  identique à celle de T0 (p 

> 0,05). Cette diminution est aussi associée à la faible teneur en BaA total déterminée par la 

somme des fractions et pourrait s’expliquer par la formation de résidus non extractibles ou 

par une dégradation du polluant. Comparé à T12 P, du BaA a été détecté dans la fraction 

humine (1,1 ± 0,8 %) mais cette concentration n’est pas significativement différente de celles 

mesurées à T6 NP et T0 (p > 0,05). Aucune différence significative n’a également été 

détectée pour la fraction dissoute (p > 0,05). Contrairement au sol non planté (T12 NP), la 

répartition du HAP du sol planté (T12 P) a été fortement modifiée ce qui traduit un impact 

de l’espèce végétale sur la mobilité du composé. Ainsi, les résultats peuvent s’expliquer soit 

par la formation de résidus non extractibles, avec les mêmes hypothèses qui ont émises lors 

de l’interprétation des données du dosage total en BaA à T12 (paragraphe 3.1.4.1.), soit par 

la dégration du polluant comme cela a également été suggéré lors des analyses du dosage 

total. La dégradation du BaA pourrait provenir d’une augmentation de sa biodisponibilité 

grâce, par exemple, à une teneur en surfactants plus importante due à la présence de la 

plante. En effet, les racines peuvent sécréter des surfactants comme la saponine et la 

lécithine qui vont solubiliser les HAP (Soeder et al., 1996). Aussi, la croissance racinaire peut 

conduire à une destruction des agrégats de sol (Materechera et al., 1994) libérant alors les 

molécules de BaA piégées, et les exsudats produit par la plante ont pu également augmenter 

le pH du sol (Hinsinger et al., 2003) ce qui a désorbé le polluant (Laor et al., 1998; Ping et al., 
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2006; Yang et al., 2001). De plus, les racines peuvent libérer des acides organiques de faible 

poids moléculaire comme l’acide citrique et l’acide malique (Gao et al., 2010; Kong et al., 

2013) qui vont pouvoir dissoudre de la matière organique en solution (Kong et al., 2013), 

libérant alors les composés fixés, mais également perturber les associations organo-

minérales de la fraction solide du sol en produisant des complexes solubles (Jia et al., 2015; 

Kong et al., 2013). La diminution de la teneur en BaA facilement désorbable confirmerait 

alors le fait que la dégradation du polluant semble intervenir dans cette fraction. L’étude de 

Cornelissen et ses collaborateurs (1998) suggère en effet que la possible dégradation des 

HAP peut être prédite grâce à la fraction facilement désorbable.  

 

 

Figure 55. Pourcentage de BaA récupéré (moyenne ± écart type, n=3) dans les différentes fractions du sol au cours du temps 

(de T0 à T12) dans le sol planté (A) et non planté (B). Différentes lettres majuscules représentent une différence significative 

entre les différentes fractions d’un prélèvement pour les deux types de sol (p < 0,05). Différentes lettres minuscules 

représentent une différence significative entre les différents prélèvements d’une même fraction pour chaque type de sol (p < 

0,05). L’astérisque représente une différence significative entre les prélèvements de chaque type de sol au niveau du total 

des fractions (p < 0,05). 
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3.1.4.3. Conclusion 

 

Après 6 mois d’exposition, la teneur et la mobilité du BaA ont évolué de la même manière 

que le sol soit planté ou non. A partir de 12 mois, une influence de l’espèce végétale 

apparait avec une dissipation 3 fois plus importante du polluant dans le sol planté que 

dans le sol non planté. Cet effet peut s’expliquer soit par une augmentation de la 

biodisponibilité du contaminant, conduisant alors à sa dégradation microbienne, soit par 

une augmentation de son adsoprtion aux particules de sol, engendrant alors une 

formation plus importante de résidus non extractibles. 

 

3.1.5. Evaluation de la toxicité des sols 

 

La toxicité des sols a été analysée par différents tests écotoxicologiques au cours du temps 

afin d’évaluer l’impact de la plante et des microorganismes sur ce paramètre. Lors d’un 

procédé de remédiation, il est important de prendre en compte le caractère toxique du 

polluant puisque celui-ci ne va pas forcément dépendre de sa teneur totale mais de sa 

biodisponibilité et de la présence de ses métabolites de dégradation. C’est pourquoi 

l’évaluation de la toxicité des sols en parallèle des analyses chimiques est primordiale. Aussi, 

il est important d’utiliser divers tests avec des niveaux trophiques différents car les effets 

peuvent varier selon les organismes et d’évaluer plusieurs critères d’effet pour avoir une 

analyse globale de l’impact du polluant. 

 

3.1.5.1. Essai aigu : Eisenia fetida 

 

La mortalité de vers de terre adultes Eisenia fetida a été déterminée après 14 jours 

d’exposition et est présentée dans le tableau 31. Le sol pollué au BaA présente une toxicité 

aigüe envers les vers de terre avant plantation de MxG (T0) puisque 100 % des individus 

n’ont pas survécu. Une faible toxicité est toutefois observée dans le sol non pollué à T0 (20 ± 

13 % de mortalité) mais les résultats ne sont pas significativement différents de ceux des 

prélèvements T6 P et T12 P (sol non pollué ; p > 0,05). Chez les vers de terre, la toxicité des 

polluants semblerait provenir des fractions dissoute (très biodisponible) (Kelsey et al., 1997; 

Krauss et al., 2000) et facilement désorbable (Kelsey et al., 1997; Kreitinger et al., 2007) des 
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composés dans le sol. Le BaA contenu dans ces fractions représente 44 % (Figure 55) ce qui 

correspond à la moitié de ce qui a été extrait. L’accumulation des HAP est possible par 

ingestion de matière organique et par pénétration à travers l’épiderme via des contacts 

entre les pores et l’eau et/ou la surface des matières particulaires (Ma et al., 2012b). Ainsi, le 

BaA contenu dans les deux fractions était disponible pour être assimilé par voie cutanée, 

l’absorption étant facilitée par le caractère hydrophobe du composé puisque le corps des 

vers possède une teneur relativement importante en lipide.  

Après 6 mois de plantation (T6 P), aucun effet toxique n’est observé pour les deux types de 

sol (0 ± 0 % de mortalité). Ce résultat est inattendu pour le sol contaminé puisqu’une 

augmentation de la biodisponibilité du polluant a été observée (Figure 55). Cela peut 

s’expliquer par la présence de micelles provenant des surfactants produits par les 

microorganismes. La plante ne semble pas être impliquée dans la production de surfactant 

car la répartition des différentes formes du BaA est la même que le sol soit planté ou non 

(Figure 55). A une teneur supérieure à la concentration micellaire critique (concentration en 

surfactant à laquelle les monomères commencent à s’assembler en agrégats colloïdaux 

ordonnés), les polluants (hydrophobes) peuvent directement se partitionner dans le cœur 

hydrophobe du centre de la micelle (Edwards et al., 1991), ce qui conduit à leur désorption 

du sol et augmente leur biodisponibilité. Cependant, plusieurs études ont montré que les 

polluants n’étaient pas tout de suite disponibles aux organismes puisqu’ils étaient 

séquestrés dans les micelles des surfactants (Barkay et al., 1999; Grimberg et al., 1996; Guha 

and Jaffé, 1996; Volkering et al., 1995; Zhang et al., 1997; Zhang and Miller, 1992). Par 

conséquent, le BaA ne serait pas directement disponible pour les vers de terre, réduisant 

ainsi son effet toxique. Ceci a été confirmé par l’étude de Volkering et ses collaborateurs 

(1995) où la toxicité du naphtalène a été réduite lorsque le composé était présent dans des 

micelles. De plus, cet effet peut également expliquer l’absence de dégradation du BaA à T6 

(Figures 54 et 55), celui-ci n’étant pas disponible pour la dégradation microbienne (Barkay et 

al., 1999; Grimberg et al., 1996; Guha and Jaffé, 1996; Volkering et al., 1995; Zhang et al., 

1997; Zhang and Miller, 1992).  

A la fin de l’expérimentation (T12 P), comme pour T6 P, aucune mortalité n’est observée 

pour les deux types de sol (0 ± 0 % de mortalité). Ce résultat, pour le sol contaminé, peut 

s’expliquer par la diminution de la teneur en BaA (Figures 54 et 55). Si la dissipation du 
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polluant provient de la formation de résidus non extractibles, le BaA n’a alors pas pu 

impacter les individus puisque la toxicité des polluants envers les vers de terre semble 

provenir des fractions dissoute (Kelsey et al., 1997; Krauss et al., 2000) et facilement 

désorbable du sol (Kelsey et al., 1997; Kreitinger et al., 2007). La concentration en BaA 

restante dans ces deux fractions (20,26 % ; Figure 55) s’avère alors insuffisante pour 

présenter une toxicité comparé à T0 (44 % ; Figure 55). En revanche, si la dissipation du 

polluant provient de la dégradation microbienne, cela signifie que la biodisponibilité du 

composé est devenue plus importante grâce à une diminution de sa concentration dans la 

phase micellaire. En effet, la libération des polluants contenus dans les micelles peut être un 

processus très long car les coefficients cinétiques sont, en général, plus faibles que pour 

leurs entrées (Grimberg et al., 1996). De plus, contrairement à T6, la plante a probablement 

pu augmenter davantage la biodisponibilité du BaA (Figure 55) selon plusieurs hypothèses 

comme cela a été suggéré lors de l’interprétation des résultats obtenus à T12 par le dosage 

des différentes formes de biodisponibilité du BaA (paragraphe 3.1.4.2.). Les résultats de 

toxicité indiqueraient alors que les éventuels métabolites de dégradation du polluant 

s’avèrent peu ou pas toxiques, complètement dégradés, ou piégés dans le sol.  

En ce qui concerne la comparaison des sols planté et non planté à T12, aucune mortalité n’a 

été déterminée pour les sols contaminé (SC) et non contaminé (SNC) (0 ± 0 % de mortalité). 

Ceci semble indiquer que la diminution de la toxicité dans le sol contaminé non planté 

provient également d’une baisse de la teneur en polluant (Figures 54 et 55). Cependant, le 

pourcentage de BaA restant dans les fractions dissoute et facilement désorbable du sol non 

planté est identique à celui de T0 (44 %, Figure 55). Ainsi, l’absence de toxicité du sol 

contaminé non planté semble plutôt provenir du fait que des molécules de BaA soient 

toujours piégées dans les micelles des surfactants produits par la microflore tellurique. La 

présence de MxG dans le sol contaminé aurait alors permis de libérer les molécules piégées 

via probablement la dégradation des surfactants (Scott and Jones, 2000; Volkering et al., 

1998; Ying, 2006) par des microorganismes sélectionnés et stimulés par la plante. 
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Tableau 31. Pourcentage de mortalité de vers de terre adultes Eisenia fetida (moyenne ± écart type, n=3) exposés pendant 

14 jours dans du sol non pollué (sol SNC) et pollué (sol SC) en présence de la plante (P) au cours du temps (de T0 à T12). 

Différentes lettres majuscules représentent une différence significative entre les deux types de sol à chaque prélèvement (p < 

0,05). Différentes lettres minuscules représentent une différence significative entre les différents prélèvements pour chaque 

type de sol (p < 0,05). 

Prélèvement SNC SC 

T0 20 ± 13 A 100 ± 0 Ba 

T6 P 0 ± 0  0 ± 0 b 

T12 P 0 ± 0  0 ± 0 b 

 

3.1.5.2. Essai chronique : Hordeum vulgare 

 

Les mesures de l’émergence de graines d’orge obtenues après 4 jours d’exposition dans les 

sols planté contaminé (SC) et non contaminé (SNC) au cours du temps sont présentées sur la 

figure 56. Avant plantation (T0), le pourcentage de germination est significativement plus 

faible (p < 0,05) dans le sol pollué (SC ; 62,5 ± 12.5 %) que dans le sol non pollué (SNC ; 87,5 ± 

5,4 %), ce qui traduit un impact toxique et rapide du BaA sur l’émergence de l’orge. Cet effet 

peut être expliqué par la forte biodisponibilité du HAP (44 % répartis dans les fractions 

dissoute et facilement désorbable ; Figure 55) mais également par sa forte hydrophobicité. 

Comme les graines sont potentiellement en contact avec le polluant, celui-ci peut y pénétrer 

et affecter leur système enzymatique. En effet, dans l’étude de Kummerová et Kmentová 

(2004), il a été suggéré que la présence de fluoranthène dans l’endosperme affectait 

l’assimilation d’eau dans les graines par l’inhibition de l’activité de l’acide gibbérellique ainsi 

que plusieurs enzymes hydrolytiques. De plus, le BaA a pu s’adsorber à la surface des graines 

ce qui a réduit la prise d’eau. 

Après plantation de MxG (T6 P et T12 P), une augmentation significative (p < 0,05)  du taux 

de germination est observée dans le sol contaminé (SC) à T6 (95,8 ± 2,4 %) et T12 (85,4 ± 4 

%) par rapport à T0 avec des valeurs similaires (p > 0,05) à celles du sol non pollué (SNC). 

Comme pour le test avec Eisenia fetida, cette absence de toxicité dans le sol contaminé (SC) 

à T6 peut s’expliquer par la non disponibilité directe du BaA aux graines d’orge en raison de 

son piégeage dans des micelles produites par les microorganismes du sol, et à T12 par la 

dimination de la teneur en polluant (dégradation ou formation de résidus non extractibles).  

En ce qui concerne la comparaison des sols planté et non planté à T12, aucune toxicité n’a 

été déterminée pour les sols contaminé (SC ; 85,4 ± 4 % pour le sol planté contre 81,3 ± 4 % 
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pour le sol non planté) et non contaminé (SNC ; 87,5 ± 7,2 % pour le sol planté contre 91,7 ± 

3,4 % pour le sol non planté). Ceci indique comme pour le test de mortalité des vers de terre 

que des molécules de BaA seraient toujours piégées dans les surfactants produits par la 

microflore dans le sol non planté, empêchant alors une toxicité. Les surfactants du sol planté 

auraient quant à eux été dégradés par des microorganismes stimulés par MxG ce qui a rendu 

le BaA disponible à la dégradation et donc présent en plus faible quantité dans le sol, cette 

concentration n’induisant alors aucune toxicité.  

 

 

Figure 56. Pourcentage d’émergence de graines d’orge (moyenne ± écart type, n=4) exposées pendant 4 jours dans les sols 

non pollué (sol SNC) et pollué (sol SC) en présence de la plante (P) au cours du temps (de T0 à T12). Différentes lettres 

majuscules représentent une différence significative entre les deux types de sol à chaque prélèvement (p < 0,05). Différentes 

lettres minuscules représentent une différence significative entre les différents prélèvements pour chaque type de sol (p < 

0,05). 

 

La biomasse des pousses sèches d’orge mesurée 14 jours après l’émergence des graines 

dans les différents types de sol au cours du temps est présentée sur la figure 57. Aucune 

toxicité n’a été détectée que ce soit à T0, T6 P ou T12 P dans le sol contaminé (SC ; Figure 57 

A) puisque les valeurs mesurées à chaque prélèvement sont similaires (p > 0,05) à celles du 

sol non contaminé (SNC). Ainsi, il apparait que l’émergence des graines est plus sensible au 

BaA que la croissance des pousses. Ce résultat est contraire à celui obtenu par d’autres 

études où la germination a été peu affectée et la biomasse inhibée en présence de HAP 

(Anyanwu and Semple, 2015; Eom et al., 2007; Smith et al., 2006; Sverdrup et al., 2003). 

Puisqu’aucune de ces études n’utilisent l’orge, cette différence peut être attribuée à l’espèce 
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végétale utilisée pour réaliser le test d’écotoxicité, mais également par le type de polluant et 

sa concentration, celle-ci étant généralement bien supérieure à celle utilisée dans cette 

étude. 

Cependant, lors de la comparaison du sol planté et non planté à T12 (Figure 57 B), une 

biomasse significativement supérieure (p < 0,05) est observée dans le sol non planté 

contaminé par rapport au sol planté (SC). Ce résultat peut être expliqué par un phénomène 

d’hormèse, où cette concentration spécifique en BaA du sol stimule la croissance des 

pousses d’orge. Selon l’étude de Maliszewska-Kordybach et Smreczak (2000), les sols pollués 

par une concentration en HAP inférieure à 10 mg.kg-1 stimule la croissance des plantes au 

début de leur développement plutôt que de l’inhiber. Les concentrations obtenues dans le 

sol contaminé planté sont contraires à cette hypothèse puisque 6 mg.kg-1 de BaA ont été 

dosés à T12 lors de l’extraction totale en polluant (12 % de BaA récupéré, Figure 54) et 14,72 

mg.kg-1 ont été dosée lors de l’extraction séquentielle du BaA (29,44 % de BaA récupéré, 

Figure 55). 

Figure 57. Biomasse des pousses sèches d'orge (moyenne ± écart type, n=4) exposées pendant 14 jours après l'émergence 

des graines dans les sol non pollué (SNC) et pollué (SC) plantés (P) au cours du temps (de T0 à T12, A), et dans les sols non 

pollué (SNC) et pollué (SC) à T12 en présence ou non de la plante (B). Différentes lettres minuscules représentent une 

différence significative entre les différents prélèvements pour chaque type de sol (p < 0,05, A). L’astérisque représente une 

différence significative entre le sol planté et non planté pour chaque type de sol (p < 0,05, B). 

 

3.1.5.3. Essai génotoxique : Vicia faba 

 

La génotoxicité des lixiviats des sols a été évaluée, au cours du temps, par le nombre de 

micronoyaux (provenant d’une cassure chromosomique ou d’un dysfonctionnement du 

fuseau mitotique) présents dans les racinaires secondaires de fève après 37h d’exposition 
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(Figure 58). Par rapport au témoin négatif, un nombre significativement plus élevé de 

micronoyaux (p < 0,05) est observé avant plantation (T0) dans le sol contaminé (SC). Ceci 

confirme le caractère cancérigène et mutagène du BaA. Cependant, il n’y a aucune 

différence significative (p > 0,05) entre le sol contaminé (SC) et non contaminé (SNC) à T0. 

Aussi, aucune différence significative (p > 0,05) n’a été obtenue entre ces deux types de sol à 

T6 P et T12 P, ainsi qu’entre le sol planté et non planté pour chaque type de sol à T12 (p > 

0,05). Puisque le test a été réalisé à partir des lixiviats, l’absence d’une réelle toxicité peut 

être expliquée par la forte hydrophobicité du BaA. Ceci est confirmé par la faible 

concentration en polluant obtenue dans la fraction dissoute quel que soit le prélèvement 

(Figure 55). Afin d’approfondir les résultats, des essais en exposant directement les racines 

de fève dans les sols pourraient être effectués car, en 2013, le même test écotoxicologique a 

été publié en utilisant le sol comme matrice (ISO 29200, 2013). Celui-ci serait alors plus 

approprié pour les polluants hydrophobes. Cependant, Marcato-Romain et ses 

collaborateurs (2009) qui ont évalué la toxicité d’un sol pollué aux HAP (dont du BaA à 51 

mg.kg-1) avec les deux tests ont montré des effets génotoxiques pour les deux types 

d’exposition. 

 

 

Figure 58. Nombre de micronoyaux pour 1000 cellules dans les racines secondaires de Vicia faba (moyenne ± écart type, n=2 

lames x 6 individus) après 37 h d'exposition dans les sols plantés (P) contaminé (SC) ou non (SNC) au cours du temps (de T0 à 

T12). Tous les échantillons sont significativement différents du témoin positif (p < 0,05). L’astérisque représente une 

différence significative par rapport au témoin négatif (p < 0,05). 
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3.1.5.4. Conclusion 

 

Au début de l’expérimentation, le BaA présente une toxicité significative envers les vers de 

terre et la germination des graines d’orge. Cette toxicité finit par disparaitre dès 6 mois 

d’exposition certainement grâce à la présence de micelles provenant de surfactants 

produits par les microorganismes du sol qui ont piégé le polluant. A la fin de 

l’expérimentation, l’absence d’effet toxique est probablement due à la persistance du 

piégeage du contaminant dans les micelles pour le sol non planté et à la diminution de la 

teneur en BaA dans le sol planté. La présence de MxG a certainement permis la 

stimulation de microorganismes spécifiques qui ont dégradé les surfactants et donc libéré 

le polluant, celui-ci devenant alors disponible à la dégradation microbienne ou pour la 

formation de résidus non extractibles. La concentration en BaA mesurée dans le sol planté 

serait alors insuffisante pour générer une toxicité.   

 

3.1.6. Conclusion générale 

 

L’expérience de phyto/rhizoremédiation a permis de mettre en évidence l’impact toxique 

du BaA sur les organismes et l’influence de MxG sur sa concentration et sa biodisponibilité 

dans les sols. Au début de l’expérimentation, le polluant alors présent à une concentration 

de 50 mg.kg-1, montre une toxicité aiguë envers le vers de terre Eisenia fetida et l’herbe 

d’orge, mais également envers la microflore tellurique puisqu’une diminution de la densité 

de gènes microbiens (ARNr 16S et ARNr 18S) a été obtenue, suggérant une mortalité. Cet 

effet peut notamment être expliqué par la biodisponibilité du contaminant, 44,2 % du 

composé se trouvant dans la fraction dissoute et facilement désorbable du sol, ce qui 

représente environ la moitié de la concentration totale en BaA extrait (86,2 % pour 

l’extraction séquentielle). Après 6 mois d’exposition, en présence de MxG, le composé ne 

présente plus de toxicité bien que sa concentration totale n’ait pas diminué et sa 

biodisponibilité augmenté, une partie du BaA associé physiquement et chimiquement 

s’étant a priori retrouvée dans la fraction facilement désorbable. L’absence de toxicité 

semble alors principalement s’expliquer par un piégeage du polluant dans les micelles des 

surfactants produits par la microflore tellurique qui ont permis sa désorption. Cet effet ne 

semble cependant pas être du à la présence de la plante puisque la concentration et la 



 

191 
 

mobilité du contaminant ont évolué de la même manière dans le sol non planté. Par 

contre, MxG montre une influence sur la microflore qui s’avère positive car elle conduit à 

une diversité bactérienne similaire à celle du sol non contaminé et à une probable 

stimulation de la croissance des bactéries puisqu’une augmentation du nombre de copies 

de gènes ARNr 16S et PAH-RHDα GP a été obtenue. Lors d’un stress toxique, MxG semble 

alors stimuler les microorganismes appropriés en augmentant ou en modifiant la 

composition de ses exsudats racinaires pour qu’ils agissent sur le polluant afin qu’il ne 

présente plus un risque pour la plante. En absence de MxG, le BaA s’avère en effet 

toujours néfaste puisque la diversité bactérienne se montre totalement différente du sol 

non contaminé et le nombre de gènes ARNr 16S continue de diminuer. A la fin de 

l’expérimentation (12 mois), les tests d’écotoxicité n’ont révélé aucune toxicité du BaA, 

comme à 6 mois d’exposition, que le sol soit planté ou non. Ce résultat pourrait être 

expliqué par la diminution de la teneur totale en polluant dans les deux types de sol. 

Cependant, la concentration en BaA dans les fractions dissoute et facilement désorbable 

est similaire à celle du début d’exposition pour le sol non planté, ce qui suggère que des 

molécules sont toujours piégées dans les micelles des surfactants. Les coefficients 

cinétiques de libération des polluants dans les micelles sont en effet généralement plus 

faibles que pour leurs entrées (Grimberg et al., 1996). En revanche, pour le sol planté avec 

MxG, l’absence de toxicité du BaA semble plutôt provenir de sa concentration car elle est 

beaucoup plus faible que dans le sol non planté (12 % de BaA extrait contre 51,7 % dans le 

sol non planté pour l’extraction totale). La plante aurait alors induit la dégradation des 

surfactants par stimulation de microorganismes spécifiques ce qui a conduit à une 

libération des molécules de BaA. Pour les deux sols, le polluant qui s’est apparemment 

dissipé de la fraction facilement désorbable, a pu être séquestré dans le sol pour former 

des résidus non extractibles et/ou dégradé. Cette dernière hypothèse semble la plus 

plausible car une augmentation du nombre de copies de gènes ARNr 16S et PAH-RHDα GP 

a été obtenue dans les deux sols par rapport au début et à 6 mois d’exposition, suggérant 

que l’augmentation de la croissance bactérienne a causé une augmentation de la 

dégradation du BaA. De ce fait, la microflore semble s’être adaptée à la présence du 

polluant dans le sol non planté, et MxG semble avoir stimulé la croissance microbienne 

dans le sol planté. Cette stimulation a alors conduit à un nombre plus important de copies 

de gènes bactériens (ARNr 16S et PAH-RHDα GP) ainsi qu’à une augmentation de la densité 
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de gènes ARNr 18S par rapport au sol non planté, ce qui expliquerait la plus forte 

dissipation du BaA dans le sol planté. De plus, dans ce sol, des espèces bactériennes 

appartenant au genre Rhodococcus et à la classe des Alphaprotéobactéries ont été isolées 

comme étant capable de métaboliser le BaA, ainsi qu’une souche fongique correspondant 

à Fusarium oxysporum. 

La possible métabolisation microbienne du BaA dans le sol non planté indiquerait alors 

que le sol standard artificiel possède des capacités catalytiques grâce certainement aux 

microorganismes qui proviennent de sa tourbe car les molécules de la matière organique 

possèdent une similarité structurale avec les HAP.  

 

3.2. Expérience de bioaugmentation/biostimulation 
 

Dans le but de préciser l’impact de la rhizosphère de MxG dans la dissipation du BaA, et plus 

spécifiquement, le rôle de ses exsudats et de ses microorganismes rhizosphériques, une 

expérience de bioaugmentation/biostimulation d’une durée de 105 jours a été réalisée à 

partir d’un  sol standard contaminé à une concentration environnementale de 50 mg.kg-1 

comme pour la première expérimentation (phyto/rhizoremédiation). Un consortium 

bactérien et une souche fongique isolés lors de l’expérience de phyto/rhizoremédiation ont 

été utilisés seuls ou en association pour le procédé de bioaugmentation. En ce qui concerne 

la biostimulation, quatre molécules synthétiques qui sont retrouvées dans les exsudats de 

MxG (métabolites secondaires) ont été utilisées à partir de deux mélanges : quercétine, 

apigénine, catéchine (E1) et quercétine, apigénine, catéchine, acide gallique (E2), ainsi que la 

plante en elle-même. La combinaison des deux procédés (bioaugmentation et 

biostimulation) a également été évaluée. Des prélèvements de sol ont été effectués au 

début de l’expérimentation (T0), à 3 jours (T1), 15 jours (T2) et 105 jours (T3) d’exposition. 

La microflore du sol (diversité et densité), la teneur en polluant (totale et biodisponible) et sa 

toxicité ont alors été analysées. 

 

3.2.1. Sélection du consortium bactérien 

 

Lors de l’expérience de phyto/rhizoremédiation, deux consortia (C1 et C2) bactériens ainsi 

qu’une souche fongique (CH) provenant de la rhizosphère de MxG (à partir du sol pollué et 
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planté en fin d’exposition) avaient été isolés pour leurs capacités à tolérer et/ou dégrader le 

BaA (paragraphe 3.1.3.3.). Un seul des consortia, le plus efficace en termes de croissance et 

de dégradation, sera utilisé pour l’expérience de bioaugmentation/biostimulation. 

Durant 5 semaines, la croissance et la capacité de dégradation du BaA des deux consortia 

ont été évaluées en présence ou en absence du champignon ainsi que des deux mélanges 

d’exsudats racinaires (E1 : quercétine, apigénine, catéchine ; E2 : quercétine, apigénine, 

catéchine, acide gallique) par des mesures hebdomadaires. 

La croissance bactérienne analysée par dosage spectrophotométrique à 620 nm est 

présentée sur la figure 59. Pendant toute la durée de l’exposition, les consortia se sont 

développés quelles que soient les conditions. Ceci indique que le BaA n’a pas eu d’effets 

toxiques sur les microorganismes et confirme la tolérance de ces derniers envers le polluant. 

Dès la première semaine, les milieux C2 et C2+CH se sont démarqués avec une croissance 

plus importante jusqu’à 4 semaines, tous les autres possédant une densité cellulaire plus 

faible et similaire entre eux. Par contre, à la fin de l’exposition (5 semaines), la croissance 

bactérienne de ces deux milieux (C2 et C2+CH) semble atteindre un plateau (phase 

stationnaire) et présente un nombre de bactéries proche de celui des milieux C1 et C1+CH. 

Quant aux microorganismes des milieux contenant des exsudats, leur croissance est toujours 

en phase exponentielle puisqu’ils continuent de croitre. Parmi eux, une séparation est 

toutefois visible entre les milieux contenant le consortium C1 et ceux contenant le 

consortium C2, avec une densité cellulaire plus importante pour les milieux possédant le 

consortium C1. Il n’y a donc pas de différence selon le mélange d’exsudats utilisé. De plus, 

quelles que soient les conditions, la présence du champignon n’a pas eu d’influence sur la 

croissance bactérienne ce qui indique qu’il n’entre pas en compétition avec les bactéries 

pour les nutriments. 
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Figure 59. Croissance bactérienne au cours du temps (5 semaines) des deux consortia (C1 et C2) dans du milieu Bushnell-

Haas contaminé au BaA en association ou non avec le champignon (CH) ainsi qu'en présence ou non des deux mélanges 

d'exsudats racinaires (E1 et E2). 

 

Le pourcentage de BaA total extrait dans les milieux est présenté sur la figure 60. Une 

dégradation du polluant est observée pour les deux consortia quelles que soient les 

conditions ce qui confirme la capacité de dégradation du BaA des microorganismes. Dès la 

2ème semaine, une diminution plus importante de la teneur en polluant est observée dans les 

milieux C2 et C2+CH ce qui explique leur plus forte croissance (Figure 59). En effet, puisque 

les microorganismes ne sont pas en présence d’exsudats, ils vont directement utiliser le BaA 

comme source de carbone. En revanche, pour les milieux qui en contiennent, la microflore 

va plutôt d’abord utiliser les exsudats car les composés sont plus facilement dégradables, ce 

qui conduit à une métabolisation réduite du polluant. Le consortium C1 s’avère alors moins 

efficace dans la dégradation du polluant par rapport au consortium C2 puisqu’il présente 

une teneur en BaA plus importante en absence d’exsudats. A la fin de l’exposition (5 

semaines), le plus faible pourcentage de BaA récupéré correspond aux milieux C2 (11,1 %), 

C1+E1 (13,9 %) et C2+CH (15,8 %), suivi par C1+CH (21,8 %) et C1 (22,4 %). Les milieux C1 et 

C1+CH finissent alors par avoir une teneur en contaminant proche de celles des milieux C2 et 
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C2+CH bien qu’ils aient été moins efficaces en début d’exposition. A part pour l’échantillon 

C1+E1, ceci indique que les consortia dégradent mieux le BaA en absence d’autres sources 

de carbone comme cela a été expliqué précedemment. Ainsi, l’entrée en phase stationnaire 

des microorganismes (Figure 59) montre qu’il n’y a certainement plus assez de BaA pour 

maintenir leur croissance. Ensuite, pour les autres échantillons, le pourcentage de BaA 

récupéré ne semble pas dépendre du consortium, du mélange d’exsudats ou de la présence 

du champignon, ce dernier n’ayant également aucun impact dans les milieux sans exsudats.  

 

 

Figure 60. Pourcentage de BaA total récupéré au cours du temps (5 semaines) dans les milieux Bushnell-Haas contenant les 

consortia (C1 et C2) en association ou non avec le champignon (CH) ainsi qu'en présence ou non des deux mélanges 

d'exsudats racinaires (E1 et E2). 

 

Le choix du consortium s’est alors porté sur C2 puisque c’est celui qui a réagi le plus 

rapidement à la présence du BaA. Cependant, il aurait été intéressant de poursuivre plus 

longtemps l’expérience afin d’analyser l’évolution de la teneur en BaA dans les milieux 

contenant les exsudats puisque la croissance des microorganismes était encore en phase 

exponentielle. 
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3.2.2. Evaluation de la microflore des sols 

 

La microflore des sols a été analysée par des techniques de biologie moléculaire afin 

d’évaluer l’impact de la bioaugmentation seule et de son association à la biostimulation et à 

la phyto/rhizoremédiation sur la diversité bactérienne par TTGE, mais aussi sur la densité 

fongique et bactérienne totale ainsi que bactérienne dégradante par qPCR. Il est en effet 

important de suivre ces paramètres lors d’un procédé de remédiation des sols puisque les 

microorganismes jouent un rôle fondamental dans la dégradation des polluants. 

 

3.2.2.1. Diversité bactérienne 

 

Les matrices de dissimilarité obtenues à partir des gels de TTGE ont été analysées par nMDS 

afin de représenter spatialement la distance entre les échantillons. La figure 61 qui 

représente les conditions sans consortium révèle que la diversité bactérienne des différents 

types de sol a évolué en fonction du temps d’exposition. Une diversité similaire entre les 

échantillons à T0 et T1 est toutefois observée, indiquant que les bactéries n’ont pas eu le 

temps d’évoluer puisque seulement 3 jours séparent ces deux prélèvements. En ce qui 

concerne les différents traitements (E1, E2 et MxG), seul le sol en présence de la plante 

(MxG) possède une diversité différente de tous les autres à T2 (15 jours) et T3 (105 jours) 

avec une différence plus marquée à T2. MxG conduit donc à une modification importante de 

la structure des communautés bactériennes contrairement aux mélanges d’exsudats (E1 et 

E2) puisqu’elle libère de nombreux rhizodépôts dont la concentration et la composition 

peuvent changer au cours du temps, ce qui fait du sol rhizosphérique un milieu particulier. A 

la fin de l’exposition, la microflore bactérienne des sols sans MxG a fini par s’adapter à la 

présence du polluant car leur diversité se rapproche de celle avec la plante. Les résultats de 

cette analyse de nMDS révèlent donc que l’ajout des sources de carbones (E1 et E2) n’a pas 

d’effet sur la structure des communautés bactériennes indigènes du sol. Ces résultats sont 

contraires à ceux de Uhlik et ses collaborateurs (2013) où une modification importante de la 

diversité bactérienne a été obtenue dans un sol contaminé par des polychlorobiphényles 

(PCB, polluants organiques) en présence de métabolites secondaires de végétaux (naringine, 

limonène et acide caféique) par rapport à un sol témoin (non amendé en métabolites). 
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Figure 61. Analyse de nMDS réalisée à partir d’une matrice de dissimilarité générée par la présence/absence de phylotypes 

sur les gels TTGE obtenus par amplification (PCR) du gène ARNr 16S. Les analyses de TTGE ont été effectuées pour chaque 

réplicat à partir des extraits d’ADN des sols contaminés sans consortium en présence des mélanges d’exsudats racinaires (E1 

et E2), de la plante (MxG), et en absence de traitement (TN), aux différents temps de prélèvement (T0, T1, T2 et T3). Stress : 

0,0905. 

 

En ce qui concerne l’analyse de nMDS des sols en présence du consortium seul, celle-ci est 

présentée sur la figure 62. Comme pour les conditions sans consortium (Figure 61), un effet 

du temps est observé sur la diversité bactérienne. Cependant, l’apport des microorganismes 

a conduit à une répartition différente des échantillons selon les traitements. En effet, dès T1, 

une différenciation est distinguée entre les échantillons MxG et E2 et les échantillons TN et 

E1, ces derniers étant les plus proches de T0. Ainsi, en seulement 3 jours d’exposition, l’ajout 

du consortium a entrainé une modification importante de la microflore bactérienne des sols 

en présence de MxG et du mélange d’exsudats E2, suggérant une interaction entre ces 

derniers et le consortium. Celle-ci peut s’expliquer, par exemple, par un effet stimulateur 

sélectif de MxG et du mélange E2 envers les microorganismes du consortium, 

l’augmentation de leur croissance entrainant alors un phénomène de compétition entre eux 

et la microflore initiale du sol pour les nutriments. Ce phénomène serait alors responsable 

de la modification de la structure des communautés bactériennes. Après 15 jours 
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d’exposition (T2), seule la diversité du sol planté (MxG) diffère fortement des autres types de 

sol (TN, E1 et E2), confirmant tout de même la spécificité de la rhizosphère. A la fin de 

l’expérimentation (T3), grâce à l’adaptation des microorganismes au cours du temps (105 

jours), la structure des communautés est assez similaire quel que soit le traitement avec une 

différenciation entre les échantillons TN et E1, et les échantillons E2 et MxG comme à T1. 

Cela semble signifier que le mélange E2 se rapproche le plus des conditions rhizosphériques 

de MxG que le mélange E1 lorsque le consortium est présent. Ces résultats indiquent donc 

que la plante produit probablement de l’acide gallique en présence du consortium. L’étude 

de Lee et ses collaborateurs (2014) a montré que les champignons (de la pourriture blanche) 

qui oxydaient l’acide gallique dégradaient mieux les HAP (phénanthrène, anthracène, 

fluoranthène et pyrène). Ainsi, puisque le sol présente déjà des bactéries dégradantes grâce 

au consortium, la plante doit probablement produire de l’acide gallique afin de stimuler 

d’autres microorganismes comme des champignons pour dégrader le BaA. De ce fait, en 

stimulant ces microorganismes, cela modifie la diversité bactérienne des sols. 
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Figure 62. Analyse de nMDS réalisée à partir d’une matrice de dissimilarité générée par la présence/absence de phylotypes 

sur les gels TTGE obtenus par amplification (PCR) du gène ARNr 16S. Les analyses de TTGE ont été effectuées pour chaque 

réplicat à partir des extraits d’ADN des sols contaminés avec consortium en présence des mélanges d’exsudats racinaires (E1 

et E2), de la plante (MxG), et en absence de traitement (TN), aux différents temps de prélèvement (T0, T1, T2 et T3). Stress : 

0,1266. 

 

La représentation spatiale de la distance entre les échantillons possédant le consortium et le 

champignon est présentée sur la figure 63. Encore une fois, le temps d’exposition influence 

la diversité des sols. Un impact encore plus important de l’apport du champignon est 

cependant observé sur la répartition des différents traitements. En effet, après 3 jours 

d’exposition (T1), tous les sols présentent une diversité différente de T0, indiquant que le 

champignon influence très rapidement la structure des communautés bactériennes quel que 

soit le traitement. En effet, un des avantages des espèces fongiques est leur incorporation 

rapide dans la matrice du sol (Sayara et al., 2011). Une différentiation est toutefois 

constatée entre les échantillons MxG et E2, et les échantillons TN et E1 comme pour les sols 

possédant seulement le consortium (Figure 62). En revanche, au prélèvement T2, une toute 

autre répartition des échantillons a été obtenue. Les diversités des sols MxG et E1 se 
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montrent très proches mais différentes de celles des sols E2 et TN qui elles ne sont pas du 

tout similaires entre elles. A la fin de l’exposition (T3), ce même constat est observé avec des 

différences moins marquées. Ainsi, au cours du temps, le mélange d’exsudats E1 permet 

d’obtenir une diversité similaire au sol planté (MxG) en présence du consortium et du 

champignon. Cela confirmerait l’hypothèse émise lors de l’analyse de nMDS des échantillons 

avec le consortium seul (Figure 62) selon laquelle l’acide gallique est produit pour stimuler 

les champignons ayant des capacités de dégradation du BaA. Ainsi, puisque des 

champignons dégradants sont déjà présents dans le sol en raison de l’ajout de l’espèce 

fongique, la plante ne produirait pas ou peu de ce composé. Les sols contenant le mélange 

E2 possèdent donc une diversité différente des sols MxG, E1 et notamment du sol TN car la 

présence d’acide gallique (provenant du mélange E2) a due stimuler davantage les 

champignons ce qui a conduit à une toute autre composition des communautés 

bactériennes (à T2 et T3). 

 

Figure 63. Analyse de nMDS réalisée à partir d’une matrice de dissimilarité générée par la présence/absence de phylotypes 

sur les gels TTGE obtenus par amplification (PCR) du gène ARNr 16S. Les analyses de TTGE ont été effectuées pour chaque 

réplicat à partir des extraits d’ADN des sols contaminés avec consortium et champignon en présence des mélanges 

d’exsudats racinaires (E1 et E2), de la plante (MxG), et en absence de traitement (TN), aux différents temps de prélèvement 

(T0, T1, T2 et T3). Stress : 0,1629. 
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3.2.2.2. Densité microbienne 

 

Des analyses de qPCR ont été réalisées afin d’évaluer la densité microbienne des sols. Les 

gènes ARNr 16S et ARNr 18S ont été ciblés afin d’étudier respectivement la densité 

bactérienne et fongique totale. Dans le but de préciser l’impact de la bioaugmentation seule 

et de son association à la biostimulation et à la phyto/rhizoremédiation sur les 

communautés dégradantes des HAP en général, le nombre de copies de gène PAH-RHDα 

présent chez les bactéries à Gram positif a également été évalué. 

 

3.2.2.2.1. Densité de gènes ARNr 16S 

 

La figure 64 montre le nombre de copies de gène ARNr 16S présent au cours du temps dans 

les sols des différentes modalités (sans consortium, avec consortium, avec consortium et 

champignon) en fonction des traitements qui leurs ont été attribués (TN, E1, E2 et MxG). 

En début d’exposition (T0), aucune différence significative n’a été détectée entre les 

différentes formes de bioaugmentation (sans consortium, avec consortium, avec consortium 

et champignon ; p > 0,05). Au vue de ce résultat, il semblerait que le consortium ne soit pas 

présent dans les sols inoculés. Cependant, un gramme de sol contient en moyenne 109 

bactéries (Van-Camp et al., 2004) et lors de l’inoculation, 107 cellules par gramme de sol ont 

été ajoutées. Ainsi, comme il y a déjà un grand nombre de microorganismes dans le sol, les 

cellules exogènes ont pu être masquées par cette abondance. Aussi, le nombre de copies de 

gène ne représente pas le nombre de bactéries car une à 15 copies peuvent être présentes 

dans le génome (Klappenbach et al., 2001). De ce fait, les sols ne possèdent pas forcément le 

même nombre de microorganismes bactériens. 

Après 3 jours d’exposition (T1), le polluant ne semble pas présenter de toxicité directe sur 

les bactéries car tous les échantillons possèdent un nombre de copies de gène 

significativement plus important qu’au début de l’exposition (T0, p < 0,05), mis à part pour 

l’échantillon TN avec consortium et champignon (Figure 64 C) où aucune évolution du 

nombre de copies n’est observée par rapport à T0 (p > 0,05). Quel que soit le type de sol, il 

n’y a pas de réelles différences entre les traitements ce qui indique que la microflore 

bactérienne n’a pas encore consommée les composés d’exsudats racinaires (E1, E2, MxG). 
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En effet, cela aurait induit une augmentation de sa croissance et donc probablement une 

augmentation du nombre de copies de gène par rapport au sol TN. Une durée de 3 jours 

apparait comme insufisante pour visualiser l’impact de la biostimulation (mélanges 

d’exsudats et MxG). En ce qui concerne la comparaison des différents types de 

bioaugmentation (sans consortium, avec consortium, avec consortium et champignon) en 

fonction des traitements (TN, E1, E2, MxG), seuls les sols plantés avec MxG présentent des 

différences significatives. L’échantillon sans consortium possède un nombre de copies de 

gène ARNr 16S significativement plus faible (2,44.108 ± 2,17.107) que les sols qui ont été 

biaugmentés que ce soit avec le consortium seul (3,42.108 ± 1,53.107) ou avec le consortium 

et le champignon (3,40.108 ± 2,07.107 ; p < 0,05). Ces résultats semblent indiquer que 

l’association de la plante et de la bioaugmentation permet de stimuler davantage la 

croissance bactérienne, révélant alors le synergisme entre MxG et les microorganismes. Ces 

derniers ont montré leurs capacités d’adaptation à l’environnement particulier qu’est la 

rhizosphère grâce notamment au fait qu’ils aient été isolés à partir de sol rhizosphérique 

provenant de MxG, prouvant l’avantage d’utiliser des souches microbiennes indigènes. 

Après 15 jours d’exposition (T2), contraitement à T1, un effet toxique probable du BaA sur la 

microflore bactérienne est observé car l’abondance en gènes ARNr 16S a significativement 

diminué (p < 0,05) pour les sols TN non inoculé (Figure 64 A) et inoculé avec le consortium 

seul (Figure 64 B). L’absence de cet effet au prélèvement T1 pourrait par exemple s’expliquer 

par une non biodisponibilité du polluant. En revanche, la toxicité semble être masquée pour 

ces mêmes sols (sans consortium et avec consortium seul) qui ont été biostimulés (E1, E2, 

MxG ; Figure 64 A et B) car une augmentation significative du nombre de copies de gène a 

été obtenue par rapport à T0 et T1 (p < 0,05) en raison, probablement, d’une stimulation de 

la croissance bactérienne grâce à la présence des nutriments. Seul l’échantillon sans 

consortium présentant le mélange E2 (Figure 64 A) possède une densité de gènes ARNr 16S 

significativement plus faible qu’à T1 (8,25.107 ± 3,20.107 contre 2,52.108 ± 1,97.107 ; p < 

0,05), ce qui semble traduire un impact négatif de l’acide gallique sur les espèces 

bactériennes. Les travaux de Técher (2011) ont en effet suggéré un effet bactériostatique de 

ce composé. D’autres études ont également montré l’effet inhibiteur de l’acide gallique sur 

la croissance bactérienne (Díaz-Gómez et al., 2014; Shao et al., 2015). L’absence de cette 

inhibition au prélèvement T1 pourrait provenir d’une non biodisponibilité du composé car 
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l’étude de Percuoco et Formisano (1982) a montré qu’il pouvait former des complexes dans 

le sol ce qui diminuait sa disponibilité aux microorganismes. Aussi, l’absence d’inhibition 

pour le sol inoculé avec le consortium seul (Figure 64 B) montre que les microorganismes qui 

le composent possèdent certainement une résistance envers l’acide gallique et/ou des 

capacités de dégradation, le composé devenant alors non biodisponible pour impacter 

négativement les espèces bactériennes. En ce qui concerne les sols en présence de 

l’association consortium et champignon (Figure 64 C), les résultats obtenus avec les 

différentes modalités (TN, E1, E2, MxG) s’avèrent fortement différents des autres types de 

sol (sans consortium et avec consoritum). En effet, une augmentation significative du 

nombre de copies de gène ARNr 16S a été observée dans le sol TN par rapport à T1 (4,51.108 

± 1,96.107 contre 1,86.108 ± 7,27.107 ; p < 0,05) et aucune évolution de la quantité de gènes 

n’a été obtenue par rapport à T1 pour les autres traitements (p > 0,05 ; E1, E2, MxG). Ces 

résultats traduisent un effet positif de l’espèce fongique envers le BaA via probablement une 

dégradation de celui-ci et/ou une diminution de sa biodisponibilité par sorption du polluant 

au champignon par exemple (Verdine et al., 2005; Wu et al., 2003). Cependant, en présence 

d’une abondance de nutriments (E1, E2, MxG), la non évolution du nombre de copies de 

gène semble traduire un effet inhbiteur de l’espèce fongique sur la croissance des bactéries 

en raison, probablement, d’une compétition pour les nutriments. Aussi, celle-ci a pu 

conduire les espèces fongiques à produire des substances antibactériennes. Une étude 

menée sur un sol contaminé par des produits pétroliers a par exemple montré que des 

champignons issus de ce sol produisaient des agents antimicrobiens envers les bactéries 

indigènes capables de dégrader les hydrocarbures (Ogbonna et al., 2013). Ce résultat a été 

expliqué, par les auteurs, par une compétition entre les microorganismes dégradants pour 

les ressources nutritives. Lorsque les différents traitements sont comparés (TN, E1, E2, 

MxG), la présence de MxG induit une densité de gènes significativement plus forte (p < 0,05) 

par rapport aux autres échantillons pour les sols sans consortium et avec consortium seul 

(Figure 64 A et B), ce qui montre que la plante semble stimuler davantage la croissance 

bactérienne en raison de ses différents rhizodépots. En revanche, aucune différence réelle 

entre les traitements n’a été observée pour les sols inoculés avec le consortium et le 

champignon (Figure 64 C) ce qui confirme l’impact inhibiteur de ce dernier sur la croissance 

bactérienne. En ce qui concerne la comparaison des différents types de bioaugmentation 

(sans consortium, avec consortium, avec consortium et champignon), un nombre de copies 
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de gène ARNr 16S significativement plus élevé a été obtenu avec l’échantillon TN inoculé 

avec le consortium et le champignon (4,51.108 ± 1,96.107) par rapport aux sols TN non 

inoculé (1,86.108 ± 6,27.107) et en présence du consortium seul (2,46.108 ± 3,44.107 ; p < 

0,05) ce qui semble confirmer l’effet positif du champignon sur le BaA (dégradation et/ou 

diminution de sa biodispinibilité). Pour les autres traitements (E1, E2, MxG), les sols qui 

possédent le consortium seul présentent toujours une densité de gènes significativement 

plus importante que ceux inoculés avec le consortium et le champignon (p < 0,05) ce qui 

conforte l’hypothèse selon laquelle l’espèce fongique présenterait un effet inhibiteur sur la 

croissance des bactéries. 

A la fin de l’expérimentation (T3, 105 jours), une forte augmentation de la densité de gènes 

ARNr 16S significativement différente des autres prélèvements (T0, T1 et T2, p < 0,05) est 

observée pour tous les types de sol. Ce résultat traduit soit l’adaptation au cours du temps 

de la microflore bactérienne à la présence du polluant, soit la dégradation ou la 

séquestration du composé dans le sol, celui-ci devenant alors non biodisponible pour 

affecter les microorganismes. Aussi, cela traduit une adaptation des bactéries à la présence 

du champignon pour les sols inoculés avec le consortium et l’espèce fongique, mais 

également l’adaptation des microorganismes bactériens à la présence de l’acide gallique 

pour l’échantillon E2 sans consortium. L’acide gallique a également pu être dégradé ou 

complexé dans le sol au cours du temps. Pour les sols sans consortium et inoculés avec le 

consortium et le champignon (Figure 64 A et C), une densité de gènes significativement plus 

faible (p < 0,05) a été obtenue pour le mélange E1 par rapport aux autres traitements (TN, 

E2 et MxG) alors qu’aucune différence entre les traitements n’est réellement observée pour 

les échantillons avec consortium seul (Figure 64 B). Ceci semble indiquer qu’un ou des 

composés du mélange E1 (quercétine, apigénine et catéchine) soient devenus légèrement 

bactériostatiques au cours du temps et que la présence d’acide gallique annule cette action 

puisqu’aucun effet n’a été observé pour le mélange E2. Effectivement, Técher (2011) a pu 

observer un effet bactériostatique de l’apigénine qui variait en fonction des cultures 

bactériennes et de la présence des autres molécules (quercétine, catéchine et acide 

gallique). En ce qui concerne la comparaison des différents types de bioaugmentation (sans 

consortium, avec consortium, avec consortium et champignon), une quantité de gènes ARNr 

16S significativement plus élevée a été obtenue pour les échantillons inoculés avec le 
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consortium seul par rapport à ceux sans consortium et inoculé avec le consortium et le 

champignon pour les sols TN et E1 (p < 0,05). Ce résultat montre que la présence du 

consortium stimule davantage la croissance bactérienne et que la souche fongique présente 

probablement toujours un effet inibiteur sur celle-ci. En revanche, aucune différence 

significative n’a été détectée entre les différents types de bioaugmentation pour les sols E2 

et MxG (p > 0,05) ce qui semble traduire que la biostimulation à elle seule suffit pour 

stimuler la croissance des communautés bactériennes et que cet effet masque la stimulation 

provenant de la bioaugmentation.  
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Figure 64. Nombre de gènes ARNr 16S (moyenne ± écart type, n=6) présents dans les sols contaminés sans consortium (A), 

avec consortium (B) et avec consortium plus champignon (C) au cours du temps (de T0 à T3) en présence des mélanges 

d’exsudats racinaires (E1 ou E2), de la plante (MxG) et en absence de traitement (TN). Différentes lettres minuscules 

représentent une différence significative entre T0, T1, T2 et T3 pour chaque traitement (orange : TN, violettes : E1, bleues : 

E2, vertes : MxG, p < 0,05). Différentes lettres majuscules représentent une différence significative entre chaque traitement 

à chaque temps de prélèvement T1, T2 et T3  (p < 0,05). 
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D’une manière générale, la quantité de gènes ARNr 16S a augmenté au cours du temps 

pour tous les échantillons. La biostimulation réalisée à l’aide de MxG présente, 

généralement, une stimulation plus importante de la densité de gènes par rapport aux 

mélanges d’exsudats (E1 et E2), notamment en fin d’exposition (T3). En ce qui concerne la 

bioaugmentation, c’est l’inoculation du consortium seul qui permet, de façon générale, 

d’obtenir une plus grande quantité de gènes par rapport aux sols non inoculés. En effet, 

l’ajout du champignon présente un effet inhibiteur sur l’action positive du consortium en 

raison, probablement, d’un phénomène de compétition pour les nutriments. A la fin de 

l’expérimentaiton (T3), l’abondance en gènes ARNr 16S est davantage stimulée par la 

biostimulation, ce qui masque l’impact de la bioaugmentation.  

 

3.2.2.2.2. Densité de gènes ARNr 18S 

 

La densité de gènes ARNr 18S présente au cours du temps dans les sols des différentes 

modalités (sans consortium, avec consortium, avec consortium et champignon) en fonction 

des traitements qui leurs ont été attribués (TN, E1, E2 et MxG) est présentée sur la figure 65. 

Au début de l’expérimentation (T0), un nombre significativement plus important de gènes 

ARNr 18S a été obtenu dans le sol présentant le consortium et le champignon par rapport au 

sol inoculé avec le consortium seul (p < 0,05). Ceci peut être expliqué par l’ajout de la souche 

fongique, engendrant un apport de gènes plus important. Cependant, aucune différence 

significative n’a été détectée entre ceux deux échantillons et le sol non inoculé (p > 0,05). 

L’apport de la souche n’est peut être pas assez important pour être observé car un gramme 

de sol contient déjà en moyenne 106 champignons (Van-Camp et al., 2004). 

Au prélèvement T1, le nombre de copies de gène n’a pas évolué par rapport à T0 (p > 0,05) 

pour la plupart des sols ce qui semble signifier soit que la biostimulation n’est pas encore 

effective après 3 jours d’exposition en raison certainement d’un délai trop court, soit que ce 

procédé est inefficace. Seul l’échantillon TN avec consortium (Figure 65 B) présente une 

augmentation significative de la quantité de gènes par rapport à T0 (5,04.107 ± 7,20.106 

contre 2,52.107 ± 2,18.106 ; p < 0,05). La présence du consortium semble alors avoir stimuler 

la croissance fongique via par exemple l’émission de composés organiques volatils (Kai et al., 

2008; Vespermann et al., 2007; Wheatley, 2002) afin qu’ils puissent contribuer également à 
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la dégradation du polluant. En revanche, la présence des exsudats (E1, E2 et MxG) dans le sol 

TN avec consortium (Figure 65 B) aurait entrainé une modification de la diversité fongique 

et/ou un phénomène de compétition entre les microorganismes pour les nutriments, 

causant l’élimination de certaines espèces. Au contraire, lorsque le champignon est inoculé 

avec le consortium (Figure 65 C), une diminution du nombre de gènes ARNr 18S est observée 

dans les sols TN (1,49.107 ± 5,89.106) et E1 (2,42.107 ± 2,26.106) par rapport à T0 (3,39.107 ± 

3,67.106 ; p < 0,05). Cependant, il n’y a aucune différence significative entre les traitements 

(p > 0,05), ce qui signifie que la présence du champignon a causé un phénomène de 

compétition encore plus important pour les nutriments, même en absence de biostimulation 

(TN). Cette hypothèse est confortée par les différentes significatives observées entre les sols 

TN sans consortium, avec consortium et avec consortium et champignon. En effet, une 

densité de gènes significativement plus faible a été obtenue pour le sol inoculé avec le 

consortium et le champignon (1,49.107 ± 5,89.106), suivi du sol non inoculé (2,61.107 ± 

1,40.106), puis du sol avec consortium seul (5,04.107 ± 7,20.106 ; p < 0,05). En ce qui 

concerne les autres traitements (E1, E2 et MxG), aucune différence significative n’a été 

déterminée entre les différents types de bioaugmentation (p > 0,05). De ce fait, après 3 jours 

d’exposition, la bioaugmentation ne semble pas affecter la croissance fongique lorsqu’elle 

est associée à la biostimulation, les nutriments permettant certainement une stimulation 

plus importante de la croissance ce qui masque son effet. 

Après 15 jours d’exposition (T2), une diminution significative de la densité de gènes ARNr 

18S est mesurée dans la majorité des sols par rapport à T1 (p < 0,05) ce qui semble traduire 

un impact toxique du BaA envers la microflore fongique. Cette toxicité est cependant moins 

importante en présence du mélange E1 et de la plante pour les sols non inoculés (Figure 65 

A), probablement grâce à une stimulation de champignons dégradants. L’association de 

l’acide gallique aux autres composés (quercétine, apigénine et catéchine) semble alors 

empêcher leur impact positif puisqu’en présence du mélange E2, la toxicité est similaire à 

celle du sol TN (p > 0,05). L’acide gallique peut en effet, inhiber la croissance de nombreux 

champignons des sols (Dix, 1979). Quant aux autres échantillons (E1 avec consortium, TN 

avec consortium et champignon, E1 avec consortium et champignon), aucune évolution de 

l’abondance en gènes ARNr 18S n’a été observée par rapport à T1 (p > 0,05). Les valeurs 

obtenues ne sont cependant pas réellemment différentes de celles des autres traitements. 
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Ainsi, même en présence du consortium bactérien, le BaA entraine un effet toxique sur les 

espèces fongiques. Ceci signifie que les microorganismes du consortium n’ont peut être pas 

encore dégradé le polluant mais qu’ils présentent tout de même un effet positif sur les 

champignons via une stimulation de leur croissance (puisqu’il n’y a aucune réelle différence 

entre les traitements). Pour les sols avec le consortium et le champignon (Figure 65 C), 

comme les résultats sont similaires à ceux des sols avec consortium seul (Figure 65 B), cela 

signifie que la présence du champignon ne semble pas influencer la croissance fongique 

totale. Les échantillons sans consortium TN et E2 présentent une densité de gènes ARNr 18S 

significativement plus faible par rapport aux échantillons inoculés que ce soit avec le 

consortium seul ou avec le consortium et le champignon (p < 0,05). Ce résultat traduit un 

effet positif probable de la bioaugmentation et notamment de son association avec la 

biostimulation du mélange E2 sur la croissance fongique. L’absence de l’effet de la 

bioaugmentation avec le mélange E1 signifie qu’il  n’y a pas de synergisme entre les deux. 

Aussi, l’absence de différences entre les deux types de bioaugmentation (avec consortium, 

avec consortium et champignon) pour les sols sans consortium TN et E2 (p > 0,05), conforte 

l’hypothèse selon laquelle l’inoculation du champignon ne présente pas d’effet sur les 

communautés fongiques totales. Le sol planté avec MxG inoculé avec le consortium et le 

champignon présente toutefois une abondance en gènes significativement plus faible que 

celle du sol inoculé avec le consortium seul (6,51.106 ± 2,51.106 contre 1,50.107 ± 1,68.106 ; p 

< 0,05), mais il n’y a pas de différence significative entre l’échantillon non inoculé et les 

échantillons inoculés (p > 0,05). 

A la fin de l’exposition (T3), le nombre de gènes ARNr 18S a significativement diminué pour 

la plupart des sols par rapport à T2 (p < 0,05) ou n’a pas évolué (p > 0,05), ce qui signifie que 

le BaA présente toujours une toxicité envers les champignons. Seul l’échantillon E2 sans 

consortium présente un nombre de gènes significativement plus élevé qu’à T2 (7,64.106 ± 

3,86.105 contre 3,14.106 ± 1,21.106 ; p < 0,05) mais la valeur reste toujours signficativement 

plus faible que T0 et T1 (p < 0,05) et aucune différence significative n’a réellement été 

observée entre les différents traitements des sols non inoculés (TN, E1, E2, MxG). L’effet 

inhibiteur de l’acide gallique semble alors s’être dissipé au cours du temps puisqu’il n’y a pas 

de diminution significative de la quantité de gènes dans le sol E2 sans consortium. Aussi, la 

biostimalution seule (non associée à la bioaugmentation), ne permet pas de remédier au 
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problème de toxicité du BaA. En revanche, la bioaugmentation seule (non associée à la 

biostimulation) avec le consortium bactérien (sol TN avec consortium, 9,28.106 ± 1,07.106), 

permet d’obtenir un nombre de gènes ARNr 18S significativement plus élevé que les sols non 

inoculé (6,13.106 ± 8,05.105) ou inoculé avec le consortium et le champignon (4,26.106 ± 

4,20.105 ; p < 0,05), ce qui traduit un éventuel effet positif du consortium sur la croissance 

fongique et confirme l’absence d’influence du champignon inoculé. Lorsque la 

bioaugmentation est associée à la biostimulation, les sols E2 et MxG avec consortium 

(5,07.106 ± 4,25.105 et 4,13.106 ± 8,64.105, respectivement ; Figure 65 B), présentent une 

diminution significativement plus importante de la densité de gènes par rapport aux autres 

traitements (TN : 9,28.106 ± 1,07.106 et E1 : 9,07.106 ± 1,39.106 ; p < 0,05). Ceci pourrait alors 

s’expliquer par une plus forte toxicité due à la présence de métabolites de dégradation du 

BaA puisque le métabolisme du composé BaA-3,4-dihydrodiol s’est montré 10 fois plus 

mutagène envers la bactérie Salmonella typhimurium TA 100 que la molécule initale (Wood 

et al., 1976, 1977b). De ce fait, une dégradation plus importante du contaminant dans les 

sols E2 et MxG expliquerait leur plus forte toxicité. Les composés de ces exsudats (E2 et 

MxG) et notamment l’acide gallique seraient alors impliqués dans la stimulation des 

microorganismes dégradants et/ou dans la dégradation co-métabolique du contaminant. 

Aussi, l’association de la bioaugmentation (avec consortium, et avec consortium et 

champignon) et du mélange E2, conduit à un nombre de gènes ARNr 18S significativement 

plus faible (E2 avec consortium : 5,07.106 ± 4,25.105 ; E2 avec consortium et champignon : 

5,45.106 ± 6,25.105) que le sol E2 non inoculé (7,64.106 ± 3,86.105 ; p < 0,05), ce qui confirme 

que cette association permet probablement une meilleure dégradation du polluant. 

Contrairement aux sols inoculés avec le consortium seul où les résultats sont contrastés 

selon les traitements, les échantillons inoculés avec le consortium et le champignon ne 

présentent pas de réelles différences entre eux (TN, E1, E2 et MxG). Ceci confirmerait 

l’implication de la souche fongique dans la dégradation du BaA, et notamment dans celle de 

ses métabolites secondaires produits probablement via l’action du consortium bactérien. La 

métabolisation des intermédiaires de dégradation du BaA conduirait alors à une toxicité 

réduite. 

 

Le tableau 32 présente le pourcentage de gènes ARNr 18S mesuré par rapport aux gènes 

ARNr 16S dans les sols au cours du temps. Quel que soit l’échantillon, le pourcentage de 
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gènes a significativement diminué par rapport à T0 dès 3 jours d’exposition (T1, p < 0,05). 

Celui-ci s’est ensuite maintenu de façon générale pour tous les sols entre les prélèvements 

T1 et T2. A la fin de l’exposition (T3), tous les échantillons présentent un pourcentage de 

gènes ARNr 18S significativement plus faible que T0 (p < 0,05). En revanche, aucune 

différence n’a été détectée entre les traitements (TN, E1, E2 et MxG) que ce soit pour les 

sols sans consortium (SC, p > 0,05), avec consortium (C, p > 0,05) ou avec consortium et 

champignon (C+CH, p > 0,05). Aucune différence significative n’a également été révélée 

entre les différents types de bioaugmentation (SC, C et C+CH) pour tous les traitements (p > 

0,05). Ainsi, la biostimulation (E1, E2 et MxG) et la bioaugmentation (C et C+CH) n’ont pas 

influencé la croissance des champignons, seul le temps a impacté leur développement. Ceci 

confirme la toxicité du BaA au cours du temps envers la microflore fongique, favorisant alors 

le développement des bactéries. 
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Figure 65. Nombre de gènes ARNr 18S (moyenne ± écart type, n=6) présents dans les sols contaminés sans consortium (A), 

avec consortium (B) et avec consortium plus champignon (C) au cours du temps (de T0 à T3) en présence des mélanges 

d’exsudats racinaires (E1 ou E2), de la plante (MxG) et en absence de traitement (TN). Différentes lettres minuscules 

représentent une différence significative entre T0, T1, T2 et T3 pour chaque traitement (orange : TN, violettes : E1, bleues : 

E2, vertes : MxG, p < 0,05). Différentes lettres majuscules représentent une différence significative entre chaque traitement 

à chaque temps de prélèvement T1, T2 et T3  (p < 0,05).
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Tableau 32. Pourcentage de gènes ARNr 18S par rapport aux gènes ARNr 16S (moyenne ± écart type, n=6) au cours du temps (de T0 à T3) dans les sols contaminés sans consortium (SC), avec 

consortium (C) et avec consortium plus champignon (C + CH) en présence des mélanges d’exsudats racinaires (E1 ou E2), de la plante (MxG) et en absence de traitement (TN). Différentes lettres 

minuscules représentent une différence significative entre T0, T1, T2 et T3 pour chaque traitement (orange : TN, violettes : E1, bleues : E2, vertes : MxG, p < 0,05). 

 
SC C C + CH 

 
TN E1 E2 MxG TN E1 E2 MxG TN E1 E2 MxG 

T0 
30,19 ± 1,18 

a 

30,19 ± 1,18 

a 

30,19 ± 1,18 

a 

30,19 ± 1,18 

a 

31,89 ± 1,66 

a 

31,89 ± 1,66 

a 

31,89 ± 1,66 

a 

31,89 ± 1,66 

a 

34,27 ± 2,19 

a 

34,27 ± 2,19 

a 

34,27 ± 2,19 

a 

34,27 ± 2,19 

a 

T1 
8,93 ± 0,69 

 b 

9,62 ± 0,67 

 b 

11,75 ± 0,75 

b 

11,22 ± 1,21 

b 

13,82 ± 0,89 

b 

11,10 ± 0,59 

b 

10,27 ± 0,98 

b 

7,54 ± 0,72 

 b 

5,52 ± 2,19 

b 

8,52 ± 0,31 

 b 

9,69 ± 0,80 

b 

8,14 ± 0,95 

b 

T2 
2,76 ± 0,16 

bc 

3,87 ± 0,41 

bc 

3,82 ± 0,21 

bc 

2,43 ± 0,26 

c 

9,17 ± 0,67 

b 

6,12 ± 0,50 

bc 

3,11 ± 0,26 

bc 

2,13 ± 0,20 

bc 

3,95 ± 0,32 

b 

7,61 ± 0,78 

 b 

4,98 ± 0,62 

bc 

1,72 ± 0,17 

bc 

T3 
0,73 ± 0,07 

 c 

1,42 ± 0,25 

 c 

0,90 ± 0,11 

 c 

0,42 ± 0,05  

c 

0,81 ± 0,09 

c 

0,98 ± 0,07 

c 

0,68 ± 0,08 

c 

0,33 ± 0,05 

 c 

0,45 ± 0,04 

b 

1,06 ± 0,12 

 c 

0,62 ± 0,07 

c 

0,37 ± 0,05 

c 
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De façon générale, la quantité de gènes ARNr 18S a diminué au cours du temps pour tous 

les échantillons, suggérant un effet toxique du BaA et de ses éventuels métabolites de 

dégradation sur les communautés fongiques. La biostimulation réalisée avec le mélange 

d’exsudats E1 permet d’obtenir, généralement, un nombre de copies de gène ARNr 18S 

plus important que MxG, notamment en fin d’exposition (T3). Pour la bioaugmentation, 

l’inoculation avec le consortium seul conduit, de manière générale, à une stimulation plus 

importante de la quantité de gènes par rapport aux sols non inoculés. Quant à l’ajout du 

champignon, celui-ci ne semble pas influencer la densité de gènes. En fin d’exposition (T3), 

l’effet de la bioaugmentation est masqué par la biostimulation, qui stimule, certainement, 

davantage l’abondance en gènes ARNr 18S. Cependant, si la diminution du nombre de 

copies est due à la présence de métabolites de dégradation du BaA, MxG conduirait à une 

dégradation plus importane du composé puisqu’une plus faible quantité de gènes a été 

mesurée dans ces sols à T3. 

 

3.2.2.2.3. Densité de gènes PAH-RHDα GP 

 

Le nombre de copies de gène PAH-RHDα GP présent au cours du temps dans les sols des 

différentes modalités (sans consortium, avec consortium, avec consortium et champignon) 

en fonction des traitements qui leurs ont été attribués (TN, E1, E2 et MxG) est présenté sur 

la figure 66. 

Au début de l’expérimentation (T0), aucune différence significative n’a été décelée entre les 

différents types de bioaugmentation (sans consortium, avec consortium, avec consortium et 

champignon ; p > 0,05). Pour les sols inoculés, une augmentation du nombre de copies de 

gène PAH-RHDα GP aurait pu être attendue en raison de l’ajout du consortium. Ce résultat 

semble alors indiquer que les microorganismes qui le composent ne possèdent pas ou peu le 

gène, leur présence dans le sol n’étant alors pas détectable. 

Au prélèvement T1, une baisse significative de la densité de gènes est observée par rapport 

à T0 pour tous les sols qui n’ont pas été bioaugmentés (p < 0,05, Figure 66 A). Le BaA semble 

alors montrer une toxicité dès 3 jours d’exposition envers les bactéries à Gram positif 

dégradantes qui sont initialement présentes dans la tourbe composant le sol. Bien qu’elles 

possèdent un gène de dégradation des HAP, celui-ci n’est peut être pas encore exprimé. De 
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plus, puisque le gène PAH-RHDα code pour des dioxygénases, d’autres enzymes pourraient 

être impliquées dans la dégradation initiale du BaA telles que les monooxygénases. La 

biostimulation seule (non associée à la bioaugmentation) ne semble alors pas promouvoir le 

développement de ces communautés bactériennes à 3 jours d’exposition. Seul le mélange E2 

(sans consortium) montre un éventuel impact positif car le sol présente une diminution 

significativement moins importante de la densité de gènes par rapport aux autres 

traitements (2,09.105 ± 1,42.104 contre 1,37.105 ± 1,00.104 pour TN, 1,31.105 ± 8,66.103 pour 

E1, et 1,37.105 ± 1,58.104 pour MxG ; p < 0,05). Ceci peut s’expliquer par une stimulation des 

microorganismes dégradants grâce notamment à l’acide gallique, engendrant alors une 

toxicité un peu moins importante. L’influence de cette molécule peut en effet varier (effet 

promoteur ou inhibiteur) selon les microorganismes et la présence d’autres molécules, 

comme cela a été montré dans l’étude de Técher (2011). En revanche, lorsque la 

bioaugmentation et la biostimulation sont associées (Figures 66 B et C), une augmentation 

significative de la quantité de gènes PAH-RHDα GP est observée dans la majorité des sols par 

rapport à T0 (p < 0,05). L’éventuelle toxicité du BaA semble alors s’être dissipée en présence 

du consortium bactérien. Celui-ci a pu par exemple dégrader le composé et/ou modifier sa 

mobilité, le rendant alors non biodisponible aux bactéries indigènes qui apparaissent comme 

étant non résistantes à la toxicité du BaA (Figure 66 A). En effet, les microorganismes 

peuvent produire des surfactants qui vont améliorer la biodisponibilité des polluants (Barkay 

et al., 1999; Gu and Chang, 2001; Zhang et al., 1997) mais ces derniers peuvent se retrouver 

piégés dans les micelles des surfactants (Barkay et al., 1999; Grimberg et al., 1996; Guha and 

Jaffé, 1996; Volkering et al., 1995; Zhang et al., 1997; Zhang and Miller, 1992), ce qui réduit 

finalement leur biodisponibilité. L’augmentation du nombre de copies de gène proviendrait 

alors de la croissance des bactéries indigènes mais également de celles qui composent le 

consortium, indiquant que certaines espèces possèdent le gène PAH-RHDα GP. Ce dernier 

pourrait alors éventuellement être impliqué dans la dégradation du BaA. Aussi, comme de 

nombreux gènes impliqués dans la dégradation des HAP sont localisés dans des plasmides 

(Johnsen et al., 2005), l’augmentation de la densité peut provenir du transfert de gène. 

Lorsque le champignon est associé au consortium, celui-ci semble toutefois réduire 

l’influence positive de ce dernier car la densité de gènes n’a pas significativement augmenté 

pour tous les sols. En effet, celle des échantillons TN et E2 inoculés avec le consortium et le 

champignon n’a pas évolué par rapport à T0 (p > 0,05, Figure 66 C), et il n’y a pas de réelles 
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différences entre les traitements. La souche fongique a pu par exemple inhiber la croissance 

des microorganismes via une compétition pour les nutriments, la conduisant à libérer des 

substances antibactériennes (Ogbonna et al., 2013). Ce phénomène aurait alors induit 

également une baisse de la dégradation du BaA et/ou une augmentation de sa 

biodisponibilité, conduisant à une certaine toxicité due au contaminant. L’impact positif de 

la bioaugmentation et notamment du consortium seul sur la toxicité du BaA est confirmé par 

une abondance en gènes PAH-RHDα GP significativement plus faible dans le sol non inoculé 

par rapport au sol inoculé avec le consortium pour les échantillons TN (1,37.105 ± 1,00.104 

contre 9,23.105 ± 2,92.105 ; p < 0,05), et par une quantité significativement plus faible dans 

le sol non inoculé par rapport aux deux autres sols bioaugmentés (avec consortium, avec 

consortium et champignon) pour les échantillons E1, E2 et MxG (p < 0,05). Le procédé de 

biostimulation quant à lui, ne semble pas ou peu impacter les communautés bactériennes 

dégradantes que ce soit au niveau de leur croissance ou de la dissipation du BaA en raison 

de l’absence de différence significative entre les traitements pour les sols inoculés avec le 

consortium (p > 0,05, Figure 66 B) et de l’absence réelle de différences pour les sols inoculés 

avec le consortium et le champignon (Figure 66 C). Bien que le mélange E2 semble présenter 

un léger effet positif lorsque le sol n’est pas inoculé (Figure 66 A), celui-ci est masqué dans 

les sols bioaugmentés en raison d’un plus fort impact de la bioaugmentation. 

Après 15 jours d’exposition (T2), la quantité de gènes PAH-RHDα GP n’a pas évolué par 

rapport à T1 pour la majorité des sols (p > 0,05), ce qui indique que la toxicité du BaA est 

toujours présente. De plus, l’abondance en gènes a continué de diminuer pour les 

échantillons non inoculés TN et E2 (Figure 66 A), avec une quantité significativement plus 

faible par rapport aux sols E1 et MxG (p < 0,05). L’impact de l’acide gallique à T1 n’était 

finalement pas assez important pour maintenir une croissance suffisante des 

microorganismes. Seul l’échantillon non inoculé avec MxG présente une augmentation 

significative du nombre de copies de gène par rapport à T1 (1,85.105 ± 2,72.104 contre 

1,37.105 ± 1,58.104 ; p < 0,05) mais elle reste cependant significativement moins élevée qu’à 

T0 dont la valeur était de 3,14.105 ± 1,96.104 (p < 0,05). En absence de bioaugmentation, les 

traitements E1 et MxG, et notamment la plante, semblent alors présenter une légère 

amélioration de la croissance des bactéries à Gram positif dégradantes en raison peut être 

d’un impact sur le BaA (dégradation, modification de sa biodisponibilité). L’échantillon E2 du 
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sol inoculé avec le consortium (Figure 66 B) présente également une augmentation de la 

densité de gènes par rapport à T1 (1,19.106 ± 1,86.105  contre 8,83.105 ± 9,63.104 ; p < 0,05) 

mais il n’y a pas de réelle différence entre les traitements. Malgré la stabilisation du nombre 

de copies de gène PAH-RHDα GP en raison probablement de la toxicité du BaA, le procédé de 

bioaugmentation (notamment le consortium) montre toujours un impact positif. En effet, 

tous les sols non inoculés (TN, E1, E2 et MxG), présentent une quantité de gènes 

significativement plus faible que les sols qui ont été bioaugmentés avec le consortium et 

avec le consortium et le champignon (p < 0,05).  

A la fin de l’exposition (T3), une forte augmentation significativement différente de tous les 

autres prélèvements a été obtenue pour tous les sols (p < 0,05). Ces résultats signifient que 

la microflore bactérienne dégradante possédant le gène PAH-RHDα GP s’est adaptée au 

cours du temps via probablement l’expression de ce gène et donc la métabolisation du BaA. 

Aussi, du au processus de vieillisement de la contamination, la biodisponibilité du polluant a 

pu diminuer au cours du temps (Bogan and Sullivan, 2003; Ma et al., 2012a; Nam et al., 

1998), celui-ci devenant alors inaccessible pour impacter les microorganismes. La 

biostimulation à l’aide de MxG montre un impact encore plus positif puisque la densité de 

gènes mesurée dans tous les sols plantés est significativement plus importante que pour 

ceux présentant les autres traitements (p < 0,05). Ceci est du à l’environnement particulier 

créé par les racines dans le sol et notamment grâce aux nombreux rhizodépots qu’elles 

libèrent. En ce qui concerne la bioaugmentation, celle-ci conduit à une abondance de gènes 

PAH-RHDα GP significativement plus importante dans le sol TN inoculé avec le consortium 

seul par rapport au sol inoculé avec le consortium et le champignon (p < 0,05), et dans le sol 

E1 inoculé avec le consortium seul par rapport aux sols non inoculé et inoculé avec le 

consortium et le champignon (p < 0,05). Ces résultats montrent que l’ajout du consortium 

seul impact toujours positivement les communautés bactériennes. Cependant, après 105 

jours d’exposition, la biostimulation à l’aide de MxG semble avoir pris le dessus. 

 

Le tableau 33 présente le pourcentage de gènes PAH-RHDα GP mesuré par rapport aux gènes 

ARNr 16S dans les sols au cours du temps. Quel que soit l’échantillon, les valeurs de 

pourcentage obtenues sont très faibles (de 0,03 ± 0,004 % à 1,10 ± 0,12 %) ce qui signifie 

que les bactéries à Gram positif dégradantes possédant le gène PAH-RHDα GP sont 
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minoritaires par rapport à d’autres espèces bactériennes. Aucune différence significative n’a 

été détectée entre les temps de prélèvement (T0, T1, T2 et T3) au sein d’un même 

échantillon (p > 0,05) ainsi qu’entre les traitements (TN, E1, E2 et MxG) que ce soit pour les 

sols sans consortium (SC, p > 0,05), avec consortium (C, p > 0,05) ou avec consortium et 

champignon (C+CH, p > 0,05). Aucune différence significative n’a également été décelée 

entre les différents types de bioaugmentation (SC, C et C+CH), quel que soit le traitement (p 

> 0,05). Le nombre de gènes PAH-RHDα GP a alors évolué de la même manière que le 

nombre de gènes ARNr 16S. Ce résultat suggère que la bioaugmentation et la biostimulation 

n’ont pas induit une stimulation sélective de ces espèces bactériennes.  
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Figure 66. Nombre de gènes PAH-RHDα GP (moyenne ± écart type, n=6) présents dans les sols contaminés sans consortium 

(A), avec consortium (B) et avec consortium plus champignon (C) au cours du temps (de T0 à T3) en présence des mélanges 

d’exsudats racinaires (E1 ou E2), de la plante (MxG) et en absence de traitement (TN). Différentes lettres minuscules 

représentent une différence significative entre T0, T1, T2 et T3 pour chaque traitement (orange : TN, violettes : E1, bleues : 

E2, vertes : MxG, p < 0,05). Différentes lettres majuscules représentent une différence significative entre chaque traitement 

à chaque temps de prélèvement T1, T2 et T3  (p < 0,05). 
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Tableau 33. Pourcentage de gènes PAH-RHDα GP par rapport aux gènes ARNr 16S (moyenne ± écart type, n=6) au cours du temps (de T0 à T3) dans les sols contaminés sans consortium (SC), 

avec consortium (C) et avec consortium plus champignon (C + CH) en présence des mélanges d’exsudats racinaires (E1 ou E2), de la plante (MxG) et en absence de traitement (TN). 

 
SC C C + CH 

 
TN E1 E2 MxG TN E1 E2 MxG TN E1 E2 MxG 

T0 0,32 ± 0,02 0,32 ± 0,02 0,32 ± 0,02 0,32 ± 0,02 0,31 ± 0,03  0,31 ± 0,03 0,31 ± 0,03 0,31 ± 0,03 0,28 ± 0,03 0,28 ± 0,03 0,28 ± 0,03 0,28 ± 0,03 

T1 0,05 ± 0,005  0,05 ± 0,002 0,09 ± 0,01 0,06 ± 0,01 0,23 ± 0,04 0,32 ± 0,04 0,31 ± 0,02 0,35 ± 0,06 0,14 ± 0,06 0,31 ± 0,02 0,23 ± 0,02 0,35 ± 0,05 

T2 0,03 ± 0,004 0,04 ± 0,004 0,05 ± 0,01 0,03 ± 0,004 0,20 ± 0,03 0,18 ± 0,01 0,26 ± 0,02 0,14 ± 0,04 0,13 ± 0,02 0,25 ± 0,01 0,27 ± 0,03 0,22 ± 0,03 

T3 0,55 ± 0,11 0,42 ± 0,05 0,56 ± 0,06 0,80 ± 0,03 0,55 ± 0,04 0,71 ± 0,04 0,67 ± 0,07 0,88 ± 0,12 0,38 ± 0,05 0,65 ± 0,05 0,42 ± 0,07 1,10 ± 0,12 
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Globalement, le nombre de gènes PAH-RHDα GP a augmenté au cours du temps pour tous 

les échantillons. En fin d’exposition (T3), la biostimulation réalisée avec MxG conduit à un 

nombre de gènes beaucoup plus important par rapport aux autres échantillons (TN, E1 et 

E2). En cours d’exposition, même si les sols bioaugmentés avec le consortium seul 

permettent, de façon générale, d’obtenir une plus grande quantité de gènes que les sols 

non inoculés, leurs effets sont masqués à T3 par l’influence davantage marquée de MxG. 

En ce qui concerne l’association du champignon au consortium bactérien, il semble 

présenter un effet inhibiteur sur l’action positive du consortium en raison, probablement, 

d’un phénomène de compétition pour les nutriments. 

 

3.2.2.3. Conclusion 

 

Bien qu’un effet du temps d’exposition soit clairement visible sur l’évolution de la diversité 

et de la densité microbienne, les deux procédés de remédiation des sols (biostimulation et 

bioaugmentation) impactent également la microflore tellurique. Lorsque le sol n’est pas 

inoculé, seule la biostimulation représentée par MxG influence la diversité bactérienne. En 

revanche, quand la bioaugmentation est appliquée, une modification plus importante de 

la structure des communautés est observée, avec un effet plus marqué des différents 

traitements de biostimulation. En effet, lorsque seul le consortium est inoculé, la diversité 

bactérienne du sol biostimulé avec le mélange d’exsudats E2 se rapporche le plus de celle 

du sol planté avec MxG. En revanche, lorsque le sol est bioaugmenté avec le consortium et 

le champignon, c’est le mélange E1 qui permet d’obtenir une diversité proche de celle du 

sol planté (MxG). Aussi, la présence de l’espèce fongique conduit à une modification 

encore plus importante de la structure des commuanutés bactériennes que lorsque le sol 

est inoculé avec le consortium seul. En ce qui concerne la densité microbienne, le nombre 

de copies de gène a évolué en moyenne de la même façon dans tous les sols, à savoir une 

augmentation de la quantité de gènes ARNr 16S et PAH-RHDα GP au cours du temps, et 

une diminution de la quantité de gènes ARNr 18S. De manière générale, les sols 

bioaugmentés avec le consortium seul ont permis d’obtenir une densité de gènes plus 

importante que les sols non inoculés, traduisant probablement une stimulation plus forte 

de la croissance des microorganismes. En revanche, lorsque la souche fongique Fusarium 

oxysporum est associée au consortium, celle-ci n’a pas vraiment d’influence sur 
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l’abondance en gènes, voire plutôt un effet ihnibiteur sur l’action positive du consortium 

(notamment pour les gènes ARNr 16S et PAH-RHDα GP) via probablement un phénomène 

de compétition pour les nutriments. Pour ce qui est de la biostimulation, bien que des 

effets contrastés puissent parfois apparaitre en cours d’exposition selon les traitements 

(TN, E1, E2 et MxG), un effet très positif de MxG est observé à la fin de l’expérimentation 

(105 jours) pour les gènes bactériens (ARNr 16S et PAH-RHDα GP) avec un nombre de 

copies plus important qu’avec les mélanges d’exsudats (E1 et E2). Après 105 jours 

d’exposition, la biostimulation avec MxG prend alors le dessus sur la bioaugmentation (pas 

d’effet de ce procédé). En revanche, pour le gène ARNr 18S, c’est le mélange d’exsudats E1 

qui permet d’obtenir une plus forte densité de gènes à la fin de l’expérimentation, sans 

aucune influence de la bioaugmentation. Cependant, les résultats obtenus à partir de ce 

gène semblent révéler un éventuel impact négatif des métabolites de dégradation du BaA 

sur les communautés fongiques. Une plus faible abondance en gènes signifierait alors une 

meilleure dégradation du composé. Si tel est le cas, MxG apparait comme étant 

responsable d’une plus forte métabolisation du BaA, avec une fois encore, la non influence 

du procédé de bioaugmentation. Dans tous les cas, l’association des deux méthodes 

(bioaugmentation et biostimulation) n’a jamais conduit à des effets antagonistes. 

 

3.2.3. Evaluation de la dissipation du benzo(a)anthracène 

 

Dans le but de vérifier l’effet de la bioaugmentation et de la biostimulation sur la dissipation 

du BaA, un dosage total du polluant a été réalisé au cours du temps. Afin de déterminer la 

fraction potentiellement dégradable et toxique de celui-ci, un dosage de sa teneur 

biodisponible a également été effectué.  

 

3.2.3.1. Dosage total 

 

La concentration en BaA totale mesurée dans les sols est présentée sur la figure 67. Au 

début de l’expérimentation (T0), la totalité du BaA ajouté dans les sols (50,68 mg.kg-1) n’est 

pas récupérée. En effet, des teneurs en BaA de 34,78 ± 0,52 mg.kg-1, 33,46 ± 0,37 mg.kg-1 et 

35,88 ± 0,36 mg.kg-1 ont été dosées respectivement dans les sols sans consortium (Figure 67 

A), avec consortium (Figure 67 B), et avec consortium et champignon (Figure 67 C). Ceci 
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correspond à un rendement d’environ 68,5 % ce qui est cohérent avec les résultats obtenus 

lors de l’expérimentation de phyto/rhizoremédiation (70,8 % ; Figure 54). Ce rendement 

peut être expliqué comme lors de cette expérience (paragraphe 3.1.4.1.) par un procédé 

d’extraction (soxhlet) non optimal, du notamment au solvant utilisé, et/ou par une forte 

adsorption rapide de molécules de BaA sur les particules de sol lors de la période de 

stockage des échantillons à 4°C pendant 48h entre la contamination du sol et l’extraction du 

HAP. La teneur en BaA retrouvée dans le sol inoculé avec le consortium s’avère 

significativement plus faible que celle obtenue dans le sol inoculé avec le consortium et le 

champignon (p < 0,05). Cependant, aucune différence significative n’est observée entre le 

sol non inoculé et les sols inoculés que ce soit avec le consortium seul ou le consortium et le 

champignon (p > 0,05). Ainsi, à T0, puisqu’il n’y a pas de réelles différences entre les 

échantillons, tous ont un rendement similaire. 

Après 3 jours d’exposition (T1), la concentration de BaA est similaire à celle de T0 pour la 

majorité des sols (p > 0,05). Celle-ci a significativement diminué uniquement pour les sols  

non inoculés TN (28,03 ± 0,88 mg.kg-1), E1 (27,96 ± 0,26 mg.kg-1) et MxG (29,26 ± 1,22 mg.kg-

1) (p < 0,05 ; Figure 67 A), ainsi que pour l’échantillon MxG avec consortium (25,52 ± 0,94 

mg.kg-1) (p < 0,05 ; Figure 67 B). Cependant, il n’existe aucune différence significative entre 

les traitements (TN, E1, E2 et MxG) des sols sans consortium (p > 0,05 ; Figure 67 A) et 

l’échantillon MxG des sols inoculés avec le consortium seul est juste significativement plus 

faible de l’échantillon E2 dont la concentration est de 35,15 ± 0,18 mg.kg-1 (p < 0,05 ; Figure 

67 B). Ces résultats indiquent donc que la baisse de la teneur en polluant dans les sols est 

trop faible (6,76 mg.kg-1 en moyenne) pour pouvoir détecter une réelle différence. Un délai 

de 3 jours apparait comme étant trop court pour observer une dissipation du composé. Ces 

résultats sont similaires à ceux obtenus par Thomas et Cébron (2016) où aucune baisse 

significative de la teneur en phénanthrène n’a été détectée après 2 et 4 jours d’exposition 

que le sol soit nu, non rhizosphérique ou rhizosphérique. Les microorganismes préfèrent 

alors certainement dégrader d’autres sources de carbone plus facilement métabolisables 

que le BaA. C’est pourquoi une augmentation du nombre de copies de gène ARNr 16S a tout 

de même été obtenue pour tous les sols (sauf TN avec consortium et champignon, Figure 64) 

ainsi qu’une augmentation de l’abondance en gènes PAH-RHDα GP pour les sols inoculés 

avec le consortium (Figure 66 B). De plus, ceci pourrait également s’expliquer par une 
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toxicité du BaA envers les microorganismes dégradants puisqu’une non évolution voire une 

baisse de la quantité de gènes ARNr 18S a été observée (Figure 65), ainsi que pour le gène 

PAH-RHDα GP pour certains échantillons (Figure 66). Ces microorganismes n’ont peut être 

pas encore exprimé le gène de dégradation. Aussi, l’absence de dissipation du BaA pourrait 

provenir d’une non biodisponibilité du composé à la microflore. Dans tous les cas, que ce 

soit la biostimulation ou la bioaugmentation, aucun de ces procédés n’a influencé la teneur 

en polluant dans les sols à 3 jours d’exposition. 

Après 15 jours d’exposition (T2), la concentration en BaA a significativement diminué par 

rapport à T1 pour la majorité des sols (p < 0,05) jusqu’à environ 20 mg.kg-1 ce qui représente 

une baisse en polluant d’environ 42 % (par rapport à T0). Seul l’échantillon TN inoculé avec 

le consortium seul (Figure 67 B) et les échantillons E1 et E2 inoculés avec le consortium et le 

champignon (Figure 67 C) présentent une concentration similaire à celle de T1 (p > 0,05). 

Cependant, il n’y a pas de différences significatives entre les traitements (p > 0,05 ; Figures 

67 B et C), comme c’est le cas pour les sols non inoculés (p > 0,05 ; Figure 67 A). Cela signifie 

alors que la biostimulation n’est pas responsable de la dissipation du BaA, ou que son 

implication n’est pas assez forte, notamment pour les sols bioaugmentés puisque des 

différences de concentration apparaissent tout de même par rapport à T1 selon les 

traitements. L’étude de Binet et ses collaborateurs (2000a) a suggéré que la stimulation des 

microorganismes dégradants était plutôt réalisée par le polluant en lui-même que par la 

présence d’une plante. En ce qui concerne la bioaugmentation, seul l’échantillon E1 non 

inoculé possède une dissipation en BaA significativement plus importante que le sol E1 

bioaugmenté avec le consortium seul (19,88 ± 0,43 mg.kg-1 contre 23,28 ± 0,46 mg.kg-1 ; p < 

0,05). Il n’y a en revanche aucune différence significative entre le sol non inoculé et les deux 

sols bioaugmentés (p > 0,05), ce qui signifie que le procédé de bioaugmentation n’a pas de 

réel impact sur la dissipation du BaA, et quelque soit le traitement. La dissipation du polluant 

peut alors provenir d’une métabolisation microbienne du composé. En effet, les résultats 

obtenus lors de l’analyse de qPCR (Figures 64, 65 et 66) suggèrent une éventuelle toxicité 

envers les microorganismes à T2. Celle-ci pourrait alors provenir de la présence de 

métabolites de dégradation du BaA, produits lors de dégradation du composé, plus toxiques 

que la molécule initiale. Une autre hypothèse, serait que le processus de vieillissement de la 

contamination ait conduit à la formation de résidus non extractibles de BaA.  
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A la fin de l’exposition (T3), la teneur en BaA présente dans les sols est en général similaire à 

celle mesurée à T2 (p > 0,05). Malgré une forte hausse du nombre de copies de gènes ARNr 

16S et PAH-RHDα GP par rapport à T2 (Figures  64 A et 66 A), le polluant n’a alors pas été 

plus dégradé. Ceci suggère que la quantité de BaA dosée dans les sols n’engendre plus de 

toxicité envers les bactéries, celles-ci ne le dégradant alors plus préférentiellement. L’étude 

de Bacosa et ses collaborateurs (2010) a par exemple montré qu’un consortium microbien 

utilisait préférentiellement les fractions aromatiques du kérosène qui sont plus toxiques que 

les fractions aliphatiques. Ainsi, les microorganismes doivent certainement dégrader en 

priorité les métabolites de dégradation du BaA qui semblent s’avérer plus toxiques. Ces 

résultats pourraient également s’expliquer par une adaptation des microorganismes au 

cours du temps. Si la dissipation en BaA à T2 est expliquée par la formation de résidus non 

extractibles, cela pourrait également s’expliquer par une concentration en polluant mesurée 

dans les sols non toxique ce qui facilita la croissance de la microflore. 

Un échantillon de chaque modalité (sans consortium, avec consortium, avec consortium et 

champignon) a cependant vu sa concentration significativement augmenter par rapport à T2 

(p < 0,05). Pour les sols non inoculés il s’agit de l’échantillon TN (29,06 ± 1,63 mg.kg-1 contre 

20,72 ± 0,08 mg.kg-1 à T2), et pour les sols bioaugmentés de l’échantillon MxG (28,82 ± 0,71 

mg.kg-1 contre 20,51 ± 0,42 mg.kg-1 à T2 pour les sols inoculés avec le consortium, et 30,97 ± 

2,00 mg.kg-1 contre 18,98 ± 1,92 mg.kg-1 à T2 pour les sols inoculés avec le consortium et le 

champignon). Ces résultats sont confirmés par une concentration significativement 

supérieure en BaA dans ces sols par rapport aux autres traitements (p < 0,05). La teneur des 

échantillons TN sans consortium et MxG avec consortium restent cependant 

significativement inférieure à celle de T0 (26,06 ± 1,63 mg.kg-1 contre 34,78 ± 0,52 mg.kg-1 

pour le sol TN, et 28,81 ± 0,71 mg.kg-1 contre 33,46 ± 0,37 mg.kg-1 pour le sol MxG ; p < 

0,05), alors que celle de l’échantillon MxG avec le consortium et le champignon est devenue 

similaire à celle de T0 (p > 0,05). L’augmentation de la teneur en BaA dans ces sols, pourrait 

provenir d’une augmentation de sa biodisponibilité, traduisant alors une séquestration 

probable du composé dans les sols à T1 et T2. Ainsi, pour l’échantillon TN non inoculé, cela 

suggère que certaines molécules composant les exsudats (E1, E2 et MxG) ont sélectionné 

des microorganismes qui produisent des surfactants, rendant alors le polluant biodisponible, 

et/ou qu’elles ont induit une modification du pH ce qui a engendré une modification de la 

biodisponibilité du BaA. Pour les sols bioaugmentés (avec consortium et, avec consortium et 
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champignon), la non biodisponibilité du contaminant à T1 et T2 semble provenir de la 

présence du consortium dans le sol planté, celui-ci ayant certainement favorisé la sorption 

du BaA sur les racines par la production d’autres types de surfactant. L’augmentation de la 

biodisponibilité aurait alors conduit à une fixation racinaire. De plus, la présence de 

l’inoculum a pu causer une modification du pH du sol plus importante en présence de la 

plante (en raison de ses nombreux rhizodépots) ce qui a causé une fixation du BaA sur les 

racines et/ou les particules de sol. Cette hypothèse est confortée par la comparaison des 

différents types de bioaugmentation, où une teneur en polluant significativement plus 

importante a été retrouvée dans le sol TN non inoculé par rapport aux sols bioaugmentés 

(29,06 ± 1,63 mg.kg-1 contre 18,30 ± 0,76 mg.kg-1 pour le sol inoculé avec le consortium et 

20,25 ± 1,18 mg.kg-1 pour le sol inoculé avec le consortium et le champignon ; p < 0,05), et 

une concentration en BaA significativement plus faible dans le sol planté par MxG non 

inoculé par rapport aux sols bioaugmentés (18,19 ± 0,44 mg.kg-1 contre 28,82 ± 0,71 mg.kg-1 

pour le sol inoculé avec le consortium et 30,97 ± 2,00 mg.kg-1 pour le sol inoculé avec le 

consortium et le champignon ; p < 0,05).  
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Figure 67. Concentration en BaA totale (mg.kg
-1

 sol sec, moyenne ± écart type, n=3) mesurée dans les sols contaminés sans 

consortium (A), avec consortium (B) et avec consortium plus champignon (C) au cours du temps (de T0 à T3) en présence des 

mélanges d’exsudats racinaires (E1 ou E2), de la plante (MxG) et en absence de traitement (TN). Différentes lettres 

minuscules représentent une différence significative entre T0, T1, T2 et T3 pour chaque traitement (orange : TN, violettes : 

E1, bleues : E2, vertes : MxG, p < 0,05). Différentes lettres majuscules représentent une différence significative entre chaque 

traitement à chaque temps de prélèvement T1, T2 et T3  (p < 0,05).
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3.2.3.2. Dosage des fractions biodisponibles 

 

Le dosage des fractions biodisponibles du BaA (dissous et facilement désorbable) dans les 

sols en début et en fin d’expérimentation est présenté dans le tableau 34. 

 A T0, quelles que soient les conditions du sol (SC : sans consortium, C : avec consortium ou 

C+CH : avec consortium et champignon), environ 50 % du BaA ajouté (par rappot à la teneur 

en BaA ajoutée dans les sols : 50,68 mg.kg-1) se trouve sous forme biodisponible et de façon 

majoritaire dans la fraction facilement désorbable. Ces résultats sont proches de ceux 

obtenus lors de l’expérience de phyto/rhizoremédiation (paragraphe 3.1.4.2.) avec 44 % du 

polluant se trouvant dans ses deux fractions à T0 (Figure 55). La faible teneur dans la fraction 

dissoute est due au caractère hydrophobe du polluant. Seul le sol inoculé avec le consortium 

et le champignon (C+CH) ne présente pas de différences significatives entre les deux 

fractions (p > 0,05). En début d’exposition (T0), la bioaugmentation ne présente aucune 

influence sur la biodisponibilité du composé puisqu’aucune différence significative n’a été 

détectée, quelle que soit la fraction  (p > 0,05). 

A la fin de l’exposition (T3), d’une manière générale, tous les échantillons possèdent une 

concentration en BaA significativement plus élevée dans la fraction désorbable (p < 0,05). 

Les exceptions concernent le sol E2 inoculé avec le consortium (C, p > 0,05) et le sol E1 

inoculé avec le consortium et le champignon (C+CH, p > 0,05). Encore une fois, la faible 

solubilité du BaA dans l’eau explique sa faible concentration dans la fraction dissoute. De 

plus, quel que soit l’échantillon, aucune différence significative n’a été détectée entre T0 et 

T3 pour cette fraction (p > 0,05), soulignant bien son caractère hydrophobe. Aussi, aucune 

évolution de la teneur en BaA facilement désorbable n’a été observée entre T0 et T3 pour 

tous les sols non inoculés (p > 0,05) bien qu’une différence significative existe entre les 

échantillons E1 et MxG non inoculés (p < 0,05). Ainsi, en absence de bioaugmentation, la 

quantité de BaA biodisponible s’est maintenue au cours du temps, la biostimulation (E1, E2 

et MxG) n’ayant eu aucun effet réel. De ce fait, l’hypothèse de l’absence de l’augmentation 

de la teneur en polluant total dans les sols E1, E2 et MxG par rapport au sol TN à T3 (Figure 

67 A) ne peut pas être expliquée par une biodisponibilité plus élevée du BaA grâce aux 

exsudats. Il semblerait plutôt que le polluant soit toujours séquestré dans les sols subissant 

la biostimulation (comme à T2, Figure 67 A) en raison certainement d’une présence plus 
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importante de matière organique grâce à une activité microbienne plus importante. En 

revanche, à T3, pour les sols inoculés avec le consortium seul (C), une augmentation 

significative de la teneur en polluant a été mesurée par rapport à T0 dans la fraction 

désorbable pour les échantillons TN, E1 et E2 (p < 0,05), le sol planté (MxG) ne présentant 

pas d’évolution (p > 0,05). De plus, les sols TN et E1 possèdent une concentration 

significativement plus élevée que le sol MxG (p < 0,05). De ce fait, la présence du consortium 

a conduit à une augmentation de la partie désorbable du BaA dans le sol grâce certainement 

à la production de surfactants. La présence de la plante semble avoir inhibé cet effet via 

probablement une sorption du polluant sur ses racines et/ou les particules de sol comme 

cela a été suggéré lors de l’analyse du dosage total en BaA (Figure 67 B). Néanmoins, aucune 

différence significative n’a été observée entre les différents types de bioaugmentation (SC, 

C, C + CH) en ce qui concerne la fraction facilement désorbable mais également dissoute (p > 

0,05), ce qui suggère que l’effet du consortium n’est pas assez important pour qu’une 

différence significative puisse être détectée. Pour les sols inoculés avec le consortium et le 

champignon (C+CH), cette fois ci, seul le sol planté (MxG) contient une quantité en BaA 

facilement désorbable significativement plus élevée à T3 qu’à T0 (p < 0,05). Cependant, cette 

teneur s’avère significativement plus faible que les sols TN et E1 (p < 0,05). Ainsi, il n’y a pas 

de réelle évolution de la concentration en BaA facilement désorbable dans les sols inoculés 

avec le consortium associé au champignon et il n’y a pas d’influence claire de la 

biostimulation. La présence du champignon semble en être responsable, probablement via 

une inhibition de la croissance bactérienne comme cela a déjà été suggéré lors des analyses 

de qPCR. Cela aurait alors engendré une réduction de la présence de surfactants produits 

par les microorganismes du consortium. De ce fait, les molécules de BaA dans les sols TN, E1 

et E2 des sols inoculés avec le consortium et le champignon seraient alors toujours 

séquestrées dans le sol (comme à T2, Figure 67 C). Ceci pourrait par exemple s’expliquer par 

un pH plus faible que dans le sol planté (MxG), conduisant à une augmentation de 

l’adsorption du HAP. 
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Tableau 34. Concentrations en BaA dissous et facilement désorbable (mg.kg
-1

 sol sec, moyenne ± écart type, n=3) mesurées 

dans les sols contaminés sans consortium (SC), avec consortium (C) et avec consortium plus champignon (C+CH) à T0 et T3 

en présence des mélanges d’exsudats racinaires (E1 ou E2), de la plante (MxG) et en absence de traitement (TN). La 

présence d’un astérisque représente une différence significative entre le BaA dissous et facilement désorbable pour chaque 

échantillon (p < 0,05). Différentes lettres minuscules représentent une différence significative entre chaque traitement pour 

chaque fraction biodisponible et chaque type de sol (p < 0,05). Différentes lettres majuscules représentent une différence 

significative entre T0 et T3 pour chaque échantillon et chaque fraction biodisponible (p < 0,05). 

  
T0 T3 

  
BaA dissous 

BaA facilement 

désorbable 
BaA dissous 

BaA facilement 

désorbable 

SC 

TN 

2,96 ± 0,52 * 22,67 ± 0,75 

3,40 ± 0,83 * 31,39 ± 3,37 ab 

E1 1,64 ± 0,24 * 48,54 ± 8,54 a 

E2 2,93 ± 1,07 * 28,13 ± 1,71 ab 

MxG 2,33 ± 0,26 * 21,52 ± 2,97 b 

C 

TN 

2,92 ± 0,91 * 20,77 ± 0,64 A 

1,36 ± 0,13 * 28,84 ± 1,80 a B 

E1 1,51 ± 0,05 * 29,13 ± 0,54 a B 

E2 2,23 ± 0,83 25,74 ± ,85 ab B 

MxG 2,45 ± 0,61 * 22,55 ± 0,31 b A 

C + CH 

TN 

6,35 ± 1,90 20,47 ± 1,05 A 

1,36 ± 0,17 * 34,28 ± 5,32 a A 

E1 2,53 ± 0,63 29,30 ± 0,73 a A 

E2 1,51 ± 0,10 * 22,68 ± 0,47 b A 

MxG 5,56 ± 2,97 * 26,43 ± 0,70 b B 

 

3.2.3.3. Conclusion 

 

D’une manière générale, une baisse de la teneur totale en BaA a été obtenue pour tous les 

sols à 15 jours d’exposition (T2). Cette dissipation peut être expliquée par une dégradation 

microbienne du composé, celle-ci étant alors cohérente avec les résultats obtenus lors des 

analyses de qPCR. En effet, une éventuelle toxicité du polluant a été observée au niveau 

de la densité des gènes microbiens, ce qui conforterait l’hypothèse de la présence de 

métabolites de dégradation plus toxiques que la molécule initiale en raison de la 

métabolisation du composé. La dissipation de la teneur en polluant peut néanmoins être 

également expliquée par la séquestration du BaA dans le sol et la formation possible de 

résidus non extractibles. En effet, les résultats des dosages totaux à la fin de l’exposition 

(T3) ont témoigné d’une éventuelle séquestration du composé dans le sol à T2 pour les 

échantillons TN sans consortium, MxG avec consortium et MxG avec consortium et 

champignon. Pour le sol TN non inoculé, les mesures de biodisponibilité ont finalement 



 

231 
 

montré que le BaA semblait séquestré pour l’ensemble des échantillons non inoculés et de 

façon plus importante pour les sols biostimulés en raison certainement d’une teneur plus 

élevée en matière organique. En revanche, même si son effet n’est pas assez important, la 

présence du consortium bactérien induirait la production de surfactants, augmentant alors 

la biodisponibilité du BaA dans le sol. Celle-ci serait cependant inhibée par la présence de 

la plante (MxG) en raison d’une éventuelle sorption sur les racines et/ou les particules de 

sol via une modification du pH par exemple. Cette hypothèse expliquerait alors les 

résultats obtenus pour l’échantillon MxG avec consortium et suggererait une éventuelle 

dégradation microbienne du polluant pour les autres échantillons inoculés avec le 

consortium (TN, E1 et E2). Néanmoins, les résultats des analyses de biodisponibilité du 

BaA pour l’échantillon MxG avec le consortium et le champignon, semblent montrer que la 

présence de la souche fongique, Fusarium oxysporum, inhibe la croissance du consortium 

bactérien, ce qui réduirait la production de surfactants. De ce fait, le polluant serait 

séquestré pour l’ensemble des échantillons inoculés avec le consortium et le champignon, 

et de façon plus importante pour les sols TN, E1 et E2 en raison probablement d’un pH plus 

faible que celui du sol planté (MxG). 

 

3.2.4. Evaluation de la toxicité des sols 

 

L’évolution de la toxicité des sols en début (T0) et en fin d’expérimentation (T3) a été 

analysée par un des tests d’écotoxicité qui s’est montré le plus sensible lors de l’expérience 

de phyto/rhizoremédiation (paragraphe 3.1.5.), à savoir l’essai chronique avec l’orge, afin 

d’évaluer l’impact de la bioaugmentation et de son association à la biostimulation sur le 

caractère toxique du BaA (Tableau 3). 

Au début de l’expérimentation (T0), le polluant présente une toxicité envers la germination 

des graines d’orge puisqu’un taux d’émergence significativement plus faible a été mesuré 

par rapport à T3 pour tous les échantillons (p < 0,05). Ce résultat est cohérent avec celui 

obtenu par l’expérience de phyto/rhizoremédiation où un impact toxique du BaA a été 

révélé à T0 avec un taux d’émergence de 62,5 ± 12,5 % (Figure 56). Cette toxicité peut 

s’expliquer par la biodisponibilité du BaA, environ 50 % de celui-ci se trouvant sous forme 

biodisponible (Tableau 33). Le composé a alors pu pénétrer les graines et affecter leur 

système enzymatique comme dans l’étude de Kummerová et Kmentová (2004) où la 
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présence de fluoranthène dans l’endosperme de graines a inhibé l’activité de l’acide 

gibbérellique ainsi que de plusieurs enzymes hydrolytiques, affectant alors l’assimilation 

d’eau. Aussi, à cause du caractère hydrophobe du polluant, celui-ci a pu s’adsorber à la 

surface des graines ce qui a pu réduire la prise d’eau. A T3, aucun des procédés de 

remédiation (boaugmentation, biostimulation) ne semble avoir influencé la réduction de 

toxicité puisqu’aucune différence significative n’a été obtenue entre les différents 

traitements (TN, E1, E2 et MxG) et entre les différentes modalités de bioaugmentation (SC, C 

et C+CH) quel que soit le sol (p > 0,05). Cela proviendrait alors de la baisse de la teneur 

totale en BaA en fin d’expérimentation (Figure 67), celle-ci ne provoquant alors plus de 

toxicité en raison d’une dégradation et/ou d’une séquestration dans le sol. Aussi, comme la 

concentration en polluant biodisponible reste d’une manière générale similaire à celle de T0 

(Tableau 33), cela pourrait également être expliqué par un piégeage de molécules de BaA 

dans les micelles de surfactants produits par les microorganismes, ce qui au final réduirait 

leur biodisponibilité. 

En revanche, l’effet inverse est observé pour la biomasse des pousses. En effet, une baisse 

significative de la masse de pousses sèches a été déterminée à T3 par rapport à T0 pour tous 

les échantillons (p < 0,05). Malgré une différence significative entre les traitements TN et 

MxG des sols inoculés avec le consortium (C, p < 0,05), aucun effet de la biostimulation n’a 

été reporté quel que soit le type de sol (SC, C et C+CH ; p > 0,05). Aussi, aucune différence 

significative n’a été déterminée en ce qui concerne le procédé de bioaugmentation (p > 

0,05). Ces résultats sont contradictoires avec ceux obtenus lors de l’expérience de 

phyto/rhizoremédiation car aucune toxicité n’avait été révélée au niveau de la biomasse des 

pousses (Figure 57). En revanche, le temps d’exposition de cette expérimentation était plus 

long (365 jours contre 105 jours). La toxicité observée pourrait alors provenir de la présence 

de métabolites de dégradation du BaA plus toxiques que le composé initial mais également 

plus solubles. Ainsi, les molécules ont pu être prélevées par les racines, transloquées dans 

les plants d’orge et ainsi affecter leur croissance. Ces résultats sont en accord avec ceux de 

l’étude de Eom et ses  collaborateurs (2007) où dans un sol contaminé aux HAP (2634 mg.kg-

1), la croissance des plantes (laitue et choux chinois) a été inhibée à la fin de l’exposition du 

test d’écotoxicité contrairement à la germination. 
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Tableau 35. Pourcentage d’émergence des graines d’orge exposées pendant 4 jours (moyenne ± écart type, n=4) et biomasse 

des pousses exposées pendant 14 jours après l’émergence des graines (moyenne ± écart type, n=4) dans les sols contaminés 

sans consortium (SC), avec consortium (C) et avec consortium plus champignon (C+CH) à T0 et T3 en présence des mélanges 

d’exsudats racinaires (E1 ou E2), de la plante (MxG) et en absence de traitement (TN). La présence d’un astérisque 

représente une différence significative entre T0 et T3  pour chaque échantillon et chaque mesure (émergence, biomasse) (p < 

0,05). Différentes lettres minuscules représentent une différence significative entre chaque traitement pour chaque mesure 

(émergence, biomasse) et chaque type de sol (p < 0,05).  

  
  Emergence (%) Biomasse (g) 

T0 64,58 ± 6,25 0,219 ± 0,007 

T3 

SC 

TN 89,58 ± 3,99 * 0,118 ± 0,007 * 

E1 91,67 ± 3,40 * 0,104 ± 0,007 * 

E2 95,83 ± 2,41 * 0,097 ± 0,006 * 

MxG 95,83 ± 2,41 * 0,109 ± 0,007 * 

C 

TN 95,83 ± 2,41 * 0,108 ± 0,007 * a 

E1 91,67 ± 3,40 * 0,115 ± 0,004 * ab 

E2 91,67 ± 5,89 * 0,112 ± 0,003 * ab 

MxG 95,83 ± 2,41 * 0,133 ± 0,007 * b 

C + CH 

TN 95,83 ± 2,41 * 0,127 ± 0,007 * 

E1 87,5 ± 2,41 * 0,109 ± 0,002 * 

E2 95,83 ± 2,41 * 0,121 ± 0,009 * 

MxG 85,41 ± 5,24 * 0,107 ± 0,009 * 

 

Au début de l’expérimentation (T0), le BaA présente une toxité envers la germination des 

graines d’orge. A la fin de l’exposition (T3), celle-ci s’est dissipée grâce certainement à la 

diminution de la concentration en polluant. En revanche, à T3, la production de biomasse a 

été réduite alors qu’aucune toxicité n’a été observée à T0. La biomasse pourrait alors être 

un marqueur plus sensible que la germination, traduisant la présence éventuelle de 

métabolites de dégradation du BaA. 

 

3.2.5. Conclusion générale 

 

Le BaA présent à une concentration de 50,68 mg.kg-1 (concentration ajoutée dans le sol) en 

début d’exposition (T0), montre une toxicité envers l’émergence des graines d’orge, la 

biomasse des pousses étant moins sensible. Cette toxicité, peut s’expliquer notamment 

par la présence d’environ 50 % de la concentration totale en BaA (par rapport à ce qui a 

été ajouté dans le sol, soit 50,68 mg.kg-1) sous forme biodisponible (fractions dissoute et 

facilement désorbable). Après 105 jours d’exposition (T3, fin d’exposition), le caractère 
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toxique du polluant vis-à-vis de l’émergence s’est dissipé pour laisser place à une toxicité 

envers la biomasse des pousses. La plus faible teneur en BaA mesurée dans la majorité des 

sols par rapport en début d’expérimentation (environ 22 mg.kg-1 en moyenne contre 35 

mg.kg-1 en moyenne) semble expliquer ce phénomène. Même si la biodisponibilité du 

composé (fractions dissoute et facilement désorbable) s’avère similaire à celle de T0, voire 

plus importante pour certains échantillons (sols avec consortium TN, E1 et E2), la réduction 

de la teneur totale en polluant a conduit à une concentration qui ne présente plus de 

toxicité envers les graines d’orge (émergence). De plus, parmi le BaA biodisponible, 

certaines molécules ont pu être piégées dans les micelles des surfactants produits par la 

microflore, devenant alors au final, non biodisponibles. La dissipation de la teneur totale 

en polluant peut provenir d’une dégradation microbienne du composé, la formation de 

métabolites de dégradation conduisant alors à une toxicité plus importante que la 

molécule initiale. Les intermédiaires de dégradation auraient pu affecter la biomasse des 

pousses d’orge, celles-ci s’avérant alors plus sensibles aux métabolites. Cette hypothèse 

expliquerait également la baisse de la croissance fongique totale dans les sols, due à une 

diminution du nombre de copies de gènes ARNr 18S au cours du temps ainsi que du ratio 

ARNr 18S/ARNr 16S. De plus, une forte augmentation du nombre de copies de gènes ARNr 

16S et PAH-RHDα GP a été obtenue dans les sols en fin d’exposition, ce qui laisse suggérer 

une augmentation de la croissance de ces microorganismes, engendrant une 

métabolisation du BaA. La dégradation du contaminant serait alors plus importante dans 

le sol planté par MxG puisqu’une plus forte augmentation de la quantité de gènes ARNr 

16S et PAH-RHDα GP a été obtenue par rapport aux autres traitements (TN, E1 et E2) pour 

tous les sols (non inoculé, inoculé avec le consortium, inoculé avec le consortium et le 

champignon) en fin d’exposition, ainsi qu’une diminution plus importante de l’abondance 

en gènes ARNr 18S. L’impact de la bioaugmentation a probablement était masqué par 

l’influence de la plante puisque des effets de ce procédé ont pu être observé au cours du 

temps, avec de façon générale, la présence d’un nombre de copies de gènes plus 

important (ARNr 16S et PAH-RHDα GP) ou plus faible (ARNr 18S) dans les sols inoculés avec 

le consortium seul que dans les sols non inoculés. La présence de la souche fongique, 

Fusarium oxysporum, semble en effet ne pas impacter la croissance des microorganismes, 

voire présenter un effet ihnibiteur. 
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La dissipation de la teneur totale en polluant peut toutefois aussi s’expliquer par la 

séquestration du composé dans le sol et la formation de résidus non extractibles. En effet, 

les résultats des dosages totaux de BaA à la fin de l’expérimentation, ont révélé que pour 

certains échantillons, le composé se trouvait finalement séquestré dans le sol (non 

extractible au soxhlet) puisque la teneur mesurée avait augmenté par rapport au 

précédent point de prélèvement (T2 : 15 jours). Les résultats des dosages de 

biodisponibilité montrent que la majeure partie de la diminution de la teneur en BaA 

serait plutôt expliquée par une séquestration pour tous les échantillons non inoculés et 

inoculés avec le consortium et le champignon. En revanche, la présence seule du 

consortium bactérien aurait conduit à une amélioration de la biodisponibilité du composé 

via la production de surfactants, ce qui aurait engendré une plus forte dégradation du BaA 

par rapport aux autres sols. La présence de la souche fongique aurait probablement induit 

une inhibition de la croissance des microorganismes du consortium, diminuant ainsi la 

présence de surfactants. Ce caractère inhibiteur du champignon a notamment pu être 

observé pour certains échantillons, au cours du temps, lors des analyses de densités de 

gènes microbiens, par une diminution du nombre de copies. L’association de MxG à la 

bioaugmentation impacte toutefois la biodisponibilité du composé. Pour les sols inoculés 

avec le consortium seul, il semble y avoir une fixation du polluant sur les racines de la 

plante et/ou une adsoprtion plus importante sur les particules de sol due à une 

modification du pH par exemple. En ce qui concerne les sols inoculés avec le consortium et 

le champignon, cette association conduirait plutôt à une meilleure désorption du 

contaminant via également une modification du pH. Ce sont les seuls résultats où une 

influence réelle de l’association des deux procédés de remédiation a pu être observée.  

Dans le but d’améliorer la dissipation du BaA, le choix du procédé se porterait alors plutôt 

sur la biostimulation seule, à l’aide de MxG, les mélanges d’exsudats n’ayant au final (fin 

d’exposition) aucune réelle influence.  
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4. CONCLUSION GENERALE 
 

Le but de ces travaux de thèse était d’étudier l’impact de MxG sur la dissipation du BaA, un 

HAP peu considéré en remédiation, à partir d’un sol artificiellement contaminé et d’en 

expliquer les mécanismes par une approche multidisciplinaire. Deux expérimentations 

avaient alors été mises en place afin d’analyser directement l’influence de la plante dans sa 

rhizosphère et indirectement en utilisant des composés présents dans ses exsudats 

racinaires ainsi que des microorganismes associés à sa rhizosphère ayant des capacités 

catalytiques de dégradation du BaA. 

Les résultats obtenus ont montré que la plante MxG tolèrait la présence du BaA malgré une 

toxicité du sol et conduisait à une dissipation 3 fois plus importante de la concentration en 

polluant dans sa rhizosphère après 12 mois d’exposition. Cette stimulation est due à une 

augmentation de la biodisponibilité du contaminant ainsi qu’à une influence positive sur la 

microflore tellurique via une modification de la structure des communautés bactériennes et 

une stimulation de la croissance des microorganismes conduisant probablement à une 

sélection de microorganismes spécifiques impliqués dans le processus de bioremédiation. 

Afin d’approfondir ces résultats, il serait interessant de dessiner des amorces qui ciblent des 

gènes de dégradation du BaA dans le but de suivre spécifiquement cette microflore mais 

également d’étudier l’expression de ces gènes en dosant directement les enzymes de 

dégradation ou les ARN messagers qui permettent leur synthèse. En effet, la quantification 

des gènes permet uniquement d’appréhender le potentiel génétique de dégradation des 

communautés microbiennes puisque les enzymes peuvent ne pas être synthétisées. De plus, 

il serait intéressant de doser les métabolites de dégradation du BaA afin de confirmer la 

dégradation microbienne du composé. Par la suite, des essais avec du sol provenant de sites 

contaminés permettraient d’évaluer les capacités de dissipation du BaA par MxG en 

conditions réelles avec les potentielles interactions pouvant intervenir par la présence 

d’autres contaminants. En effet, les sols pollués sont souvent caractérisés par une 

contamination multiple (présence d’autres molécules organiques et/ou de métaux). Aussi, il 

serait interessant de quantifier la présence éventuelle du polluant dans les parties aériennes 

de l’espèce végétale par marquage isotopique du composé. Ainsi, en absence de 

translocation du polluant dans la plante, MxG pourrait être cultivée sur des sols pollués car 



 

238 
 

elle apparait comme étant prometteuse pour améliorer la dissipation des HAP, et 

notamment des composés récalcitrants, et être valorisée par différentes voies (bioénergies, 

biomatériaux,…). La phyto/rhizoremédiation de friches industrielles à l’aide de MxG 

permettrait alors d’utiliser ces sites qui sont abandonnés, de les dépolluer, d’améliorer la 

qualité de leur sol et de valoriser la biomasse produite.  De ce fait, cette démarche 

génèrerait une économie circulaire.  

En revanche, les essais de bioaugmentation/biostimulation ont surtout montré une influence 

positive de la plante seule. Ceci souligne la complexité des mécanismes rhizosphériques mais 

également l’importance du choix des souches microbiennes et des composés nutritifs ainsi 

que de leurs associations lors de ce type de procédés. Il serait alors interessant par la suite 

d’améliorer cette expérimentation en testant des concentrations plus importantes 

(cellulaires et exsudats) et d’utiliser une échelle de temps plus longue comme pour 

l’expérience de phyto/rhizoremédiation. Aussi, l’étude d’autres composés racinaires de MxG 

avec différentes combinaisons permettrait d’approfondir les connaissances au niveau de 

l’influence rhizosphérique de MxG dans la biodégradation des HAP. D’autres 

microorganismes pourraient également être testés comme par exemple le deuxième 

consortium qui avait été isolé lors de la première expérimentation. De plus, comme le 

procédé de phyto/rhizoremédiation est un processus long, il serait intéressant d’analyser les 

effets du couplage de l’ensemble des méthodes (bioaugmentation, biostimulation et 

phyto/rhizoremédiation) afin de l’accélérer dans l’optique d’utiliser MxG sur des friches 

industrielles.  
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6. ANNEXES 
 

Annexe 1. Gel TTGE réalisé à partir des réplicats 2 des échantillons d’ADN 

provenant de l’expérience de phyto/rhizoremédiation 
 

 

 

Annexe 2. Composition du milieu de culture Super Optimal Broth (SOC) 
 

Pour 1 L de milieu : 

Bacto-tryptone : 20 g (2 %) 

Extrait de levure : 5 g (0,5 %) 

Chlorure de sodium : 0,58 g (10 mM) 

Chlorure de potassium : 0,19 g (2,5 mM) 

Chlorure de magnésium : 0,95 g (10 mM) 

Sulfate de magnesium : 2,46 g (10 mM) 

Glucose : 3,60 g (20 mM) 

Eau distillée : jusqu’à 1 L 
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Annexe 3. Préparation des boîtes LB/Ampicilline/IPTG/X-Gal 

 

Composition du milieu LB, pour 1 L : 

Bacto-tryptone : 10 g (1 %) 

Extrait de levure : 5 g (0,5 %) 

Chlorure de sodium : 5 g (0,5 %) 

Agar si milieu solide : 15 g (1,5 %) 

Eau distillée : jusqu’à 1 L 

L’ampicille a été ajoutée dans le milieu LB à une concentration de 0,1 mg.mL-1 après 

autoclavage. 

Le milieu LB contenant l’ampicilline est coulé dans les boîtes de pétri puis après 

solidification, 100 µL d’une solution d’IPTG à 100 mg.mL-1 y sont étalés suivi de 20 µL d’une 

solution de X-Gal à 50 mg.mL-1. 

 

Annexe 4. Composition du milieu Bushnell-Haas 

 

Le milieu à été préparé à partir de 3,27 g de poudre contenant déjà tous les éléments 

nutritifs (Difco) dans un litre d’eau distillée. 

Cela représente pour 1 L de milieu : 

Sulfate de magnésium : 0,2 g (0,02 %) 

Chlorure de calcium : 0,02 g (0,002 %) 

Phosphate de monopotassium : 1 g (0,1 %) 

Phosphate de diammonium : 1 g (0,1 %) 

Nitrate de potassium : 1 g (0,1 %) 

Chlorure de fer : 0,05 g (0,005 %) 

 

Annexe 5. Composition du milieu de Hoagland 

 

Pour 1 L de milieu : 

Nitrate de potassium : 10 mL (5 mM) 

Nitrate de calcium tétrahydraté : 10 mL (5 mM) 

Sulfate de magnésium heptahydraté : 10 mL (5 mM) 

Phosphate de monopotassium : 10 mL (1 mM) 

Tartrate de fer : 10 mL (9 µM) 

 

 

 



 

 
 

RESUME 

Les activités industrielles sont à l’origine d’un grand nombre de sites et sols pollués en France. Parmi les 
polluants retrouvés, les hydrocarbures aromatiques polycycliques (HAP), notamment ceux de haut poids 
moléculaire, posent un réel problème environnemental et de santé publique en raison de leur toxicité et de 
leur persistance dans les sols. Les techniques biologiques de remédiation qui stimulent la dégradation 
microbienne des HAP en utilisant des plantes (phyto/rhizoremédiation), des nutriments (biostimulation), ou 
encore des microorganismes (bioaugmentation), apparaissent comme des stratégies intéressantes car elles 
sont plus respectueuses de l’environnement et moins onéreuses que les méthodes physico-chimiques. Dans ce 
contexte, la capacité de la plante Miscanthus x giganteus (MxG) à améliorer la dissipation du 
benzo(a)anthracène (BaA), un HAP de haut poids moléculaire peu étudié en remédiation, a été évaluée par une 
approche pluridisciplinaire en réalisant deux types d’expérimentations à partir d’un sol artificiellement 
contaminé. La première a consisté à analyser l’influence rhizosphérique de la plante (phyto/rhizoremédiation) 
au cours d’une période de 12 mois. Les résultats ont montré que la présence de MxG conduisait en fin 
d’exposition à une réduction 3 fois plus importante de la teneur en BaA dans le sol grâce à une augmentation 
de la biodisponibilité du contaminant et à un effet positif sur les communautés microbiennes via une 
modification de leur diversité et une augmentation de leur densité de gènes ARNr 16S et PAH-RHDα GP. Afin 
d’améliorer la compréhension de ce phénomène, une deuxième expérimentation a été mise en place sur une 
durée de 105 jours dans le but d’étudier spécifiquement l’influence de certaines molécules exsudées au niveau 
du système racinaire de la plante (biostimulation) et de microorganismes spécifiques, associés à sa rhizosphère, 
ayant la capacité de dégrader le BaA (bioaugmentation). Ces essais ont témoigné de la complexité des 
mécanismes rhizosphériques et de la nécessité d’approfondir ce type d’analyses afin d’améliorer la 
compréhension des processus de biodégradation dans la rhizosphère de la plante. L’ensemble de ces résultats 
a alors montré que MxG était une candidate idéale pour la phyto/rhizoremédiation de sols contaminés par des 
HAP de haut poids moléculaires mais que des études supplémentaires étaient encore nécessaires pour 
comprendre les processus intervenant dans sa rhizosphère. 

Mots clés : phyto/rhizoremédiation, bioaugmentation, biostimulation, Miscanthus x giganteus, 

benzo(a)anthracène, sol, écologie microbienne 

 
ABSTRACT 

Industrial activities result of a large number of contaminated sites and soils in France. Among the pollutants 
found, polycyclic aromatic hydrocarbons (PAHs), and especially those of high molecular weight, are a real 
environmental and public health problem because of their toxicity and persistence in soils. Biological 
remediation techniques which stimulate microbial degradation of PAHs using plants (phyto/rhizoremediation), 
nutrients (biostimulation), or microorganisms (bioaugmentation), appear as interesting strategies because they 
are more environmental friendly and less expensive than physico-chemical methods. In this context, the ability 
of the plant Miscanthus x giganteus (MxG) to improve benzo(a)anthracene (BaA) dissipation, a high molecular 
weight PAH few studied in remediation, was assessed with a multidisciplinary approach through two types of 
experimentations using an artificially contaminated soil. The first one was to analyze the rhizospheric influence 
of the plant (phyto/rhizoremediation) over a period of 12 months. Results showed that the presence of MxG 
led to a 3-fold reduction in BaA concentration in soil at the end of exposure thanks to an increase in pollutant 
bioavailability, and a positive effect on microbial communities due to a modification of their diversity and an 
increase in their 16S rRNA and PAH-RHDα GP genes density. In order to improve the understanding of this 
phenomenon, a second experiment was carried out for 105 days to study specifically the influence of certain 
molecules exuded in the plant’s root system (biostimulation), and specific microorganisms associated with its 
rhizosphere having the capacity to degrade BaA (bioaugmentation). These tests demonstrated the complexity 
of rhizospheric mechanisms, and the necessity to explore this type of analysis to improve the understanding of 
biodegradation processes in plant rhizosphere. All these results showed that MxG was an ideal candidate for 
phyto/rhizoremediation of soils contaminated with high molecular weight PAH, but that further studies were 
still needed to understand processes involved in its rhizosphere.  

Keywords: phyto/rhizoremediation, bioaugmentation, biostimulation, Miscanthus x giganteus, 

benzo(a)anthracene, soil, microbial ecology 
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