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A partir des années 60, la révolution verte, suscitée pour faire face aux problématiques de la 

sous-alimentation (FAO, 1996), a entrainé le développement de systèmes de production 

largement basés sur des variétés améliorées à haut rendement (VHR), le développement de 

l’irrigation et l’usage systématique d’engrais et de pesticides. L’application de cet ensemble de 

technologies dans un contexte socioéconomique favorable s’est traduite par une forte 

progression des rendements. Pendant cette période, des effets économiques spectaculaires ont 

été noté pour les cultures de blé (rendements triplés) et du riz (rendements doublés). Cette 

révolution, aidée par les réformes successives de la PAC (Politique Agricole Commune), a 

soutenu les gains de productivité au détriment de l’environnement (Courtois et Marizou, 2012).  

Cette révolution verte a eu des conséquences majeures sur le monde agricole et le système 

alimentaire. Outre les modifications de la structuration de la population agricole, de l’essor des 

productions, de la transition alimentaire, etc. les conséquences écologiques et 

environnementales de cette intensification de l’agriculture ont touché la qualité de l’air, de l’eau 

et des sols. En 2018, l’inventaire national des émissions françaises de gaz à effet de serre (GES) 

attribue à l’agriculture 19 % des émissions (Durand et al., 2020), à noter qu’elles sont 

considérées stables sur la période 2015-2018 (Fontan et al., 2019). En 2017, en France, près de 

2/3 des eaux souterraines dépassent la concentration de 10 mg de nitrates par litre correspondant 

au seuil de la présence naturelle des nitrates. Un quart du territoire national est encore sujet à la 

hausse des concentrations en nitrates (L’environnement en France). Cette même année, une 

généralisation de la dispersion des pesticides des eaux souterraines a été mise en évidence sur 

80 % du territoire français (L’environnement en France). La famille des herbicides correspond 

à 57 % des substances retrouvées contre 20 % pour les fongicides et 21 % pour les insecticides. 

La biodiversité est une composante majeure pour l’agriculture qui l’exploite depuis l’échelle 

du gène jusqu’à celle du paysage. Pourtant, l’activité agricole, par son action sur les paysages, 

sur la sélection des espèces cultivées est reconnue comme l’une des principales activités 

responsables de la perte de biodiversité (Tilman et al., 2017). 

Ajoutons à ces constats la problématique de l’état des sols qui ne sont pas attribuables 

uniquement à l’agriculture mais dont la conséquence affecte directement cette activité 

économique. L’Union Européenne (2011) a estimé que 56 % des sols européens sont dégradés 

ce qui représente un coût annuel pour l’Union Européenne de 38 milliards d’euros. Tous les 

sept ans en France, une surface de terre équivalente à celle d’un département français est 

imperméabilisée de manière difficilement réversible (Club Parlementaire pour la Protection et 

l’Etude des Sols (CPPES, 2014) ; en moyenne 82 000 hectares de terres agricoles sont perdus 

chaque année, ce qui correspond à plus de 220 hectares par jour soit l’équivalent de la surface 
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de 4 exploitations de taille moyenne (Jean et Morel, 2011). A l’échelle mondiale, cette 

dégradation des sols a réduit de 23 % la productivité de l’ensemble de la surface terrestre.  

Outre ces impacts environnementaux, les impasses techniques de ces conduites intensives 

(résistances, baisse de la fertilité des sols, etc.) se font de plus en plus sentir. A partir des années 

1990, les rendements stagnent alors que la demande alimentaire ne cesse d'augmenter. La 

hausse durable du coût des engrais chimique à la suite du choc pétrolier de 1973 et la prise de 

conscience des agriculteurs de la nécessité de mieux préserver l’environnement ont fait évoluer 

les pratiques et les politiques. 

A partir de 2007 avec l’émergence des Mesures AgroEnvironnementales (MAE) déclinées 

dans la réforme de la Politique Agricole, c’est une attention croissante qui sera portée à 

l’environnement dans le processus de transition de l’agriculture (Requillart et al., 2014). Au 

niveau français, le projet agroécologique (2012) et la loi d’avenir pour l’agriculture, 

l’alimentation et la forêt du 13 octobre 2014 ont pour objet la mise en œuvre concrète de 

l’agroécologie dans l’objectif de la triple performance (économique, environnementale et 

sociale) des exploitations agricoles. Une diversité de plans, règlementations, initiatives émettent 

des propositions pour stimuler le changement des pratiques agricoles et limiter les impacts de 

l’agriculture sur les écosystèmes, viennent également émailler cette transition : plan ecophyto, 

plan protéines végétales, plan climat, plan ambition Bio, directive nitrate, initiative 4 pour 1000, 

neutralité carbone, projet agroécologique pour la France, etc. Plus particulièrement, le plan 

protéine végétale vise au développement des cultures de légumineuses (Schneider et Huyghe, 

2015). Ce plan repose sur les nombreux services écosystémiques attribués aux cultures de 

légumineuses. En effet, ces plantes sont caractérisées par la production de graines dont la 

richesse en protéine leur confère une bonne qualité nutritionnelle. Une graine de protéagineux 

présente un pourcentage qui varie de 24 à 40% de protéines (Carrouée et al., 2003). Cette 

caractéristique des graines de légumineuses est à relier avec leur capacité à fixer l’azote 

atmosphérique dans le cadre d’une association symbiotique avec un genre bactérien présent 

dans le sol. Ainsi, ces cultures permettent un transfert naturel de l’azote atmosphérique vers les 

agrosystèmes (Carrouée et al., 2012). Par ailleurs, l’introduction de légumineuses dans une 

rotation permet une meilleure gestion des adventices et un recours réduit aux herbicides 

(Bouard, 2017). A titre d’exemple, l’introduction du pois protéagineux dans une rotation permet 

une réduction de charge liée à l’enherbement de 15 à 35 euros. ha-1.an-1 (Schneider et al., 2010 

; Tiers et al., 2010). De plus, l’introduction de cultures de légumineuses dans une succession 

culturale contribue au maintien de la biodiversité du sol (Ranjard et al., 2010 ; Stone et al., 

2016).  
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En 2017, la production mondiale de légumineuses (haricots, pois, lentilles, fèves, etc.) 

dépasserait les 80 millions de tonnes, soit le double, il y a trente ans. La production a augmenté 

dans la majorité des principaux pays producteurs, en Inde (22 Mt), au Canada (8 Mt) et en 

Birmanie (6 Mt). Malgré ces avantages agronomiques et environnementaux, on observe en 

Europe et plus particulièrement en France la prédominance de trois cultures principales : 

céréales à paille, maïs grain et colza (Schott et al., 2010). Au niveau régional, 67 % de la Surface 

Agricole Utile des exploitations agricoles normandes sont consacrées aux cultures arables (1,32 

million d’hectares), dont 48 % pour les céréales en 2017. Les systèmes dominants sont 

généralement peu diversifiés à base de colza et de céréales à paille, ils sont actuellement 

considérés comme les plus rentables. Cette orientation est en cohérence avec la place de Rouen 

comme 1er port exportateur céréalier ouest-européen. Néanmoins, les nouvelles réformes de la 

Politique Agricole Commune (PAC, version 2015-2020) et les aides accordées au protéagineux 

ont permis une évolution des superficies accordées au pois protéagineux entre 2014 (139 463 

ha) et 2019 (175 529 ha) qui s’est traduite par des productions respectives de 528 314 t et 

710 313 t (Agreste, 2020). Au niveau régional, la part des légumineuses à graines dans la 

Surface Agricole Utile (SAU) déjà faible en 2011, a diminué entre 2011 et 2017, passant de 1,5 

% de la SAU en 2011 contre 1,4 % en 2017. Néanmoins, plus de 75 % des surfaces de 

légumineuses à graines sont des cultures de pois protéagineux en Normandie en 2018. La 

culture de pois protéagineux est la culture majoritaire de légumineuses à graines en surface en 

2018 avec 15 530 ha. (Agreste, 2020). Les surfaces cultivées en pois d’hiver restent minoritaires 

en comparaison avec celles de pois de printemps. Pourtant, le pois d’hiver présente un certain 

nombre d’avantages, notamment en ce qui concerne le contrôle des adventices, la gestion des 

stress hydriques, la gestion du risque lié à Aphanomyces euteiches ou aux insectes ravageurs. 

Ces qualités s’expliquent principalement par le décalage des stades de la culture du pois d’hiver 

par rapport à la culture du pois de printemps (Unip et Arvalis, 2014). 

Mon travail de thèse s’est inscrit dans ce contexte d’augmentation des surfaces cultivées en 

pois et la volonté d’un groupe d’agriculteur d’évaluer la performance d’un pois d’hiver inséré 

en tête de rotation en substitution au colza. Les objectifs de ce travail étaient de mieux 

comprendre les effets de l’introduction du pois d’hiver sur (i) la dynamique de l’azote, au cours 

du cycle cultural et pour les cultures suivantes et (ii) la structure des communautés microbiennes 

et les activités enzymatiques du sol.   
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Présentation du manuscrit 

Mon travail de thèse s’est inscrit dans un contexte géographique spécifique, celui du Pays de 

Bray, où a été déployée l’expérimentation au champ, sur des parcelles d’agriculteurs impliqués 

dans le Groupement d’Intérêt Economique et Environnemental « Pois d’hiver ». Ceux-ci ont 

été complétés par des approches en conditions semi- contrôlées (en serre/ phytotron) et 

conditions contrôlées (en microcosmes).  

Ce manuscrit de thèse est organisé en 4 chapitres : 

Le premier chapitre présente une synthèse bibliographique dans laquelle est explicitée (i) la 

notion d’état biologique du sol incluant la présence et l’activité de la faune et microflore, (ii) le 

rôle spécifique des légumineuses vis-à-vis du cycle de l’azote dans le sol, suivi (iii) d’un focus 

plus spécifique sur la rhizodéposition, élément essentiel dans l’évaluation de l’effet de la plante 

sur les communautés microbiennes du sol. Le chapitre bibliographique se termine par une 

analyse des services écosystémiques rendus par les cultures de légumineuses.  

Le second chapitre présente et argumente les objectifs scientifiques et les hypothèses de 

travail ainsi que les approches expérimentales déployées dans cette étude.  

Le troisième chapitre est consacré à la présentation sous forme d’article des différents 

résultats acquis au cours de ce travail de thèse :  

• Article 1 : il présente les résultats obtenus lors de l’expérimentation in situ (conditions 

non contrôlées). Un dispositif expérimental a été déployé sur 2 parcelles agricoles qui 

ont été suivies pendant deux ans, dans l’objectif d’évaluer les effets de la modification 

de la succession (pois d’hiver/colza) sur la culture céréalière suivante (blé) et les 

caractéristiques biologiques du sol. 

• Article 2 : il comporte deux parties. Une partie qui présente une synthèse des 

métabolites primaires et secondaires identifiés dans les exsudats racinaires du pois, du 

blé et du colza, en s’appuyant sur la littérature. La seconde partie a impliqué la mise en 

place d’expérimentations en conditions contrôlées, afin de mener des essais de mise au 

point d’une méthodologie permettant la collecte des exsudats racinaires des trois 

espèces végétales et l’évaluation de l’effet de ces exsudats sur les communautés 

microbiennes des sols. 

• Article 3 : il présente les travaux conduits (i) en serre afin de quantifier la 

rhizodéposition de l’azote de trois espèces végétales (blé, colza pois d’hiver) en sol par 
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marquage isotopique 15N et (ii) en phytotron pour caractériser les exsudats racinaires de 

ces trois espèces en hydroponie. 

• Article 4 : il présente les résultats d’une incubation en laboratoire dont l’objectif était 

d’estimer l’impact de la décomposition des résidus de culture des trois espèces végétales 

précitées sur les flux de carbone et d’azote et les communautés microbiennes du sol.  

Le quatrième et dernier chapitre de ce manuscrit propose une discussion générale des 

résultats assortie de perspectives de recherche. 
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Chapitre I.  

Synthèse bibliographique  
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1. Partie 1. L’état biologique du sol   

1.1. Le sol  

Le sol est issu de l’altération de la roche mère et de l’accumulation de la matière organique, 

il est ainsi constitué d’une association de matières minérales et organiques en interactions. Il 

peut être définie comme un volume compris entre la surface de la Terre et une roche dure ou 

meuble, peu altérée ou peu marquée par la pédogenèse (Dokuchaev, 1967). L’épaisseur d’un 

sol est très variable de quelques centimètres à quelques dizaines de mètres, ou plus (Pelletier et 

Rasmussen, 2009 ; Ho et al., 2012). Cette épaisseur est comprise entre 1 à 2 cm dans les zones 

laissées récemment à découvert par le retrait des glaciers et peut atteindre jusqu’à 3 à 4 m dans 

les régions tropicales. Dans les zones tempérées, elle est de 1 à 1,5 m. Ces différentes épaisseurs 

s'expliquent par la chronologie du retrait des glaciers à la fin de la dernière période glacière, il 

y a 16 000 ans environ (Nomade, 2005). 

Le sol, vivant et dynamique, représente la couche supérieure meuble de la croûte terrestre. 

Il est le siège des interactions entre la lithosphère, l'atmosphère, l'hydrosphère et la biosphère 

(Targulian et Krasilnikov, 2007) et présente ainsi divers niveaux d’organisation spatiale (Gobat 

et al., 2003, Figure 1). 

 

Figure 1. La complexité du sol et de ses interactions (Gobat et al., 2003) 

https://fr.wikipedia.org/wiki/Lithosph%C3%A8re
https://fr.wikipedia.org/wiki/Atmosph%C3%A8re_terrestre
https://fr.wikipedia.org/wiki/Hydrosph%C3%A8re
https://fr.wikipedia.org/wiki/Biosph%C3%A8re
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Le sol est constitué de trois phases : solide, liquide et gazeuse (Figure 2), dont les 

proportions varient au cours du temps (Laloui et al., 2003 ; Hillel, 2013 ; Novák et Hlaváčiková, 

2019). 

                          

Figure 2. Proportion des principales composantes du sol (d’après White, 2006) 

▪ Une phase liquide constituée par l'eau occupant les vides et enrichie en ions et en 

molécules minérales et organiques solubles, appelée solution du sol (Warrick, 2001 ; Tan, 

2011). La composition de la phase liquide résulte des interactions entre l’eau et les constituants 

de la phase solide. Elle constitue avec les gaz 30 à 60 % du volume total du sol (Moldrup et al., 

2001). La dissolution et la précipitation des phases solides y jouent un rôle décisif, 

particulièrement pour la régulation de la concentration des éléments minéraux indispensables 

pour l’activité biologique et la nutrition des végétaux. 

▪ Une phase gazeuse occupant les pores abandonnés par l’eau lors de son retrait. On 

retrouve les mêmes gaz que dans l’atmosphère (N2, O2, CO2, CH4, N2O, etc.) mais en 

proportions et concentrations différentes. La composition de cette phase gazeuse dépend de la 

texture, la structure et l’humidité du sol, elle varie ainsi avec les conditions climatiques, 

l’activité biologique et l’hétérogénéité du sol (Gobat et al., 2003). La phase gazeuse du sol joue 

un rôle essentiel notamment dans la régulation des échanges entre le sol et l’atmosphère. Gobat 

et al. (2003) ont montré que la concentration en oxygène du sol est bien moins importante que 

celle de l’air, au profit d’une concentration en gaz carbonique plus élevée (10 à 1 000 fois 

supérieure suivant les zones). Cette concentration élevée en gaz carbonique est la résultante de 

l’activité biologique du sol qui varie en fonction des saisons. 
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▪ Une phase solide constituée de l’association entre les matières minérales issues de 

l’altération de la roche mère et des matières organiques provenant de la décomposition d’êtres 

vivants, allant de fragments de végétaux et/ou d’animaux à des macromolécules organiques 

complexes, représentant la matière organique du sol. 

❖ Les constituants minéraux du sol représentent 93 à 95 % du poids total. Ils sont issus de 

la désagrégation physique et de l’altération biogéochimique des roches, sous l’influence du 

climat (pluviométrie, température). L’analyse granulométrique permet de connaître les 

proportions respectives de ces éléments, qui les classifient selon leur taille, afin de déterminer 

la texture du sol grâce au triangle de texture. On distingue les éléments grossiers dont la 

granulométrie est supérieure à 2 mm (les pierres, les cailloux, les graviers, etc.) et les éléments 

fins de granulométrie inférieure à 2 mm (sables grossiers,  (200 µm à 2 mm), sables fins, (50 à 

200 µm), limons (2 à 50 µm) et argiles ( < 2 µm) (McManus, 1988 ; Pye et Blott, 2004). 

❖ La matière organique du sol désigne une large gamme de composés qui comprennent 

des organismes vivants, de la matière organique morte à des degrés de dégradation, de 

composition et de complexité variables (McGill, 1996 ; Hayes et Wilson, 1997 ; Kay, 2018). 

Cette matière organique peut être libre ou liée (Six et al., 2002). La fraction libre correspond 

principalement à la litière du sol constituée de résidus d’animaux et de végétaux, elle est 

considérée comme une matière organique « fraîche », peu évoluée (Pulleman et al., 2000 ; Watts 

et al., 2001). La fraction liée, quant à elle, est formée de produits relativement stables et plus 

complexes, adhérant éventuellement à la fraction minérale, regroupés sous le terme d’humus 

(Six et al., 2002 ; Bronick et al., 2005). Généralement, le taux de matière organique du sol ne 

représente que quelques pourcents (0,5 à 10 %) de la masse du sol (Chenu et al., 2000). La 

matière organique du sol contribue à la fertilité chimique, physique et biologique des sols 

(Balesdent et al., 2000 ; Loveland et Webb, 2003 ; Shibu, 2006). Elle constitue aussi une source 

d’énergie et de nutriments pour les organismes hétérotrophes, il existe donc une relation étroite 

entre les teneurs en matières organiques et l’activité biologique des sols (Lehmann et Kleber, 

2015 ; Chenu et al., 2019). 

1.2. Le sol et ses fonctions  

Depuis le développement de notre civilisation, la fonction principale des sols a été la 

production primaire pour la fourniture de l’alimentation humaine et animale, d’autres fonctions 

ont été mises en avant notamment en écho aux problématiques environnementales. Bouma et 

al. (2012) et Schulte et al. (2014) proposent de considérer quatre autres fonctions attribuables 

aux sols agricoles (Figure 3).  

https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0379073804001306?casa_token=7TJyhaIcmKwAAAAA:HKOdegAw3llUxnTZBilFkdRqrBYFOkoEP3qxpth3VhJXPqvJj3y62DVkBXEJtOsTp-yI6zFM#!
https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0167198702001393?casa_token=O0r7gbS6lgEAAAAA:jO5V_6MdZlMnn7rY9FIJCRKu9_DmO_1lQJKnjyD-cRMg--z7a6VkLdZ8VY4_hseGS6igdWDW#!
https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0167198702001393?casa_token=O0r7gbS6lgEAAAAA:jO5V_6MdZlMnn7rY9FIJCRKu9_DmO_1lQJKnjyD-cRMg--z7a6VkLdZ8VY4_hseGS6igdWDW#!
https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0016706106002448?casa_token=UqY6odHXyE4AAAAA:Mxc_Ay6Mn4QvN3WMA8HRAUjGji_715WZCGg6sY07WNWmCfC6BOfSV1-f1dZrWBImdBjWSJ-S#!
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Figure 3. Les principales interactions entre les quatre fonctions du sol (d’après Leeuwen et 

al., 2017) 

La régulation et la purification des eaux représentent l’aptitude d’un sol à limiter le 

ruissellement érosif et contribuer à l’épuration de l’eau (Greiner et al., 2017). La texture, la 

porosité et la stabilité structurale des sols leur confèrent des capacités de rétention et de filtration 

de l’eau contribuant à la régulation des aléas naturels notamment au regard des risques d’érosion 

et d’inondation (Dominati et al., 2014). Par ailleurs, la capacité du sol à séquestrer du carbone 

par l’accumulation de matières organiques est une fonction qui pourrait limiter l'augmentation 

des émissions de gaz à effet de serre (CO2, CH4 et N2O) et contribuer à l’atténuation du 

changement climatique (Van den Broek et al., 2011). La capacité de stockage des sols a été 

estimée à près de 680 milliards de tonnes de carbone dans les trente premiers centimètres, soit 

le double de ce qui est présent dans notre atmosphère (Van den Broek et al., 2011). En outre, le 

recyclage des éléments nutritifs est une fonction essentielle au maintien de la productivité des 

sols. Cette fonction exprime la capacité d’un sol à transformer les éléments nutritifs, à partir de 

différentes sources généralement organiques, dans une forme disponible et utilisable par les 

plantes (Dominati et al., 2014 ; Calzolari et al., 2016 ; Schröder et al., 2016). Enfin, la 

biodiversité des sols fait référence à la composante vivante du sol et correspond à une multitude 

d’organismes. Cette biodiversité édaphique est à la base du fonctionnement des sols et peut 

participer à la modification des caractéristiques physiques, chimiques et biologiques influençant 

ainsi les processus des sols (Leeuwen et al., 2019). Cette biodiversité contribue à la fertilité des 

sols par son implication dans le cycle des éléments nutritifs (Hattenschwiler et al., 2018) et dans 

Les fonctions du sol 
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l’amélioration de la stabilité structurale et fonctionnelle des sols (Pulleman et al., 2012 ; 

Griffiths et al., 2016). 

1.3. La biodiversité du sol  

Le sol est un des plus grands réservoirs de biodiversité de notre planète. Bien qu’il abrite 80 

% de la biomasse vivante (Decaëns, 2010), le sol a été longtemps considéré comme une boîte 

noire (Bardgett et van der Putten, 2014 ; Karimi et al., 2018). Le sol héberge de très nombreux 

organismes allant des procaryotes microscopiques aux mammifères macroscopiques (Figure 

4).  

 

Figure 4. Une sélection d'organismes du sol (Bardgett et van der Putten, 2014) 

Cette sélection inclut des champignons ectomycorhiziens (a) champignon décomposeur (b), bactérie (c), 

nématodes (d), tardigrade (e), collemboles (f), acarien (g), enchytréide (h), iule (i), scolopendre (j), ver de terre 

(k), fourmis (l), cloporte (m), plathelminthe (n) et taupe (o). 

La classification de ces nombreux groupes d’organismes du sol est souvent basée sur leur 

taille (Swift et al., 1979 ; Figure 5). Les organismes les plus petits dont la taille est inférieure à 

2 µm représentent les microorganismes du sol. Les nématodes et les unicellulaires eucaryotes 

représentent la microfaune du sol, dont la taille peut varier de 3 à 250 µm, mais certains peuvent 

avoir un diamètre dépassant 1 mm (Jeffery et al., 2013). Les groupes des acariens, des 

collemboles et des enchytraeides constituent la mésofaune, définie par un diamètre inférieur à 

2 mm. Enfin, le macrofaune englobe de nombreux groupes très différents tels que les 

détritivores comme les vers de terre, les isopodes ou les millepattes et quelques groupes de 

coléoptères. La répartition de ces organismes varie également tout au long du profil du sol. 

Dans les 25 premiers centimètres, l’abondance de ces organismes est à son maximum (Frey, 

2007 ; Piazza et al., 2020). En dessous des 25 premiers centimètres, les organismes du sol 

restent présents, y compris la macrofaune lombricienne avec certaines espèces creusant des 
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galeries jusqu’à 2 mètres de profondeur mais avec des abondances moins importantes 

(Edwards, 2004). La distribution hétérogène de ces organismes est attribuable à la combinaison 

des facteurs biotiques et abiotiques des sols, tels que la température, la disponibilité des 

ressources nutritives et de leur distribution spatio-temporelle, ainsi que les interactions 

écologiques entre ces organismes (compétition, prédation, antagonisme, etc.) (Ettema et 

Wardle, 2002 ; Hattenschwiler et al., 2018). 

 

Figure 5. La classification par taille (largeur des corps) des organismes du sol (Swift et al., 

1979) 

1.4. Les microorganismes du sol  

Les microorganismes tels que les champignons, les bactéries, les algues, les nématodes et 

protozoaires, sans oublier les archaea et les virus forment une majeure partie de la biodiversité 

du sol (Torsvik et al., 1990a ; Fierer et al., 2007). On estime qu’un gramme de sol abrite 104 à 

105 espèces bactériennes, 105 à 106 espèces fongiques, 102 à 103 espèces d’archaea, 105 espèces 

de protozoaires et 104 espèces d’algues (Torsvik et al., 1990b ; Curtis et Sloan, 2005 ; Fierer et 

al., 2007 ; Figure 6). Ces microorganismes dépendent de la matière organique notamment 

comme source de carbone et d’énergie. C’est pourquoi ils prolifèrent dans les premiers 10 à 25 

cm de la surface du sol où les résidus organiques et les racines des végétaux sont les plus 

abondants (Frey, 2007 ; Bardgett et van der Putten, 2014). Les microorganismes sont justement 
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impliqués dans la transformation et le recyclage de la matière organique, rendant leur diversité 

cruciale au maintien de la structure des communautés microbiennes et des fonctions des sols 

(van Elsas et Garbeva, 2002 ; Girvan et al., 2003 ; Schloter et al., 2003).  

 

 

Figure 6. Les microorganismes du sol (d’après Torsvik et al., 1990a ; Fierer et al., 2007) 

Les communautés bactériennes du sol comprennent une multitude d’individus unicellulaires. 

En prenant la taille du génome d'Escherichia coli comme unité de référence, Torsvik et Øvreås, 

(2002) ont estimé la présence d'environ 6000 génomes bactériens différents par gramme de sol. 

Les champignons quant à eux, sont presque exclusivement retrouvés sous forme filamenteuse. 

Leurs hyphes sont souvent organisés de façon grossière et impliqués dans un large réseau de 

mycélium qui peut s’étendre jusqu’à 200 m (Killham, 1994 ; Brodie et al., 2003 ; Bardgett, 

2005). Les bactéries et les champignons sont les organismes les plus abondants et diversifiés 

du sol. Ils constituent donc la proportion majoritaire de la biomasse microbienne du sol (Brodie 

et al., 2003 ; Bardgett et van der Putten, 2014). L’abondance microbienne tellurique varie 

fortement en fonction du mode d’usage du sol, la disponibilité des nutriments, du pH et de la 

texture du sol (Yao et al., 2000 ; Strickland et Rousk, 2010 ; Karimi et al., 2018). Cette biomasse 

donne une information importante sur le fonctionnement biologique du sol puisqu’elle est 

fortement liée à l’intensité des flux de carbone et d’azote (Colman et Schimel, 2013 ; Recous 

et al., 2017). Au-delà de la biomasse, la diversité microbienne du sol est également un paramètre 

important pouvant déterminer le fonctionnement biologique du sol. Des travaux ont en effet 
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montré que la stabilité (résistance-résilience) et le maintien des fonctions des sols augmentent 

avec l’augmentation de la microbiodiversité qu’il abrite (Torsvik et Øvreås, 2002). A l’inverse, 

une perte de diversité entraine une perte de résistance et de résilience aux activités anthropiques 

mais aussi aux stress naturels (Riah-Anglet et al., 2015 ; Riah-Anglet et al., 2018 ; Jiang et al., 

2020 ; Shi et al., 2020). L’inventaire de la diversité microbienne du sol est limité, ceci est 

particulièrement vrai pour les bactéries et les champignons dont les espèces connues 

représentent environ 1 % du nombre total d’espèces présentent dans le sol (Torsvik et Øvreås, 

2002). Le manque de connaissances sur la diversité de la microflore du sol est essentiellement 

dû à des difficultés techniques (Ranjard et al., 2000 ; Gangneux et al., 2011). Toutefois, avec le 

développement et l’augmentation de l’utilisation de techniques moléculaires, notre 

connaissance de la diversité des communautés microbiennes du sol a augmenté 

considérablement depuis ces dernières années.  

1.5. Rôle des microorganismes dans la décomposition de la matière organique du sol 

Les microorganismes du sol sont fortement impliqués dans la décomposition de la matière 

organique et le recyclage des éléments nutritifs (Recous et al., 2017). Ils jouent un rôle clé dans 

la dynamique de décomposition de la matière organique du sol (Juarez et al., 2013 ; Stockmann 

et al., 2013). Cette décomposition est réalisée en grande partie par des microorganismes 

hétérotrophes qui synthétisent des enzymes qui hydrolysent ou oxydent la matière organique 

du sol. Cette dégradation enzymatique de la matière organique est l’un des principaux facteurs 

contrôlant sa décomposition (Sinsabaugh, 1994 ; Schimel et Weintraub, 2003). Ces réactions 

d’hydrolyse microbienne vont contribuer à la libération d’éléments minéraux potentiellement 

disponible pour la croissance des plantes (Derrien et al., 2016 ; Recous et al., 2017 ; 

Hattenschwiler et al., 2018). Les besoins des microorganismes ainsi que la composition et la 

qualité biochimique de la matière organique déterminent sa vitesse de décomposition et la 

disponibilité des éléments nutritifs (carbone, azote, phosphore, etc.) (Geisseler et al., 2010 ; 

Mooshammer et al., 2014a ; Mooshammer et al., 2014b ; Zechmeister-Boltenstern et al., 2015). 

En effet, les microorganismes utilisent une partie des éléments minéraux libérés pour répondre 

à leurs besoins de croissance (fonction d’immobilisation ou d’organisation). 

Les besoins des communautés microbiennes du sol sont contrôlés par la stœchiométrie des 

éléments. Ainsi, les bactéries ont un carbone/azote compris entre 3 et 12 avec une moyenne de 

6, alors que les champignons ont un carbone/azote compris entre 4 et 60 avec une moyenne de 

12 (Strickland et Rousk, 2010 ; Mouginot et al., 2014). Afin de maintenir l’homéostasie 

stœchiométrique en éléments nutritifs, les microorganismes ajustent l’utilisation et l’acquisition 
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en éléments nutritifs, influençant ainsi leur disponibilité dans les sols (Geisseler et al., 2010 ; 

Haney et al., 2012 ; Zechmeister-Boltenstern et al., 2015). Si la matière organique soluble 

absorbée présente un ratio carbone/nutriment minéral inférieur au ratio de la biomasse 

microbienne vivante, le minéral en excès sera excrété vers le stock des nutriments solubles 

(minéralisation nette) (Nicolardot et al., 1997 ; Recous et al., 2017). En revanche, si le ratio de 

la matière organique est supérieur à celui de la biomasse microbienne vivante, le manque de 

minéraux sera compensé en mobilisant les éléments minéraux nécessaires (immobilisation 

nette) (Mooshammer et al., 2014a ; Mooshammer et al., 2014b ; Recous et al., 2017). La 

balance entre ces deux fonctions de minéralisation et d’immobilisation qui se produisent 

conjointement dans les sols, régit le couplage des cycles biogéochimiques et les flux de carbone 

et d’azote dans le sol (Recous et al., 2017 ; Rumpel et Chabbi, 2019a ; Rumpel et Chabbi, 2019b 

; Figure 7).  

 

 

Figure 7. Représentation schématique du couplage entre les flux de carbone et d'azote au cours 

de la décomposition des matières organiques et relation avec la minéralisation nette (Recous et 

al., 2015). C : carbone : N : azote 

Les relations entre la qualité de la matière organique et le taux de décomposition sont bien 

décrits dans la littérature (Trinsoutrot et al., 2000 ; Machinet et al., 2011 ; Jones et al., 2009a ; 

Birouste et al., 2012 ; Sauvadet et al., 2017). La plupart de ces études ont porté sur la mesure 

des flux de carbone et d’azote et peu d’entre elles ont analysé les modifications des 

communautés microbiennes et le rôle respectif des différents familles, genres, etc., dans 

l’ensemble des fonctions liées à la dynamique des éléments des cycles biogéochimiques et de 
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ce fait dans la fertilité du sol. Dans ce contexte, un chapitre de ce manuscrit de thèse sera 

consacré à l’évaluation du rôle des communautés microbiennes dans la dynamique des éléments 

(cf Chapitre. III, Article 4). 

1.6. Les enzymes   

Le taux de décomposition de la matière organique du sol est sous le contrôle des enzymes 

extracellulaires (Zhao et al., 2016b ; Liu et al., 2017a ; Wang et al., 2019). Ces enzymes sont 

des catalyseurs biologiques de nature protéique qui interviennent dans de nombreuses réactions 

biochimiques. Les enzymes du sol sont principalement d’origine microbienne (Dick et 

Tabatabai, 1987 ; Gao et al., 2010) mais peuvent aussi avoir une origine animale et végétale 

(Sterner et Elser, 2002 ; McGroddy et al., 2004). Dans le sol, les enzymes sont constamment 

synthétisées, accumulées et/ou décomposées (Trasar-Cepeda et al., 2007 ; Nannipieri et al., 

2017 ; Assemien, 2018). Elles peuvent être sous forme libre dans la solution du sol ou associées 

au complexe argilo-humique et aux colloïdes (Kandeler, 2007 ; Cotrufo et al., 2013 ; Cenini et 

al., 2016 ; Nannipieri et al., 2017 ; Figure 8). Les activités enzymatiques jouent un rôle 

important dans le fonctionnement du sol (Makoi et Ndakidemi, 2008). 

 

Figure 8. Localisation et état des enzymes dans les sols (d’après Burns et al., 2013) 

(i) dans le cytoplasme des cellules microbiennes; (ii) à l'espace périplasmatique des bactéries à Gram négatif; 

(iii) situés sur la surface externe des cellules avec leurs sites actifs; (iv) situé à l'intérieur des cellules au repos, y 

compris les spores fongiques, les kystes protozoaires et les endospores bactériennes; (v) attaché à des cellules 

mortes entières et à des débris cellulaires; (vi) libération de cellules lysées; (vii) libre dans la solution du sol; 

(viii) associés à des complexes enzyme-substrat; (ix) complexé avec la matière organique du sol; (x) adsorbé sur 

les surfaces externes et internes des minéraux argileux; (xi) lié aux tanins condensés. 
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Elles sont impliquées dans les cycles biogéochimiques du carbone, de l’azote, du phosphore, 

du soufre et d’autres nutriments essentiels (Burns et Dick, 2002 ; Caldwell, 2005 ; Floch et al., 

2009) (Tableau 1).  

Tableau 1. Les principales enzymes mesurées dans les sols agricoles (d’après Caldwell, 2005). 

H : hydrolase, O : oxydase  

 

Les enzymes interviennent dans la décomposition de la matière organique du sol et les produits 

de ces catalyses sont disponibles pour la croissance des microorganismes et la nutrition des 

plantes (Nannipieri et al., 2002 ; Allison et Martiny, 2008 ; Sinsabaugh et al., 2009 ; Brzostek 

and Finzi, 2011 ; Wallenstein et al., 2015). Par leur action, ces enzymes participent aussi dans 

la décontamination des sols en dégradant les polluants métalliques et les contaminants 

Cycle 

biogéochimiques

Composé Forme Enzymes Classe Références 

Carbone Cellulose Polysaccharide Endo-cellulase H Caldwell, 2005

Wang et al., 2020

Zhang et al., 2019

Liu et al., 2017a  

Cenini et al., 2016

Ndossi et al., 2020  

Zhang et al., 2019

Hémicellulose Xylanase H Dick, 2005    

Chitine Endochitinase H Olander et Vitousek, 2000 

Cenini et al., 2016 

Jian et al., 2016

Demkina et al., 2017

Sherene, 2017

Wiedermann et al., 2017 

Mazzon et al., 2018

Jian et al., 2016

Laccase O Santhanam et al., 2011

Peroxidase O Di Nardo et al., 2004

Ester d'acide

gras
Aliphatique Lipase H Bharathi et Rajalakshmi, 2019

Azote Protéine Peptidique Endo-peptidase H Vranova et al., 2013

Peptides Aminopeptidase H Cenini et al., 2016

Shorunke et al., 2001

Kader et al., 2017

Acosta-Martinez et Tabatabai, 

2001a,b

Priyadarshini et al., 2020

Acosta-Martinez et Tabatabai,

2000

Dotaniya et al., 2019 

Kunduru et al., 2017

Ndossi et al., 2020 

Sinsabaugh et al., 2008 

Wang et al.,2019 

Zhang et al., 2019

β-Glucosidase H

Galactose β-galactosidase H

N-acétylglucosaminidase H

Lignine Aromatique Phenoloxidase O

Amylase H

Amine Non-péptidique Amidase H

Arylamidase H

Phosphore Ester Phosphatase H

Uréase H

Soufre Phenol sulfate Arylsulfatase H
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organiques (Rao et al., 2010 ; Riah et al., 2014). Enfin, ces enzymes jouent un rôle important 

dans la stabilisation de la structure du sol. En effet, des travaux menés par Cui et Jia (2015) ont 

montré une forte corrélation entre l’état structural du sol et le niveau des activités enzymatiques 

en lien avec les cycles du carbone et de l’azote.  

Les activités enzymatiques varient très largement en fonction de l’environnement 

physicochimique (Dick et Tabatabai, 1987 ; Marx et al., 2001) et de la présence de substrats 

riches en énergie comme le glucose (Sinsabaugh et al., 2008 ; Kieloaho et al., 2016). En effet, 

une littérature abondante rapporte une augmentation du niveau des activités enzymatiques dans 

les sols suite à l’apport de matière organique et notamment des résidus de culture (García-

Orenes et al., 2010 ; Zhang et al., 2016 ; Zhao et al., 2016a; Shahbaz et al., 2017). Dans ce 

contexte, il existe actuellement un grand intérêt agronomique à l'utilisation des enzymes 

extracellulaires comme un indicateur de l’état des sols, car elles sont relativement simples à 

déterminer, elles sont sensibles aux stress environnementaux et répondent rapidement aux 

pratiques agricoles et aux changements du mode d’usage des sols (Liu et al., 2017b ; Wang et 

al., 2019). Il existe six classes d’enzymes, les hydrolases, les oxydoréductases, les transférases, 

les lyases, les isomérases et les ligases (Tipton et Boyce, 2000). Les hydrolases et les 

oxydoréductases représentent les deux classes d’enzymes les plus largement étudiées dans les 

sols (Dick et Tabatabai, 1987). En effet, des enzymes telles que la déshydrogénase, la laccase, 

la protéase, la lipase, les phosphatases, la β-glucosidase, la N-acétyl-β-D-glucosaminidase, 

l’arylamidase, etc. ont fait l’objet de recherches très intenses dans le domaine de l’enzymologie 

du sol. Ainsi ces activités ont été mesurées dans une grande diversité de contextes 

agropédoclimatiques (Cenini et al., 2016 ; Liu et al., 2017b ; Wang et al., 2019 ; Zhang et al., 

2019). 

▪ La β-glucosidase (EC 3.2.1.21) est une enzyme très abondante dans le sol et elle est 

impliquée dans le cycle du carbone (Eivazi et Tabatabai, 1990 ; Wang et Lu, 2006a). La β-

glucosidase intervient dans la dégradation de la cellulose pour libérer du glucose à partir des β-

glucosides (Utobo et Tewari, 2015). La synthèse de la β-glucosidase est induite par la présence 

des produits cellulosiques, tel que la cellobiose, le glucose et leurs métabolites (Zhang et al., 

2019). L’activité de cette enzyme est très sensible aux changements de pH (Acosta-Martinez et 

Tabatabai, 2000 ; Wang et Lu, 2006b) et aux pratiques agricoles (Sinsabaugh et al., 2008 ; 

Pandey et al., 2014 ; Liu et al., 2016).  

▪ La N-acétyl-β-D-glucosamidase (E.C.3.2.1.30) est une enzyme qui intervient dans la 

dégradation de la chitine qui représente le deuxième bio-polymère le plus abondant et la 

ressource la plus importante de carbone organique et d’azote (Ekenler et Tabatabai, 2002). C’est 

https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0167198710000838?casa_token=ROuzs36frUsAAAAA:We1REbkqgD4_XwnZROy1o_874QPxP0FiIt5pzuBPRgq8C4eF5EeD0VBdfOEn8f1RWKCh1Wyg#!
https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0167198710000838?casa_token=ROuzs36frUsAAAAA:We1REbkqgD4_XwnZROy1o_874QPxP0FiIt5pzuBPRgq8C4eF5EeD0VBdfOEn8f1RWKCh1Wyg#!
https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0167198716300174?casa_token=6FJOTH9roRsAAAAA:mNC89II7awoTRZcPyuvWSNBUVmhtvr7Bvk5Lu00RG-_XhABPEnW-bZRrohev8gDU6e3NXKq7#!


Synthèse bibliographique 

20 
 

pour cette raison que N-acétyl-β-D-glucosamidase intervient à la fois dans le cycle du carbone 

et de l’azote (Ekenler et Tabatabai, 2003). Des études ont montré que l’activité N-acétyl-β-D-

glucosamidase est affectée par les pratiques culturales (Ekenler et Tabatabai, 2002), et 

notamment par l’apport de résidus de culture et par la fertilisation azotée (Zhao et al., 2016a). 

Cette activité est corrélée positivement avec l’azote minéral du sol et a été suggérée comme 

indice de la minéralisation de l’azote (Tabatabai et al., 2010). 

▪ L’arylamidase (EC 3.4.11.2) est une enzyme connue pour son rôle dans l'hydrolyse des 

acides aminés N-terminaux des arylamides, des protéines et des peptides. Cette enzyme est 

secrétée par les cellules animales, végétales et les microorganismes du sol (Acosta-Martınez et 

Tabatabai, 2000). L'arylamidase joue un rôle important dans la réaction de minéralisation de 

l’azote organique dans les sols (Dodor et Tabatabai, 2007). Kader et al. (2017) ont montré que 

les pratiques agricoles, notamment l’apport de matière organique influence l’activité de 

l'arylamidase. 

1.7. Effet des pratiques culturales sur les communautés microbiennes du sol  

Les pratiques agricoles, telles que le travail du sol, la fertilisation minérale et organique et 

les rotations de culture, impactent les composantes physique, chimique et biologique du sol 

(Sharma et al., 2011). Ces pratiques, en influençant la quantité et la qualité de la matière 

organique, le pH, la température, l’aération et l’humidité, etc. engendrent des modifications 

dans l'habitat, l’abondance, la diversité et l’activité des communautés microbiennes (Sun et al., 

2018 ; Xia et al., 2019 ; Kraut-Cohen et al., 2020).  

Le régime de travail du sol est caractérisé par sa fréquence, sa profondeur et le retournement 

du sol, qui perturbe fortement les communautés microbiennes, qui se trouvent principalement 

dans les premiers centimètres à la surface du sol (Bissett et al., 2011). Le labour induit des 

changements drastiques dans les communautés microbiennes et leurs activités, qui peuvent 

persister longtemps (Sun et al., 2018 ; Xia et al., 2019 ; Kraut-Cohen et al., 2020). En effet, le 

labour conventionnel entraine une diminution de la biomasse microbienne totale, bactérienne 

et fongique en détruisant essentiellement les hyphes de ces derniers (Bittman et al., 2005 ; Tian 

et al., 2013 ; Hartman et al., 2018 ; Schmidt et al., 2018 ; Xia et al., 2019). Une étude récente a 

montré qu’un travail du sol même occasionnel, suffit à modifier l’abondance et la diversité des 

communautés bactériennes à des différents niveaux taxonomiques (Kraut-Cohen et al., 2020). 

En effet, l’abondance relative des groupes bactériens Bacteriodetes et Proteobacteries 

diminuent drastiquement dans les sols labourés (Kraut-Cohen et al., 2020). Ces observations 

sont contradictoires avec des travaux antérieurs qui montrent qu'un seul labour n'impacte pas 
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les propriétés physicochimiques et biologiques des sols (Liu et al., 2016 ; Rincon-Florez et al., 

2016).  

Les sols non labourés présentent une biomasse microbienne supérieure de + 20 à + 60 % 

comparativement aux sols labourés (Panettieri et al., 2014). Ce résultat est lié à une 

augmentation de la biomasse fongique qui résulte de l’accumulation de la matière organique du 

sol et une légère acidification en surface, qui favorise la prolifération des champignons 

(Pastorelli et al., 2013 ; Geisseler et Scow, 2014). L’effet positif de l’absence du travail du sol 

sur les communautés microbiennes se traduit aussi par une augmentation des activités 

enzymatiques hydrolases dans les sols (β -glucosidase, arylsulphatase et phosphatase alcaline) 

(Zhang et al., 2014 ; Kraut-Cohen et al., 2020). 

La fertilisation azotée minérale augmente la teneur en matière organique du sol de 10 à 20 

% en raison d’une augmentation de la biomasse végétale totale produite, entrainant ainsi une 

augmentation de la biomasse microbienne de l’ordre de 15 % (Ladha et al., 2011 ; Geisseler et 

Scow, 2014). Malgré cet effet positif sur la biomasse microbienne, plusieurs auteurs ont montré 

une diminution de la diversité et la richesse des communautés bactériennes du sol à la suite de 

l’application de différents traitements de fertilisants minéraux (Ramirez et al., 2010 ; Sun et al., 

2018 ; Zhang et al., 2019). La biomasse fongique quant à elle, semble être favorisée par la 

fertilisation minérale, cet effet est attribué à une diminution du pH du sol qui favorise la 

prolifération des champignons (Zhang et al., 2012).  Les réponses des activités enzymatiques à 

la fertilisation minérale sont variables. Elles montrent une stimulation des activités impliquées 

dans le cycle du carbone et une diminution voire une inhibition des activités enzymatiques 

impliquées dans le cycle de l’azote, à l’exception de l’activité uréase (Giacometti et al., 2013 ; 

Geisseler et Scow, 2014 ; Fisher et al., 2017).  

Les fertilisants organiques présentent des compositions et des labilités différentes en 

fonction de leur origine. Il existe néanmoins un consensus sur l’effet positif de ces apports sur 

la biomasse microbienne (Fang et al., 2007 ; Cookson et al., 2008 ; Ribeiro et al., 2010 ; 

Grunwald et al., 2016). Les fertilisants organiques entraînent une augmentation de la biomasse 

microbienne de 36 % en moyenne (Kallenbach et Grandy, 2011), supérieure à celle observée 

pour la fertilisation minérale. La fertilisation organique modifie les communautés microbiennes 

en favorisant la croissance des champignons, et des bactéries Gram positif à long terme (Allison 

et Martiny, 2008 ; Zhang et al., 2015 ; Yu et al., 2016). Par ailleurs, les nombreux travaux qui 

décrivent l’effet des apports organiques sur les activités enzymatiques du sol s’accordent à 

montrer une stimulation des activités enzymatiques hydrolases impliquées dans les différents 

https://link.springer.com/article/10.1007/s11157-019-09520-1#ref-CR54
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cycles (carbone, azote, phosphore et soufre) (Tejada et al., 2006 ; Bastida et al., 2008 ; Ouni et 

al., 2013 ; Geisseler et Scow, 2014). 

Les rotations culturales, en fonction du couvert végétal, de la succession et de la durée des 

cultures, constituent une pratique qui peut influencer directement ou indirectement les 

communautés microbiennes des sols. En effet, les rotations impliquent l’ensemble des pratiques 

détaillées précédemment et ont donc également une incidence sur la structure et les activités 

des communautés microbiennes du sol (Machinet et al., 2009). La littérature rapporte des 

changements significatifs dans la structure des communautés bactériennes lors de changements 

du couvert végétal. Ces changements ont été observés aussi bien au niveau des groupes 

universels bactériens (Nüsslein et Tiedje, 1999 ; Tiedje et al., 1999), qu’au niveau des groupes 

fonctionnels (Singh et al., 2007). Des travaux qui portent sur la diversification des cultures dans 

la rotation montrent une stimulation des activités enzymatiques hydrolytiques dans les sols 

(Dodor et Tabatabai, 2007 ; Benintende et al., 2008). Dans le cadre de mon travail de thèse, 

l'impact des rotations culturales sur les communautés microbiennes et leurs activités sera étudié 

et fera l’objet du Chapitre III, Article 1 de ce manuscrit.  

2. Partie 2 : Cycle de l’azote et légumineuses  

L'azote est un élément abondant, en grande majorité sous forme gazeuse inerte (le diazote, 

N2) et représente 78 % du volume de l'atmosphère (Canfield et al., 2010). Dans le sol, il est 

essentiellement sous forme organique ou minérale (Galloway et al., 2008). L’azote subit 

différentes transformations chimiques et biologiques et passe par différentes formes (diazote, 

nitrate, nitrite, ammoniac/ammonium, azote organique, protoxyde d’azote, etc.) ce qui permet 

son utilisation par les êtres vivants (Gruber et al., 2008). 

2.1. Cycle de l’azote dans le sol 

L’azote du sol joue un rôle important dans la croissance des plantes et la production primaire 

des écosystèmes (Vitousek et Howarth, 1991). La forme préférentielle d’absorption de l’azote 

par les plantes est celle des ions nitrate (NO3
-) (Morot-Gaudry et al., 2014). Néanmoins, elles 

peuvent également assimiler des acides aminés (ou d’autres monomères) dans les écosystèmes 

où la minéralisation de l’azote est très faible. Dans le cycle de l’azote, quatre processus majeurs 

régulent le passage de l’azote d’une forme à l’autre dans le sol : la fixation libre et symbiotique, 

la minéralisation (ammonification), la nitrification et l’organisation (Nicolardot et al., 1997 ; 

Recous et al., 2015 ; Recous et al., 2017 ; Figure 9).  
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Figure 9. Cycle de l’azote dans le sol (d’après Nicolardot et al., 1997) 

La fixation de l'azote atmosphérique est particulièrement importante pour le bon 

fonctionnement des écosystèmes puisqu’elle permet l’entrée de l’azote dans l’écosystème. La 

réaction implique la réduction du N2 en ammoniac grâce à une enzyme, la nitrogénase (Howarth 

et al., 1988 ; Newton, 2007). De nombreux organismes appartenant aux archées, aux bactéries 

et aux cyanobactéries synthétisent cette enzyme (Garcia et al., 2019 ; Mus et al., 2019). Ces 

organismes ont la possibilité de fixer l'azote, en association ou non avec des plantes. Lorsque 

ces microorganismes ne sont pas associés à un hôte, ils tirent l'énergie nécessaire à la réaction 

de leur propre métabolisme hétérotrophe (Azotobacter, Azospirillum, Clostridium) ou 

autotrophe (Cyanobactéries), on parle de fixation libre de l’azote (Kranz et Haselkorn, 1985 ; 

Jiménez et al., 2011). Lorsque la fixation bactérienne nécessite l’établissement d’une symbiose 

avec une plante hôte, on parle de la fixation symbiotique de l’azote (Voisin et al., 2015 ; 

Masson-Boivin et Sachs, 2018). Ces symbioses impliquent des bactéries du genre rhizobium 

associées aux plantes de la famille des Fabaceae (couramment appelé les légumineuses) et des 

Cannabaceae (Carlsson et Huss-Danell, 2003 ; Op den Camp et al., 2012), des bactéries 

Actinomycètes du genre Frankia avec les plantes de la famille des Casuarinaceae (exemple : le 

pin australien) (Benson et Silvester, 1993) et les Cyanobactéries avec les plantes des genres 

Azolla (exemple : fougère) (Fay, 1992 ; Nilsson et al., 2002 ; Bocchi et Malgioglio, 2010). Dans 

ce cas, l'énergie est fournie aux microorganismes par la plante hôte. Cette réaction permet une 

grande entrée d’énergie dans l’écosystème et représente l’essentiel de l’azote accumulé dans 

les sols (Voisin et al., 2015). Une autre étape clé du cycle de l’azote est la minéralisation (ou 
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ammonification). C’est une réaction d’oxydation par les microorganismes hétérotrophes de 

l’azote organique issu de la matière organique du sol et de divers métabolites azotés plus ou 

moins simples en ammonium (NH4
+). L’organisation (ou immobilisation) de l’azote consiste 

en l’assimilation de l’azote minéral par les microorganismes du sol (Hart et al., 1994 ; Figure 

9). La minéralisation de l’azote est toujours associée au phénomène d’organisation de l’azote 

minéral. Minéralisation et organisation étant deux processus concurrents et simultanés, ce que 

l’on observe, à travers l’évolution de la quantité d’azote minéral du sol, correspond à la 

résultante de ces deux processus (Recous et al., 2017). La nitrification correspond quant à elle 

à la conversion de l’ammonium (NH4
+) en nitrate (NO3

–) par des bactéries autotrophes selon 2 

étapes : la nitritation, transformation de l’ammonium en nitrite, et la nitratation, transformation 

du nitrite en nitrate. Ces deux étapes distinctes, sont des processus aérobies stricts, chacune 

d’elle faisant appel à des bactéries spécifiques, des genres Nitrosomonas et Nitrosospira pour 

la nitritation (Kowalchuk et Stephen, 2001 ; Leininger et al., 2006) et Nitrobacter et Nitrospira 

pour la nitratation (Hayatsu et al., 2008). Le nitrate est mobile dans le sol et est par conséquent 

facilement absorbé par les plantes (Qiao et al., 2015). 

Dans les agrosystèmes, le cycle de l’azote est impacté par les apports d'engrais et 

d'amendements qui peuvent modifier la cinétique des transformations biologiques (Voisin et 

al., 2015). En cas d’excès d’azote dans le système, il peut subir des pertes par voie gazeuse, par 

lixiviation ou par érosion (Figure 9). Ces pertes sont dues à des transformations via des 

processus de dénitrification, de lixiviation et de volatilisation engendrant des fuites dans 

l’environnement. La dénitrification ou le retour de l’azote à l’atmosphère est une réduction, en 

condition d’anaérobiose, du nitrate en diazote (Hayatsu et al., 2008). Cette transformation en 

plusieurs étapes fait intervenir de nombreuses espèces bactériennes, majoritairement 

hétérotrophes (dont celles du genre Pseudomonas) et produit généralement un mélange de 

protoxyde d’azote et de diazote (Hayatsu et al., 2008). Les 2/3 de la microflore réduisent les 

NO3
- en NO2

-, mais seulement un faible pourcentage semble capable de réaliser toute la chaîne 

de réactions, ce qui explique que la réaction s’arrête au stade NO ou N2O, avant d’atteindre le 

stade de N2 inerte (Hénault et Germon, 1995). Le cycle de l’azote renferme également des 

processus physico-chimiques indépendants de l’activité biologique du sol comme les pertes 

d’azote par lixiviation. Ce processus d’entrainement des nitrates en profondeur par l’eau est 

responsable de la pollution des nappes phréatiques. L’amplitude du phénomène dépend du 

reliquat azoté après la culture, de la minéralisation de l’azote après la récolte et du volume d’eau 

drainée qui peut être estimé à partir des données climatiques fréquentielles (pluviométrie et 

évapotranspiration) entre la date de récolte de la culture et la fin du drainage (Cattin et al., 
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2002). La perte par voie gazeuse de l’ammoniac (NH3), appelée volatilisation, fait aussi partie 

des transformations non biologiques du cycle de l’azote (Figure 9). Ce processus s’intensifie 

au moment des épandages agricoles, il est favorisé par un pH du sol élevé et un climat chaud. 

On note qu’en moyenne 20 % de l’azote ammoniacal des fumiers et des lisiers peut être perdu 

par volatilisation (Groenestein et Van Faassen, 1996 ; Basset-Mens, 2005). Contrairement à ces 

deux phénomènes, la déposition atmosphérique de l’azote par les précipitations peut être un 

vecteur d’apport d’azote organique. Les formes organiques d'azote sont répandues dans 

l'atmosphère et leur dépôt peut constituer un apport substantiel de l’azote aux écosystèmes 

terrestres et aquatiques (Neff et al., 2002). Cette déposition a augmenté de manière significative 

avec la révolution industrielle et l’intensification de l’agriculture (Zhang et al., 2008).  

2.2. Cas particulier des légumineuses dans le cycle de l’azote 

Les fabacées, plus communément appelées légumineuses, désignent une famille très 

diversifiée, qui comprend environ 376 espèces en France et 7 000 dans le monde (Schneider et 

Huyghe, 2015). Les légumineuses sont des plantes dicotylédones caractérisées pour la plupart 

par des fleurs papilionacées, une gousse contenant les graines et la capacité de fixer l'azote 

atmosphérique inerte (N2) pour produire ses propres composantes protéiques, grâce à 

l’établissement d’une association symbiotique avec des bactéries du sol (Herridge et al., 2008 ; 

Masson-Boivin et Sachs, 2018). Au sein des légumineuses, on distingue deux groupes. D’un 

côté les légumineuses fourragères cultivées pour leurs parties végétatives en vue de 

l’alimentation animale, de l’autre côté les légumineuses à graines utilisées pour l’alimentation 

animale et humaine (Carrouée et al., 1999 ; De Ron et al., 2017). Au sein des légumineuses à 

graines sont définis plusieurs groupes selon leurs débouchés. Il s’agit des légumineuses 

protéagineuses (par exemple : pois, féverole et lupin) principalement cultivés pour 

l’alimentation animale. Le groupe des oléo-protéagineux (exemple : le soja) dont les graines 

sont utilisées pour la fabrication d’huile et de leurs co-produits riches en protéines (tourteaux). 

Enfin, les légumes secs (exemple : les lentilles, le pois sec, les haricots verts…) correspondent 

aux légumineuses à graines récoltées à maturité, et à destination de l’alimentation humaine (De 

Ron et al., 2017). Les légumineuses jouent un rôle potentiellement déterminant dans les flux 

d’azote dans les agrosystèmes (Schneider et Huyghe, 2015) et cette propriété en fait un atout 

pour la construction de nouveaux systèmes de culture économes en intrants fertilisants.  

2.3. La fixation symbiotique de l’azote atmosphérique 

Comme vu précédemment, les légumineuses sont capables, en symbiose avec des bactéries, 

de convertir l’azote atmosphérique (N2) en azote ammoniacal (NH4), assimilable par la plante. 
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Sawada et al. (2003) identifiaient déjà plus de 70 espèces de rhizobium réparties sur 12 genres 

différents (Azorhizobium, Bradyrhizobium, Devosia, Ensifer, Mesorhizobium, 

Methylobacterium, Ochrobactrum, Phyllobacterium, Rhizobium, Shinella, Burkholderia et 

Cupriavidus). Pour une même plante, l’efficacité de la fixation symbiotique peut varier en 

fonction de l’espèce de rhizobium (Laguerre et al., 2007). La fixation symbiotique est réalisée 

par l’intermédiaire d’une réaction enzymatique catalysée par la nitrogénase. Une augmentation 

de la pression partielle d’oxygène ou même l’élimination de la lumière, induiraient une 

diminution rapide voir une inhibition de l’activité de cette enzyme après 2 à 3 min (Schneider 

et Huyghe, 2015).  

Les travaux de Voisin et al. (2015) ont mis en évidence les mécanismes de reconnaissance 

entre racines de légumineuses et bactéries symbiotiques à l’échelle moléculaire et cellulaire. 

Les flavonoïdes semblent particulièrement impliqués dans ce mécanisme de reconnaissance 

spécifique (Laranjo et al., 2014 ; Masson-Boivin et Sachs, 2018). Ces composés agissent sur la 

transcription des gènes de la nodulation (gènes Nod) chez les bactéries symbiotiques. Les 

bactéries répondent à ces signaux par la formation des nodosités (Laranjo et al., 2014 ; Voisin 

et al., 2015), siège de la fixation symbiotique de l’azote atmosphérique chez les légumineuses 

(Laranjo et al., 2014 ; Figure 10).  

 

 

Figure 10. Interaction entre le rhizobium et sa plante hôte (Laranjo et al., 2014) 

 

 

c
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La quantité d’azote fixée grâce à la symbiose rhizobienne est variable selon l’espèce végétale 

(Tableau 2).  

Tableau 2. Les quantités de N2 fixées en kg.ha-1.an-1 par quelques légumineuses (d’après 

Kakraliya et al., 2018) 

 

Le déterminisme de l’efficacité de la fixation de l’azote est lié à la plante et à l’environnement. 

En effet, le génotype de la plante, le type de germination et de la taille initiale des semences 

(Laguerre et al., 2003 ; Tian et al., 2010), ainsi que l’état structural du sol, la variation de 

température, la disponibilité en eau ou en nutriments sont autant de facteurs pouvant influencer 

la mise en place et le niveau d’efficacité de la fixation symbiotique (Lira Junior et al., 2005 ; 

Vocanson et al., 2006).  

La mise en place de nodosités fonctionnelles, n’est effective qu’après épuisements des 

réserves en azote de la graine et du sol, ce qui génère une carence (Voisin et al., 2010). Cette 

carence sera ainsi plus faible chez les plantes à grosses graines et à germination hypogée par 

rapport à des plantes de petites graines et à germination épigée. Par exemple, le soja présentant 

une germination épigée, la nutrition azotée s’avère importante pour compenser cette période de 

carence. C’est le cas contraire pour le pois présentant une germination hypogée (Crozat et al., 

1994 ; Starling et al., 1998). Pour ce qui concerne les facteurs environnementaux, la fixation 

symbiotique évolue avec les réserves en azote minéral (Schneider et Huyghe, 2015 ; Voisin et 

al., 2015). Voisin et al. (2002) ont montré dans le cas du pois et avec un niveau de reliquats au 

Espèce de légumineuse Nom scientifique Bactérie associée
Quantité d’azote fixée 

(kg.ha
-1

.an
-1

)
Références 

Ahlawat and Gangaiah., 2004

Mugwe et al., 2011

Meena et al., 2017

Ahlawat and Gangaiah., 2004

Seymour et al., 2015

Shaha et al., 2003

Mugwe et al., 2011

Mugwe et al., 2011

Seymour et al., 2015

Pois Pisum sativum L. Rhizobium 65–100 Peoples et al., 2009

Lupin Lupinus sp. L. Rhizobium 60–100 Havlin et al., 2014

Mugwe et al., 2011

Havlin et al., 2014

Fenugrec Trigonella foenum-

graecum. L.

Rhizobium 45 Mugwe et al., 2011

Féverole Vicia faba L. Rhizobium 130 Seymour et al., 2015

Trèfle Trifolium pratense L. Rhizobium 100–150 Aranjuelo et al., 2009

Haricot Phaseolus vulgaris L. Rhizobium 20–80

Lentille Lens esculents Medik.. Rhizobium 40–68

Arachide Arachis hypogaea L. Bradyrhizobium 150

Soja Glycine max L. Bradyrhizobium 100–150

Pois chiche Cicer arietinum L. Rhizobium 40–50
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voisinage de 30 kg N. ha-1 dans la couche labourée, que l’activité fixatrice du pois démarre 

après 235 degrés-jours environ après la levée. La disponibilité en eau a un impact fort sur la 

fixation symbiotique comme observé sur le haricot par exemple (Guérin et al., 1990). En effet, 

un déficit hydrique et une situation de sécheresse pendant 8 jours inhibent totalement la fixation 

symbiotique chez le haricot. L’état de sécheresse conduit à une baisse de la turgescence 

cellulaire dans les nodosités limitant la diffusion de l’oxygène dans les tissus (Guérin et al., 

1990). La synthèse de la leghémoglobine, protéine responsable du transport de l’oxygène, est 

en conséquence réduite en cas de stress hydrique ce qui induit une diminution de la fixation 

d’azote (Hungria et Vargas, 2000). De plus, le stress hydrique peut également avoir un effet sur 

la croissance des bactéries rhizobiennes, leur survie et la structure des communautés 

microbiennes rhizosphériques pouvant alors entrainer un échec de la nodulation (Hungria et 

Vargas, 2000). La température du sol influence également la fixation symbiotique. Havlin et al. 

(2014) montrent que des températures comprises entre 24 et 30 °C sont optimales pour l’activité 

des bactéries fixatrices de N2. Hungria et Vargas (2000) expliquent que de fortes températures 

diminuent les capacités de survie des rhizobactéries, rendant plus difficile le processus de 

nodulation. Au contraire des températures basses (en dessous de 10 °C) entrainent un retard 

dans la nodulation voire une inhibition des activités de fixation symbiotique (Lira Junior et al., 

2005 ; Havlin et al., 2014).  

2.4. Mécanismes de perte d’azote dans les agrosystèmes  

Dans les agrosystèmes, l’azote apporté en excès peut être transféré à un autre compartiment 

de l’environnement : dans l’eau, c’est le cas des nitrates NO3
- ou dans l’air, sous forme de NH3, 

NO ou N2O. Les pertes principales d’azote se font par lessivage des nitrates et volatilisation de 

l’ammonium. En France, les principales pertes d’ammonium proviennent de l’agriculture ; 1/3 

de ces pertes est attribuée à l’utilisation des engrais azotés, 2/3 à la gestion, stockage et 

épandage des effluents d’élevage (CITEPA, 2017). 

Dans les sols, la teneur en nitrate est à l’origine de 2 processus de perte d’azote : (1) un 

processus biologique, la dénitrification, déjà abordé dans la partie cycle de l’azote et qui 

consiste à la transformation des nitrates en azote gazeux sous forme d’un mélange de N2O et 

N2 et (2) le lessivage ou lixiviation des nitrates dans les horizons inférieurs du sol où ils ne 

pourront plus être absorbés par les plantes. Ce processus est responsable de la pollution des 

nappes souterraines (Laperche, 2013) et concerne l’azote sous forme de nitrate NO3
-, très 

mobile et soluble dans l’eau au contraire de l’ammonium NH4
+ qui reste adsorbée sur le 

complexe argilo-humique du sol chargé négativement (Scherer, 1993 ; Vandenberghe et al., 
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2013). A l’échelle de l’exploitation, la lixiviation de l’azote est la résultante de plusieurs 

facteurs, dont, la quantité des reliquats azotés, l’occurrence d’un drainage et l’absence 

d’absorption racinaire (Vertes et al., 2008 ; Vandenberghe et al., 2013). Les reliquats azotés 

dépendent essentiellement des conditions climatiques, de l'espèce cultivée et des itinéraires 

techniques conduits sur la parcelle. La lixiviation a lieu lorsque la pluviométrie est importante, 

la minéralisation active et que le prélèvement par les plantes est faible (Powlson et Addiscott, 

2005). Dans le contexte climatique du nord de la France, cette période est généralement située 

au cours de l’automne. Les différents facteurs influençant les quantités d’azote lessivées sont 

schématisés sur la Figure 11.  

 

 

Figure 11. Les principaux facteurs déterminants l’évolution du stock d’azote minéral du sol 

au cours du temps (Cattin et al., 2002) 

La date de la récolte est également un facteur déterminant qui pourrait influencer le bilan 

hydrique et la durée de la phase de minéralisation post-récolte avant drainage (Beaudoin et al., 

2012). Limiter le stock d’azote minéral du sol ou les reliquats azotées à la période de reprise du 

drainage est le principal levier pour réduire les fuites d’azote dans les agrosystèmes. Dans ce 

contexte, l’émergence de nouveaux systèmes de culture peuvent apparaître comme des 

solutions pour limiter les pertes d’azote dans les agrosystèmes.  

2.4.1. Les méthodes d’ajustement de la fertilisation azotée  

Pour éviter ces fuites d’azote, le COMIté Français d’Etude et de développement de la 

FERtilisation Raisonnée (COMIFER) a mis en place des règles de calcul de la fertilisation 

azotée selon la méthode du bilan prévisionnel pour limiter le lessivage (COMIFER, 1996 

actualisé en 2013). Cette règle est applicable aux cultures annuelles et aux prairies. Elle est 

utilisable dans tous les systèmes de production (raisonné, biologique, intégré...) car elle 
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appréhende toutes les sources d'azote possibles (azote issu de la fixation symbiotique chez les 

légumineuses, azote organique des cultures intermédiaires ou des résidus du précédent et azote 

minéral des engrais). Beaudoin et al. (2012) ont également mis en place deux démarches de 

prévention, il s’agit des démarches tactiques et des démarches stratégiques. La démarche 

tactique implique la mise en place d’un ensemble de levier au niveau de la parcelle, pour réduire 

les risques de lixiviation du système de culture (Dinnes et al., 2002 ; Di et Cameron, 2005). Il 

s’agit notamment d’optimiser l’application de la fertilisation par recours à la méthode du bilan 

d’azote prévisionnel de la culture, afin de diminuer les stocks d’azote post récolte, ou encore 

d’implanter un couvert piège à nitrate pendant les périodes automnales et hivernales. De plus, 

la mise en place (depuis fin 2018) du 6ième programme d’actions de la directive nitrate qui se 

décline à travers le programme d’actions national (PAN) et les programmes d’actions régionaux 

(PAR) a renforcé ces démarches en précisant les règles de gestion de la fertilisation azotée 

(période d’épandage, doses maximales…) et des couverts d’interculture (dates de semis…) 

(Barreau et Magnier, 2019). La mise en œuvre de ces démarches tactiques permet une réduction 

importante de la lixiviation du nitrate (Schnebelen et al., 2004 ; Lacroix et al., 2005 ; Decrem 

et al., 2007). Les démarches stratégiques, quant à elles, reposent sur la combinaison de leviers 

impliquant des changements dans les itinéraires techniques de culture, les rotations, le travail 

du sol, etc. (Wells et al., 2000 ; Eltun et al., 2002) et s’inscrivent ainsi dans un processus 

d’amélioration continue (Meynard et al., 2001). Il s’agit d’ajuster les doses d’engrais apportées 

pour limiter le lessivage des nitrates. De nouvelles approches, Appi-N (INRAE, Ravier et al., 

2017) et CHN-conduite (Arvalis, Laberdesque et al., 2017), proposent d’ailleurs un pilotage 

intégral de la fertilisation azotée pour contribuer à cette gestion plus fine de la fertilisation 

azotée. 

2.4.2. Les outils d’évaluation des fuites d’azote  

La lixiviation de l’azote dépend de la quantité d’azote présente dans le sol et d’une situation 

d’excès d’eau qui conduit au développement d’un flux d’eau dans le sol (drainage) (Augeard et 

al., 2006). Les mesures de fuites azotées dans les parcelles agricoles ont fait l’objet de 

nombreuses recherches méthodologiques. Les méthodes directes se basent sur les mesures des 

reliquats d’azote minéral et des concentrations en bougies poreuses, le suivi de dispositifs 

lysimètriques ou de réseau de drainage. Les méthodes indirectes pour la quantification des fuites 

d’azote existent également, il s’agit par exemple des bilans azotés particulièrement utiles pour 

la quantification de la lixiviation, les équations de facteurs d’émissions de N2O lors des apports 

d’engrais, les méthodes isotopiques (15N) et les modèles de prédictions. 
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Les méthodes directes  

▪ Les reliquats azotés 

Les reliquats azotés correspondent à la quantité d’azote présente dans le sol après la récolte 

(Reliquats Entrée Hiver- REH) ou à la fin de la période du lessivage hivernal (Reliquats Sortie 

Hiver- RSH). Ils sont mesurés par dosage des formes solubles de l’azote (NO3
-, NH4

+) dans des 

échantillons de sol et permettent d’estimer la quantité d’azote susceptible d’être lessivée (REH) 

ou disponible pour la plante (RSH). En l’absence de couvert végétal, la différence entre ces 

deux estimations de reliquats permet de calculer la quantité d’azote lessivée. La variabilité 

spatiale et temporelle des teneurs en azote nécessite de répéter les mesures sur la parcelle 

(Hennart et al., 2009). 

▪ Les bougies poreuses  

La pose de bougies est la technique la plus classique pour des suivis de pertes d’azote de 

longue durée en plein champ (Figure 12).  

 

Figure 12. Dispositif de mesure des fuites d’azote (a) la bougie poreuse et (b) du lysimètre à 

mèche (d’après Knutson and Selker, 1994) 

Elles permettent de prélever in situ la solution du sol de façon non destructive et répétitive au 

cours du temps dans des parcelles agricoles (Curley et al., 2010). Elles peuvent être positionnées 

(a)

(b)
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à diverses profondeurs pour suivre l’évolution des teneurs des éléments recherchés dans un 

profil de sol (Benoit et al., 2012). Une bougie poreuse est un dispositif qui permet l’extraction 

sous-pression de l’eau mobile dans le sol pour les mesures des concentrations en NO3
- 

(Boudenne et al., 2010). Les bougies poreuses donnent uniquement accès à la concentration des 

nitrates dans l'eau mobile, qui peut différer de la concentration moyenne de la solution du sol 

(Garnier et al., 2001). Cependant, il faut estimer le drainage pour calculer la quantité d’azote 

nitrique lixivié par unité de temps. Pour cela, le calcul des flux d’eau à partir du bilan hydrique 

(apport d’eau, évapotranspiration, variation de stock d’eau dans le sol et flux de ruissellement 

éventuel) est indispensable pour pouvoir calculer les flux de nitrates dans le sol (Beaudoin et 

al., 2012). Il est nécessaire de répéter les mesures dans l’espace et dans le temps pour intégrer 

la forte variabilité spatiotemporelle de la concentration (Thorup-Kristensen et al., 2003). 

▪ Les lysimètres 

Les lysimètres sont des outils utilisés en expérimentation pour récupérer l’eau qui s’infiltre 

dans un sol donné. Le volume d’eau et la concentration des substances entraînées en profondeur 

peuvent alors être mesurés (Beaudoin et al., 2012). C’est l’outil expérimental par excellence 

pour quantifier la lixiviation, à condition de maîtriser le risque d’écoulement au niveau des 

bordures (Weihermüller et al., 2007). Les premières générations de lysimètres étaient des 

lysimètres « fermés ». Ce dispositif avait l’avantage de récupérer les eaux d’infiltration sur une 

surface précise, en s’affranchissant des infiltrations latérales. Les lysimètres ouverts à mèche 

sont une version plus prometteuse. Les lysimètres à mèche sont une solution pour capturer à la 

fois la fraction libre et la fraction retenue par le sol (Figure 12). En effet, les plaques sont, dans 

ce cas, accompagnées d’une mèche en fibre de verre qui attire l’eau du sol par conductivité 

hydraulique (Feaga et al., 2010). 

▪ Le drainage artificiel  

Le drainage artificiel est une technique qui permet d’évacuer les excès d'eau, réduisant ainsi 

les phases d’engorgement et donc d’anoxie dans les sols hydromorphes. Les parcelles drainées 

artificiellement sont ainsi considérées dans les travaux scientifiques, comme un lysimètre géant 

(Kladivko, 2004a ; Kladivko, 2004b). Le drainage artificiel a pour conséquence de diminuer la 

part d’infiltration profonde au profit d’un écoulement plus superficiel. Le recours au drainage 

artificiel implique l’hypothèse que celui-ci capte la majorité des flux de percolation (Henine et 

al., 2010). 
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Les méthodes indirectes  

▪ Les modèles de prédiction des fuites d’azote  

En fonction de leur complexité, les modèles permettent de prédire le drainage d’eau, la 

lixiviation ou l’ensemble des pertes d’eau et d’azote d’un agrosystème en fonction des données 

d’entrée disponibles sur le sol, les techniques, le climat et la plante (Justes et al., 2012). 

Plusieurs modèles ont été développés afin de permettre une estimation des fuites d’azote dans 

l’environnement (Parnaudeau et al., 2012). Les modèles ont pour objectif de calculer les flux 

ou les quantités d’azote mis en jeu à partir de lois ou de relations préétablies par des approches 

mécanistes, empiriques ou mixtes (Tableau 3). 

Tableau 3. Présentation des caractéristiques des différents modèles de prédiction des fuites 

d’azote les plus utilisés dans les agrosystèmes  

 

Modèle Conception/Organisme  Caractéristiques Références

Simulateur 	multidisciplinaire 

	pour 	les	 cultures	 

standard- STICS 		

Développé par Institut National de 

la Recherche Agronomique-INRA à 

l’initiative de Nadine Brisson avec 

l’appui de Dominique Ripoche 

Ce modéle permet la simulation, à l’échelle de la parcelle, le 

développement d’une culture, voire de cultures associées 

(c’est-à-dire plusieurs espèces cultivées en même temps) ou 

encore d’une succession culturale, en fonction de tous les 

paramètres agronomiques : climat, sol, et pratiques agricoles.

Brisson et al., 2003

Crop Environment

REsource Synthesis - 

Environnement et Grandes

Cultures-CERES-EGC

Développé par Unité Mixte de 

Recherche-UMR Environnement et 

grandes cultures depuis 1993

Ce modèle permet la simulation des cycles eau-carbone-azote 

dans les agroécosystèmes. Il permet de prédire à la fois la 

productivité et les bilans environnementaux des cultures, en 

lien avec les pratiques agricole.                                                                                

Ce modèle est  conçu de façon modulaire avec des sous-

modèles pour simuler les dynamiques  de l’eau, de carbone et 

d'azote dans le sol et d’échanges de gaz avec l’atmosphère 

(N2O, NH3, NO). 

Gabrielle et al., 1995

Nitrous Oxide Emission-NOE Développé par l’INRA et a été mis 

au point par Hénault  

Ce modéle modélise la cinétique des émissions de N2O en 

fonction des paramètres édaphiques et climatiques.                 

Ce modéle a été intégré à certains modèles mécanistes de 

fonctionnement des cultures, en particulier les modèles 

STICS (Brisson et al., 2003), CERES-EGC (Gabrielle et al., 

2006) et le celui de l’outil Syst’N (Dupas et al., 2013).

Hénault et al., 2005

LIXIM Développé par INRA de Toulouse et 

financé par ARVALIS-Institut 

duVégétal et le CETIOM

Ce modèle permet de prédire la cinétique de minéralisation 

d'azote du sol. 

Mary et al., 1999

Leaching Estimation and 

CHemistry Model-LEACHN

Développé par Wagenet and 

Hutson en 1989

Ce modèle permet de prédire la dynamique de l'azote et du 

drainage de l'eau et décrit la transformation de l'azote et du 

phosphore.

Jemison et al., 1994

Syst'N Développé par l'INRA, 

l'Association de Coordination 

Technique Agricole-ACTA, Arvalis, 

Terres Inovia, le Centre Technique 

Interprofessionnel des Fruits et 

Légumes-CTIFL, l'Institut 

Technique de la Betterave-ITB,  

Institut Technique des filières 

AVIcoles, cunicole et piscicole-

ITAVI et l'institut du porc-IFIP.

Ce modèle permet l’évaluation des pertes d’azote en prenant 

en compte les conséquences des successions des cultures et 

des techniques culturales à effet direct ou indirect, à court et 

plus long terme, sur la dynamique de l'azote.

Parnaudeau et al., 2012

Soil and Water

Assessment Tool-SWAT

développé par des chercheurs du 

Département de l'Agriculture des 

Etats-Unis

Ce modèle permet de manipuler et d'analyser de nombreuses 

données hydrologiques et agronomiques en vue de prédire les 

effets de la gestion des terres sur la ressource hydrique. Il 

permet de simuler les transferts de nutriments, de sédiments 

et pesticides vers le réseau de drainage et vers les aquifères. 

SWAT simule également les rendements des cultures en 

fonction des conditions environementales et des techniques 

de culture. 

Bioteau et al., 2002 

Common Agricultural Policy 

Regional Impact Assessment-

CAPRI, DeNitrification 

DeComposition-DNDC

Dévellopé par la Commission 

européenne

Ce modèle permet de simuler les flux de gaz à effet de serre, 

les variations des stocks de carbone et le bilan azoté des sols 

agricoles en Europe. 

Leip et al., 2008
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Modéliser les processus implique nécessairement de simplifier et de conceptualiser la 

multitude de processus physiques, chimiques et biologiques qui existent dans la nature. Pour 

chaque modèle, on s’attache donc en général à caractériser un fonctionnement de façon 

conceptuelle, en formalisant ou en utilisant des équations que l’on peut paramétrer. Une fois 

développés et validés par des observations in situ, ces outils permettent en explorant une 

multitude de contraintes, de limiter les campagnes de terrain. Concernant la modélisation à 

l’échelle de la parcelle, les modèle STICS (Brisson et al., 2003) ou CERES-EGC (Jones et al., 

1986) sont des modèles agronomiques qui permettent de définir l’impact des pratiques 

culturales sur les fuites d’azote (N2O, NO3
-). Ils prennent en compte la croissance des plantes, 

le bilan d’eau dans les sols, et les cycles de l’azote et du carbone. D’autres modèles dérivés des 

précédents, plus simples, calculent uniquement le transport vertical de l’eau et des nutriments 

dans le profil des sols, comme LEACHN (Jemison et al., 1994) ou LIXIM (Mary et al., 1999). 

Des modules ont été développés pour quantifier les émissions de N2O, comme NOE (Hénault 

et al., 2005), NLOSS (Riley et Matson, 2000), intégrés ou pas dans les modèles agronomiques. 

La majeure partie des modèles s’appliquent à l’échelle de la parcelle, mais certains modèles 

permettent également d’aller au-delà de l’exploitation agricole (Olesen et al., 2002), jusqu’à 

l’échelle régionale, comme SWAT (Bioteau et al., 2002) ou de l’Europe, comme CAPRI-

DNDC (Leip et al., 2008). Toutefois le recours à la modélisation pour décrire des situations 

agricoles réelles (et non expérimentales), soulève la question du nombre de paramètres à 

prendre en compte par le modèle (Hansen et al., 2001 ; Meynard et al., 2003). En particulier, 

certaines cultures spécifiques en agriculture biologique ne sont pas encore paramétrées dans les 

modèles classiques, comme dans le modèle STICS qui ne peut être appliqué de façon 

satisfaisante que dans les systèmes conventionnels (Beaudoin et al., 2012). 

3. Partie 3. La rhizodéposition 

3.1. Définition de la rhizodéposition  

La rhizodéposition désigne toute production issue de la racine (Bais et al., 2006 ; Dessaux 

et al., 2016). Elle inclut notamment les exsudats racinaires, les cellules bordantes de la racine, 

les composés volatiles, les débris cellulaires et les métabolites issus de la décomposition des 

racines (Nguyen, 2003 ; Jones et al., 2004 ; Pausch et Kuzyakov, 2018 ; Hassan et al., 2019) 

(Figure 13). Lors des stades végétatifs de croissance, la plante libère par rhizodéposition 

environ 20 % du carbone totale assimilé par la plante (Kuzyakov et Domanski, 2002 ; Schenck 

zu Schweinsberg-Mickan et al., 2010). La rhizodéposition de l’azote quant elle, est très variable, 

et représente de 4 % à 71 % de l’azote total assimilé par la plante (Wichern et al., 2008).  
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Figure 13. Répertoire des composés rhizodéposés par différentes espèces végétales. Les parties 

hachurées restent hypothétiques (d’après Wichern et al., 2008 ; Badri et Vivanco, 2009 ; Preece 

et Peñuelas, 2020) 

L'azote rhizodéposé peut être sous forme organique (acides aminés, différentes phytohormones, 

et vitamines, etc.) et inorganique (NO3
- et NH4

+) (Jensen, 1996 ; Mayer et al., 2003 ; Wichern 

et al., 2007a). Plusieurs mécanismes interviennent dans la libération des rhizodépôts dans la 

rhizosphère: (i) la sénescence et la décomposition des racines et des nodosités (dans le cas des 

légumineuses) (Voisin et al., 2015), (ii) l'exsudation de composés solubles par les racines par 

voie active ou passive (Jones et al., 2004 ; Badri et Vivanco, 2009), (iii) le renouvellement des 

cellules de la coiffe racinaire (Nguyen, 2007) et (iv) la sécrétion de mucilage (Carminati et 

Vetterlein, 2013 ; Sasse et al., 2018). 

La rhizodéposition contrôle une boucle de rétroactions entre les racines des plantes, les 

microorganismes et les particules du sol (Pausch et Kuzyakov, 2018 ; Oburger et Jones, 2018). 

Cette interaction dynamique comprend les interactions inter et intra-plante et les interactions 

plantes-microorganismes (Bicharanloo et al., 2020 ; Tian et al., 2020). La rhizodéposition a un 

effet significatif sur la structure et l’activité des communautés microbiennes dans les sols et 

plus particulièrement sur les microorganismes entourant la racine appelés le rhizomicrobiome 

(Keiblinger et al., 2010 ; Geyer et al., 2016 ; Tian et al., 2020). L’effet de la rhizodéposition sur 

le rhizomicrobiome se manifeste sur la nutrition (la dynamique et le renouvellement des 

nutriments) et la santé des plantes (via le renforcement des mécanismes de défense des plantes 

et la sélection de microorganismes de biocontrôles) (Fustec et al., 2010 ; Geyer et al., 2016 ; 

Tian et al., 2020). La rhizodéposition a par ailleurs un rôle primordial dans la structuration des 
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agrégats du sol (Six et al., 2004), dans les flux hydriques (Moradi et al., 2012) et dans les 

émissions de gaz à effet de serre (Bais et al., 2006, Philippot et al., 2009 ; Figure 14).  

 

Figure 14. Interaction entre rhizodéposition-sol-communautés microbiennes (d’après Oburger 

et Jones, 2018).  

HPM indiquent les composées de haut poids moléculaire, FPM indiquent les composées de haut poids moléculaire 

3.2. Outils d'étude de la rhizodéposition 

La plupart des études récentes qui portent sur la rhizodéposition, se sont concentrées 

essentiellement sur la quantification et le transfert du carbone dans le système atmosphère-sol- 

plante (Kuzyakov et Domanski, 2000 ; Kuzyakov et Schneckenberger, 2004 ; Zang et al., 2015 

; Pausch et Kuzyakov, 2018). La rhizodéposition de l’azote présente un nombre d’étude plus 

restreint (Merbach et al., 1999 ; Wichern et al., 2007a ; Wichern et al., 2007b ; Stevenel et al., 

2019). Les méthodes d’estimation de la rhizodéposition nécessitent le recours aux techniques 

de marquage isotopique 14C, 13C, 11C (Kuzyakov et Cheng, 2001 ; Stevenel et al., 2019) et 15N 

(Mahieu et al., 2007 ; Fustec et al., 2010 ; Stevenel et al., 2019) pour identifier de façon 

spécifique la part de carbone et d’azote provenant de la plante. On distingue deux types de 

marquage. Le marquage court ou pulsatif permet l’assimilation par les plantes, des marqueurs 

isotopiques pendant une courte période. Cette technique n’est valable que pour quantifier le 

transfert d’assimilats récents dans le système sol- plante (Swinnen et al., 1994a ; Swinnen et 

al., 1994b ; Nguyen et al., 2003) et reflète l’aptitude de la plante à répartir le carbone ou l’azote 

à un instant t. En revanche, pour estimer la répartition de ces deux composés dans le système 

sol-plante-microorganismes sur des pas de temps plus longs, une série de marquages courts aux 

différents stades de développement de la plante est nécessaire (Swinnen et al., 1994a ; Swinnen 

et al., 1994b ; Kuzyakov et al., 1999 ; Stevenel et al., 2019). Ce type de marquage long et/ou 

en continu permet d’obtenir un marquage homogène et uniforme donnant une estimation 

représentative de la répartition du carbone ou de l’azote (Wichern et al., 2008). Les techniques 

de marquage isotopique du carbone impliquent l’utilisation d’une chambre de culture à 
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atmosphère contrôlée pour la culture des plantes (Toal et al., 2000 ; Warembourg et Esterlich, 

2001). L’estimation de la rhizodéposition de l’azote fait l’objet de nombreux travaux de 

recherche et plus particulièrement chez les légumineuses au regard de l’importance de la gestion 

de l’azote à l’échelle de la rotation culturale (Khan et al., 2002 ; Fustec et al., 2010 ; Stevenel 

et al., 2019). Ces travaux montrent (i) qu’il y a un panel important de méthodes de marquage 

de l’azote chez les plantes et (ii) que la quantité d’azote rhizodéposé est variable en fonction 

des espèces végétales étudiées et de la technique de marquage employée (Fustec et al., 2010 ; 

Tableau 4).  

Tableau 4. Synthèse des quantités d’azote rhizodéposées par différentes espèces de 

légumineuses, obtenues à l'aide de différentes méthodes de marquage (Fustec et al., 2010). 

L’azote rhizodéposé est exprimé en pourcentage de l’azote total de la plante 

 

1Split root est une technique de marquage qui consiste à scinder le système racinaire de la plante en deux parties. 

Une partie est placée dans  un premier compartiment contenant du sol avec de la solution marquée au 15N et un 

deuxième compartiment contenant un substrat inerte pour mesurer la rhizodéposition de l’azote; 2Cotton wick est 

une technique de marquage qui consiste à injecter une solution d’azote marquée de 15N à travers une incision au 

niveau de la tige; 3Leaf feeding est une méthode de marquage qui repose sur l’immersion des feuilles intactes, 

coupées à la pointe ou coupées en deux dans une solution marquée au 15N.  

Espèces Conditions de cultures Méthode de marquage N rhizodéposé Références 

Pisum sativum Chambre de cultures
Marquage racinaire « split root »

1 

solution (
15

NH4)2SO4

8-12% Sawatsky and Soper, 1991

Lupinus angustifolius Au champ
Marquage foliaire « cotton wick »

2  

Solution 
15

N-urea
18,5% Russel and Fillery, 1996

Trifolium subterraneum 10%

Ornithopus compressus 20%

Trifolium subterraneum 40%

Ornithopus compressus 57%

Vicia faba 23,5%

Cicer arietinum 43,9%

Vigna radiata 16,5%

Cajanus cajan 35,5%

Vicia faba 13%

Pisum sativum 12%

Lupinus albus 16%

Pisum sativum 10,5%

Lathyrus sativus 9,5%

Au champ 34,2%

Au champ 27,5%

Trifolium repens 47%

Poa pratensis 10%

Pisum sativum Au champ
Marquage foliaire « cotton wick » 

Solution 
15

N-urea
32-36% Wichern et al., 2007b

Lupinus angustifolius Au champ
Marquage foliaire « cotton wick » 

Solution 
15

N-urea
35-76% McNeill and Fillery, 2008

Pisum sativum

Marquage racinaire « split root » 

Solution 
15

NO3−
15

NH4

Chambre de cultures

Gylfadóttir et al., 2007
Marquage foliaire « leaf feeding » 

Solution 
15

N-urea
Au champ

En serre 

En serre

En serre

Marquage foliaire « cotton wick »
2 

Solution 
15

N-urea

Marquage racinaire « split root »
1 

solution KNO3−
15

N

Marquage foliaire « cotton wick » 

Solution 
15

N-urea

Mayer et al., 2003

Schmidtke, 2005

9,7-11,7%

Mahieu et al., 2007

14,3-17,3%

En serre

En serre Khan et al., 2002

Au champ McNeill et al., 1997
Marquage foliaire « leaf feeding »

3 

Solution 
15

N-urea

McNeill et al., 1998
Marquage foliaire « leaf feeding »

3 

Solution
 15

N-urea

Marquage des pousses «Leaf 

feeding»
3
 Solution 

15
N-urea
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L’étude récente de Stevenel et al. (2019) fait état des nombreux travaux de recherche, qui 

portent sur l’estimation de la rhizodéposition du carbone et de l’azote à différentes échelles 

d’étude, chez différentes espèces végétales, à différents stades de croissance des plantes et avec 

différentes techniques de marquage, employées seules ou combinées (Tableau 5).  

Bien qu’il existe un large panel de méthodes de double marquage simple ou multi-pulse cette 

synthèse montre que peu de travaux ont étudié les flux de carbone et d’azote dans les systèmes 

plante-sol-microorganismes et examiné simultanément la quantité et le devenir des rhizodépôts 

de carbone et d’azote. Pour compléter le panel des méthodes existantes et avancer dans la 

compréhension du rôle de la rhizodéposition dans la boucle sol-plante-microorganismes, 

Stevenel et al. (2019) ont développé une nouvelle méthode de tri-marquage isotopique 

permettant d’estimer la rhizodéposition carbone, azote et phosphore, offrant ainsi la perspective 

de suivre potentiellement leur devenir dans les systèmes sol-plante. 
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Tableau 5. Synthèse des principaux travaux portant sur l’estimation simultanée de la rhizodéposition du carbone et de l’azote (d’après Stevenel 

et al., 2019)  

 

                        aJours Après Semis, bJours après marquage, cCarbone dérivé de la rhizodéposition et dAzote dérivé de la rhizodéposition 

Espèces Conditions de culture Stade de dévellopement Méthode Rhizodéposition mesuré Références 

Expérimentation au 

champ

Pois marqué 60 et 69 JAS
a
 et récolté 

36 et 52 JAM
b

CdfR
c
: 24–30% (pois)

et 31% (oat) du C totale de 

la plante

Avoine marqué 76 JAS et récolté 42 

JAM

NdfR
d
:32–36% (pois)

et 30% (avoine) de l'N totale 

de la plante

CdfR: 23–58% (pois)

et 8–15% (avoine) du C 

totale de la plante

NdfR:23–71% (pois) et

5–20% (avoine) de l'N totale 

de la plante

2 ans de pelouse

2 mois après le marquage 

Blé 

En serre,

Expérience en pot à 

deux compartiments

14
CO2 (0,03%, 21,645 Bq mgC

-1
) et

15
NH3 (95 atom%) par fumigation

13–32% de 
14

C incorporé 

dans la plante et 5–6% of 
15

N
Merbach et al., 1999

13
C marquage à 30, 50 et70 JAS 

et
15

N marquage à 35, 55 et70 JAS

CdfR: 16–19% du C totale 

de la plante

Récolte: 135 JAS
NdfR: 16–17% de l'N totale 

de la plante

Ray-grass Marquage 10 JAS et récolté 25 JAS

CdfR: 4,2% du C totale du 

sol, NdfR: 2,8% de l'N totale 

du sol 

Blé Marquage 17 JAS et récolte 80 JAS

CdfR: 23% du C totale du 

sol et NdfR: 16%

de l'N totale du sol  

Marquage 39 JAS 
CdfR: 13–42% du C totale 

de la plante

Récolte 17 JAM ou à 43 JAM
NdfR: 9–21% de l'N totale 

de la plante

Marquage pulsatifs

Marquage à impulsion unique 

2 ml de  2%
c 13

C- glucose (99 atom%) et 

0,5%
15

N-urea (99 atom%) via  la méthode 

cotton-wick stem feeding

Différents stade de croissance pour 

les deux plantes 

1 ml of 
13

C-glucose (99 atom%) et 
15

Nurea (99 atom%) via  la méthode 

cotton-wick stem feeding. La 

concentrations varie entre 0,6% et

8,1% pour le glucose et entre 0,04% to 

0,89% pour l'urea

Pois et avoine

Colonnes de sol 

"conditions extérieurs"

Wichern et al., 2007a, b

1 ml of 0,5% 
15

N-urea (99.6 atom%), et

0,01 M 
13

C-Na2CO3 (99,9 atom%) via  la 

methode leaf

labeling

Expérimentation au 

champTrèfle blanc et ray-grass
Kušlienė et al., 2014

Expérimentation au 

champ
Haricot mungo

1 ml of 0,2% 
15

N-urea (99 atom%) et 

4% 
13

Cglucose (99 atom%) via la 

méthode cotton-wick stem feeding. 

Marquage deux fois avec un intervalle 

de 39 JAS

Zang et al., 2015

13
C-CO2 plusieurs marquage avec 0.3g

NaH
13

CO3 (98 atom % excés 
13

C) avec   

2 ml d'acide lactique et 
15

N

plusieurs marquage avec 3 ml de 0,3% 
15

N- urea (98 atom %) via  la méthode 

leaf feeding

En serre,

expérience en colonnePois chiche
Yasmin et al., 2010

En serre, Rhizoboxe 

Marquage pulsatif 
13

C-CO2

et marquage continue avec 2,66 atom% 
15

N avec une solution du milieu 

Hoagland modifié via la méthode de 

cotton wick

Schweinsberg‐Mickan et 

al., 2012
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3.3. Les exsudats racinaires  

Les exsudats racinaires font référence à une série de composés secrétés par les racines des 

plantes (Walker et al., 2003 ; Preece et Peñuelas, 2020) (Tableau 6). 

Tableau 6. Les classes des principaux composés identifiés dans les exsudats racinaires des 

plantes (d’après Badri et Vivanco, 2009 ; Dennis et al., 2010 ; Haichar et al., 2014). 

 

Ils sont principalement constitués de molécules de haut poids moléculaire (par exemple : le 

fructose, le glucose, les polysaccharides, les protéines) et de composés à faible poids 

moléculaire, qui comprennent des acides aminés, des acides organiques, des sucres, des 

composés phénoliques, ainsi que des ions (H+), de l’eau et des sels minéraux (Koo et al., 2005 ; 

Canarini et al., 2019). L’exsudation racinaire a lieu dans les cellules racinaires métaboliquement 

actives et consiste dans la diffusion et le transport de différentes molécules par voie active ou 

passive (Figure 15) (Yang et Hinner, 2015 ; Sasse et al., 2018).  

L’exsudation racinaire est dépendante des caractéristiques de la plante, c’est à dire 

de l’espèce végétale (Paynel et al., 2001 ; Shen et al., 2002), du génotype  (Hoekenga et 

al., 2003 ; Badri et Vivanco, 2009) et des traits fonctionnels de la plante (Aulakh et al., 2001 ; 

Herz et al., 2018). Les taux d'exsudation peuvent varier pour une même plante suivant les stades 

de développement et les conditions de culture (Aulakh et al., 2001 ; Gransee et Wittenmayer, 

2000). En effet, les études de cinétique d’exsudation racinaire montrent des taux d’exsudation 

plus faible lors des stades végétatifs et à maturité comparativement aux stades floraisons 

(Aulakh et al., 2001). Cette cinétique d'exsudation traduit la corrélation positive qui existe entre 

le développement du système racinaire de la plante durant la culture et le taux d’exsudation 

racinaire (García et al., 2001).   

Classe de composés Les composés

Glucides Arabinose, glucose, galactose, fructose, sucrose, pentose, rhamnose, raffinose, ribose, xylose and mannitol.

Acides aminés Alanine, arginine, asparagine, aspartate, citrulline, cystathionine, cystéine, glutamine, glutamate, glycine, 

histidine, homosérine, isoleucine, lysine, méthionine,ornithine, phénylalanine, proline, sérine, thréonine, 

tryptophane, tyrosine, valine.

Acides organiques Acide acétique, acide succinique, acide l-aspartique, acide malique, acide l-glutamique, acide salicylique, acide 

shikimique, acide isocitrique, acide chorismique, acide sinapique, acide caféique, acide p-hydroxybenzoïque, acide 

gallique, acide tartrique, acide férulique, acide protocolatacheuïque, acide p-coumarique, acide mugineique, 

acide oxalique, acide citrique, acide piscidique.

Flavonoides Naringénine, kaempférol, quercitine, myricétine, naringine, rutine, génistéine, strigolacton.

Lignines Catéchol, acide benzoïque, acide nicotinique, phloroglucinol, acide cinnamique, acide gallique, acide férulique, 

acide syringique, sinapoyl aldéhyde, acide chlorogénique, acide coumarique, vanilline, alcool sinapylique, acide 

quinique, acide pyroglutamique.

Anthocyanes Cyanidine, delphinidine, pelargonidine. 

Les acides gras Acide linoléique, acide oléique, acide palmitique, acide stéarique.

Stérols Campestrol, sitostérol, stigmastérol.

Protéines et enzymes Protéines PR, lectines, protéases, phosphatases acides, peroxydases, hydrolases, lipases.

javascript:;
https://onlinelibrary-wiley-com.inc.bib.cnrs.fr/doi/full/10.1111/j.1365-3040.2009.01926.x#b2
https://onlinelibrary-wiley-com.inc.bib.cnrs.fr/doi/full/10.1111/j.1365-3040.2009.01926.x#b58
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Figure 15. Les principaux mécanismes de l'exsudation racinaire (Oburger et Jones, 2018). 

(1) Diffusion passive d'exsudats à travers la menbrane plasmique en réponse au gradient de concentration entre 

le cytoplasme et la solution du sol (2) libération d'exsudats par un canal de transport de protéines par diffusion 

passive (3) transport actif d'exsudats à travers la menbrane plasmique (4) libération par exocytose des exsudats 

lorsque les vésicules fusionnent avec la membrane plasmique (5) re-capture des exsudats en utilisant un co-

transporteur de protons actif (6) H+ -ATPase qui crée le potentiel électrochimique à travers la membrane qui 

pilote les processus (2) et (5).  

L’exsudation racinaire est fortement dépendante des facteurs abiotiques et biotiques du milieu 

(Koo et al., 2005 ; Canarini et al., 2019 ; Figure 16).  

 

Figure 16. Représentation schématique des facteurs biotiques et abiotiques qui influencent 

l’exsudation racinaire (d’après Jones et al., 2004 ; Wang et al., 2006 ; Canarini et al., 2019 ; 

Tian et al., 2020)  
(a) Facteurs abiotiques liés à la plante, (b) Facteurs biotiques liés à la plante, (c) Facteurs biotiques liés au sol, 

(d) Facteurs abiotiques liés au sol   
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En effet, des facteurs tels que la disponibilité en eau et en minéraux, la température, la 

luminosité ou encore la composition et l’activité des communautés microbiennes de la 

rhizosphère sont des déterminants essentiels de l’intensité et la composition des exsudats 

racinaires (Bais et al., 2006 ; Jones et al., 2009b ; Moe, 2013). Des études ont rapporté l’effet 

de la température et de l’intensité lumineuse sur l’exsudation des métabolites secondaires 

(Pramanik et al., 2000 ; Nakayama et Tateno, 2018). D’autres études montrent des changements 

dans la quantité et la composition des exsudats racinaires sous l’influence de certains stress tels 

qu’une humidité du sol élevée pouvant limiter la disponibilité en oxygène (Koo et al., 2005), 

ou encore la sècheresse (Karlowsky et al., 2018 ; Vries al., 2019). La composition des exsudats 

racinaires est impactée par la carence en nutriment et la présence de contaminants dans le sol. 

En effet, ces stress induisent une augmentation de la sécrétion d’acides organiques spécifiques 

dans le cas d’une carence en phosphore ou encore lors d’une contamination à l’aluminium 

(Liao et al., 2006 ; Wang et al., 2006). La carence en phosphore entraîne également une 

augmentation de la sécrétion racinaire des composés phénoliques chez certaines espèces comme 

les légumineuses et la spécificité de la sécrétion d'acide organique en réponse à une carence en 

phosphore varie selon les espèces végétales (Tawaraya et al., 2018 ; Tian et al., 2020). 

Dans la rhizosphère, les exsudats racinaires sont en étroite interaction avec les 

microorganismes du sol, ces exsudats constituent une source de nutriments et d'énergie pour la 

plante mais aussi pour une large gamme de bactéries et de champignons rhizosphériques 

(Walker et al., 2003 ; Moe, 2013 ; Van Dam et Bouwmeester 2016 ; Canarini et al., 2019). La 

composition des exsudats racinaires joue un rôle majeur dans la sélection des communautés 

microbiennes autour de la racine des plantes (Tian et al., 2020). Cette sélection permet le 

recrutement de microorganismes bénéfiques pouvant assurer une protection contre les attaques 

de pathogènes (Haichar et al., 2008 ; Berendsen et al., 2012 ; Preece et Peñuelas, 2020) ou 

encore améliorer la nutrition des plantes via l’initiation de symbiose notamment avec des 

champignons mycorhiziens (Martin et al., 2001) et des bactéries Plant Growth Promoting 

Rhizobacteria (PGPR) (de Weert et al., 2002 ; Nelson, 2004 ; Huang et al., 2014b ; Preece et 

Peñuelas, 2020). 

3.4. Méthodologies pour l’étude des exsudats racinaires   

L'étude des exsudats racinaires en sol est un défi majeur au regard de la complexité de la 

matrice sol et de la diversité de l’architecture racinaire des différentes espèces végétales  

(Oburger et Jones, 2018). En effet, les exsudats libérés peuvent être immédiatement adsorbés 

aux particules du sol et/ ou dégradés par les microorganismes (Koo et al., 2005 ; Vives-Peris et 

https://onlinelibrary-wiley-com.inc.bib.cnrs.fr/doi/full/10.1111/j.1365-3040.2009.01926.x#b106
https://onlinelibrary-wiley-com.inc.bib.cnrs.fr/doi/full/10.1111/j.1365-3040.2009.01926.x#b194
https://scholar.google.fr/citations?user=8kdC-bgAAAAJ&hl=fr&oi=sra
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al., 2020). Un ensemble d’approches a été développées de manière à limiter les contraintes liées 

aux interactions exsudats-sol-microorganismes et faciliter l’extraction des composés exsudés 

par les plantes (Oburger et Jones, 2018). La majorité des approches développées actuellement 

s’appuient sur des dispositifs de culture en hors sol et en conditions contrôlées (Vranova et al., 

2013 ; Vives-Peris et al., 2020). En effet, la culture des plantes est conduite en systèmes 

hydroponiques dans des solutions nutritives en conditions stériles, semi ou non stériles avec ou 

sans aération (Neumann et Römheld, 1999 ; Strehmel et al., 2014). Certains auteurs parlent de 

dispositifs semi-hydroponique lorsque le dispositif hydroponique inclut un système de 

percolation avec un substrat inerte (sable, des billes de verre, perlite, vermiculite) permettant la 

stabilisation mécanique des racines (Neumann et al., 2000 ; Neumann et al., 2009) (Figure 17). 

 

Figure 17. Les différentes techniques de collecte des exsudats racinaires (Oburger et Jones, 

2018) 

Bien que l’extraction des exsudats en sol soit laborieuse, elle reste néanmoins possible et 

nécessite la séparation des racines de la matrice sol et la suppression de l'activité microbienne 

via la stérilisation du sol (Bobille, 2016). Ces méthodes impliquent de cultiver les plantes dans 

le sol puis un transfert vers un système hydroponique après lavage des racines (soil-hydroponic-

hybrid) (García et al., 2001 ; Canarini et al., 2016), soit avec un système utilisant des rhizoboxes 

en combinaison avec un outil de collecte d'exsudat racinaire (soil-rec) (Oburger et al., 

2013 ; Oburger et al., 2014 ; Figure 17). Il existe des techniques de collecte d’exsudats 

racinaires localisées uniquement sur un fragment de racine, cette collecte est possible soit par 

(1) sorption et /ou diffusion (exsudats sorption/diffusion traps in situ (Haase et al., 2007 ; Shi 

https://www-sciencedirect-com.inc.bib.cnrs.fr/science/article/pii/S2452219818300661?via%3Dihub#bib126
https://www-sciencedirect-com.inc.bib.cnrs.fr/science/article/pii/S2452219818300661?via%3Dihub#bib191
https://www-sciencedirect-com.inc.bib.cnrs.fr/topics/agricultural-and-biological-sciences/perlite
https://www-sciencedirect-com.inc.bib.cnrs.fr/topics/agricultural-and-biological-sciences/vermiculite
https://www-sciencedirect-com.inc.bib.cnrs.fr/science/article/pii/S2452219818300661?via%3Dihub#bib127
https://www-sciencedirect-com.inc.bib.cnrs.fr/science/article/pii/S2452219818300661?via%3Dihub#bib124
https://www-sciencedirect-com.inc.bib.cnrs.fr/science/article/pii/S2452219818300661?via%3Dihub#bib104
https://www-sciencedirect-com.inc.bib.cnrs.fr/science/article/pii/S2452219818300661?via%3Dihub#bib20
https://www-sciencedirect-com.inc.bib.cnrs.fr/science/article/pii/S2452219818300661?via%3Dihub#bib132
https://www-sciencedirect-com.inc.bib.cnrs.fr/science/article/pii/S2452219818300661?via%3Dihub#bib132
https://www-sciencedirect-com.inc.bib.cnrs.fr/science/article/pii/S2452219818300661?via%3Dihub#bib133
https://www-sciencedirect-com.inc.bib.cnrs.fr/science/article/pii/S2452219818300661?via%3Dihub#f0015
https://www-sciencedirect-com.inc.bib.cnrs.fr/science/article/pii/S2452219818300661?via%3Dihub#bib182
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et al., 2011), (2) piégeage des exsudats in situ (soil-exudation traps, Phillips et al., 2008 ; Sun 

et al., 2017). Ces techniques de collectes localisées des exsudats restent néanmoins difficiles à 

déployer à l'échelle de l'ensemble du système racinaire.   

3.5. Identification et quantification des exsudats racinaires 

L'analyse des exsudats racinaires est complexe en raison de la nature chimique très 

diversifiée des composés organiques libérés (Dundek et al., 2011 ; Oburger et Jones, 

2018). L’extraction et la collecte des exsudats racinaires sont réalisées généralement dans de 

l'eau ce qui permet une collecte assez exhaustive des métabolites solubles de haut et de faibles 

poids moléculaires. Une séparation, filtration et pré-concentration (par évaporation rotative, 

lyophilisation) des composés collectés sont nécessaires en raison de la concentration très faible 

des composés dans les échantillons d'exsudats (Dundek et al., 2011). L’analyse des composés 

d'exsudation racinaire est basée sur un dosage biochimique simple des sucres et des acides 

aminés secrétés par les racines (Lynch et Whipps, 1990 ; Miya et Firestone, 2001; Nardi et al., 

2002 ; Personeni et al., 2007) puis des analyses plus fines et plus ciblées sont employées en 

utilisant des approches analytiques standard comme la spectrophotométrie, la chromatographie 

ionique, la chromatographie liquide à haute pression, la chromatographie en phase gazeuse ou 

liquide couplée à la spectrométrie de masse (Dundek et al., 2011). 

Récemment, les techniques d’empreintes métaboliques employées dans les analyses 

d’échantillons exsudats racinaires ont permis une analyse exhaustive des composés libérés par 

les racines. Par conséquent, la spectrométrie de masse est devenue la technique de choix dans 

de nombreuses études métabolomiques, en raison de sa sensibilité élevée et de sa capacité à 

identifier un large spectre de métabolites (Fuhrer et Zamboni, 2015). La résonance magnétique 

nucléaire a également été appliquée dans des études de métabolomique, mais sa sensibilité reste 

relativement faible (van Dam et Bouwmeester, 2016). Par conséquent, elle est principalement 

utilisée en combinaison avec d'autres techniques basées sur la spectrométrie de masse dans le 

cadre d'études sur l'exsudation des racines (Fan et al., 2001 ; Escudero et al., 2014). 

4. Partie 4 : Les légumineuses et leurs services écosystémiques 

4.1. Histoire des légumineuses  

Les légumineuses à graines figurent parmi les premières espèces domestiquées et cultivées 

depuis longtemps (Caracuta et al., 2015). Ces cultures présentent des graines riches en protéine 

et amidon leur conférant un intérêt bien particulier pour l'alimentation humaine et animale 

https://www-sciencedirect-com.inc.bib.cnrs.fr/science/article/pii/S2452219818300661?via%3Dihub#bib182
https://www-sciencedirect-com.inc.bib.cnrs.fr/topics/agricultural-and-biological-sciences/root-exudates
https://www.nature.com/articles/srep14370#auth-1
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(Schneider et Huyghe, 2015). Les légumineuses présentent un intérêt majeur dans la 

construction d’agrosystèmes durables économes en intrants (Schaller, 2012 ; FAO, 2016). 

La production mondiale de légumineuses à graines, dont les protéagineux, a légèrement 

augmentée. En 2020, la production mondiale a dépassé les 80 millions de tonnes (Terres Univia, 

2019). Cette augmentation à l’échelle mondiale masque une réalité très contrastée. A l’échelle 

de l’Union Européenne, la surface de protéagineux a connu 3 phases d’évolution bien marquées. 

Malgré les atouts agronomiques des légumineuses, les surfaces consacrées à leur production 

ont été très fortement influencées par la destination des aides économiques allouées aux 

productions végétales. Entre 2005 et 2009, un recul spectaculaire des surfaces cultivées en 

protéagineux est observé. Ce recul est lié aux évolutions réglementaires (restriction de 

l’utilisation de certains produits phytosanitaires) ainsi qu’à la dégradation de la compétitivité 

des légumineuses par rapport à d'autres cultures en termes de prix et de rendement (des forts 

taux d'abandon imputables aux mauvaises conditions météorologiques). A partir de 2013, en 

lien avec le verdissement de la Politique Agricole Commune, les cultures de légumineuses 

suscitent un regain d’intérêt et atteignent en 2017 une superficie totale de 1,8 millions 

d’hectares, puis une légère diminution en 2018 (Figure 18).  

 

Figure 18. Evolution des surfaces des protéagineux dans l'Union Européenne entre 1987 et 

2017 (Terres Univia, 2019) 

Malgré les initiatives mises en place pour la structuration de cette filière, la surface arable des 

légumineuses en Europe reste plus faible comparée à d’autres pays comme l’USA, le Canada, 

l’Australie et la Chine. Ceci s’explique par le faible investissement de la recherche et 

développement sur ces espèces. Par conséquent, ce manque d’investissement n’a pas permis de 
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créer des opportunités de marché à plus forte valeur ajoutées qui auraient pu contribuer à leur 

plus large production (Magrini et al., 2016). De plus, les graines de légumineuses représentent 

moins de 2 % dans la formulation des concentrés destinés à l’alimentation animale (Charrier et 

al., 2013 ; Magrini et al., 2016). En France, les deux cultures majeures de protéagineux sont le 

pois et la féverole (Tableau 7). Les autres productions (lupin, pois chiche, etc.) restent 

aujourd’hui marginales. 

Tableau 7. Bilan de la production de pois et féverole en France, données 2018-2019 (Terres 

Univia, 2019). 

 

Ces deux cultures sont également les cultures majeures de protéagineux dans le nord-ouest de 

la France (Agreste, 2018). En 2018, la superficie des protéagineux en Normandie représentait 

8,9 % de la SAU de la France. Néanmoins, la superficie et le rendement de ces deux cultures 

sont variables en fonction des départements (Agreste, 2018 ; Tableau 8). 

Tableau 8.  Bilan des productions des protéagineux dans les départements de la Normandie 

(Agreste, 2018) 

 

SAU : surface agricole utile 

Dans le cadre de ce travail, nous nous sommes intéressés à la culture du pois d’hiver 

protéagineux dans un contexte pédoclimatique Normand. Dans cette région, les surfaces 

cultivées en pois d’hiver sont minoritaires en comparaison avec celles de pois de printemps. La 

superficie du pois d’hiver ne représente que 16 % de l’ensemble de la superficie du pois. 

Pourtant, cette culture présente un certain nombre d’avantages, notamment en ce qui concerne 

le contrôle des adventices, la gestion des stress hydriques, la gestion du risque lié à 

Pois Féverole

Production (1000t) 525 151

Surfaces (1000ha) 149 60,7

Rendement q/ha 35,3 24,9

2018-2019

Calvados Eure Manche Orne Seine Maritime Normandie

SAU en Milliers d'ha 5,6 5,6 1,3 4,8 2,9 20,2

Rendement en q/ha 36 34 36 30 34 34

SAU en Milliers d'ha 3,7 4,8 1,1 4,3 1,7 15,5

Rendement en q/ha 35 35 35 31 36 34

SAU en Milliers d'ha 1,9 0,9 0,3 0,5 1,2 4,6

Rendement en q/ha 38 30 38 25 30 33

Total protéagineux dont:

Pois protéagineux

Féveroles
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Aphanomyces euteiches ou aux insectes ravageurs, la couverture du sol et la répartition du 

temps de travail (Biarnès et al., 2019).  

4.2. Services écosystémiques rendus par les légumineuses  

La fixation symbiotique de l’azote, détaillée dans la Partie 2 de ce chapitre, est le service 

écosystémique pour lequel les légumineuses ont initialement été introduites dans les systèmes de 

culture. Par la suite divers travaux et expérimentations ont permis de mettre en évidence un panel 

plus large de services attribués aux légumineuses. Ceux-ci sont présentés sur la Figure 19.  

 

Figure 19. Les services écosystémiques des légumineuses (DAFA, 2012) 

4.2.1. Les légumineuses et la disponibilité de l’azote au cours de la rotation   

L’introduction des légumineuses dans les rotations culturales, en association ou en cultures 

principales, permet du fait de la fixation symbiotique de l’azote atmosphérique, d’apporter de 

l’azote à l’agrosystème. La culture de légumineuse peut subvenir à ses propres besoins en azote 

et apporte par la rhizodéposition et la dégradation des résidus de culture, de l’azote aux cultures 

suivantes (Voisin et al., 2015). La minéralisation des résidus de cultures de légumineuses 

fournit de l’azote minéral pour la culture suivante, en quantité supérieure à celui d’une céréale 

ou d’un oléagineux (Crews et Peoples, 2004 ; Preissel et al., 2015 ; Guinet et al., 2019). En 

effet, des concentrations en azote minéral du sol plus importantes ont été observées après la 

récolte du pois, du pois chiche ou encore du lupin comparativement à des céréales telles que le 

blé ou l’orge (Carrouée et al., 2012). De même, dans une étude pluriannuelle menée sur 6 ans, 

la disponibilité en azote pour la culture du blé s’est révélée en moyenne nettement plus élevée 

avec un précèdent pois (hiver et printemps) comparativement au tournesol (Justes et al., 2010). 

Ces teneurs élevées en azote minéral du sol après des cultures de légumineuses peuvent avoir 
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des effets positifs sur la qualité et la quantité des rendements. Angus et al. (2015) ont montré 

une augmentation moyenne de 0,92 t. ha-1 dans le rendement du blé précédé d’une culture de 

légumineuse, par rapport à un précédent blé. Ce rendement plus élevé peut s’accompagner 

d’une amélioration de la qualité des céréales (teneurs plus élevées en azote). Cette augmentation 

du rendement a été observée dans différentes conditions agropédoclimatiques. Kirkegaard et al. 

(2008) ont mentionné des augmentations moyennes dans le rendement du blé de 33 % en 

Australie du Sud, 24 % en Europe du Nord, et 14 % en Amérique du Nord, lorsqu’il est précédé 

par des cultures de légumineuses (pois, lupin, féverole, etc.) comparativement à un précédent 

blé. Ces résultats soulignent également la variabilité spatiale des effets observés et la nécessité 

d’acquérir des références adaptées au contexte agropédoclimatique. 

4.2.2. La réduction des émissions de gaz à effet de serre  

Dans la mesure où les légumineuses ne nécessitent pas de fertilisation azotée, leur insertion 

dans un système de culture permet de réduire le recours à des engrais minéraux tout en 

introduisant de l’azote dans les systèmes agricoles (Cohan et al., 2015). L’augmentation de cette 

pratique pourrait permettre de limiter les émissions dues à la fabrication, le transport et 

l’épandage des engrais azotés de synthèse (Schwenke et McPherson, 2018 ; Raji et al., 2020). 

En effet, la fabrication des engrais de synthèse consomme une quantité importante de ressources 

énergétiques fossiles non renouvelables et produit des gaz à effet de serre (Vericel et al., 2018). 

Via un moindre recours aux engrais azotés par rapport à des systèmes sans légumineuses 

(absence d’apport d’engrais azotés sur les cultures de légumineuses et réduction des engrais 

apportés sur la culture suivante), les légumineuses entrainent également une diminution des 

émissions N2O à l’échelle de la culture et de la succession de culture. Concernant toutes les 

pertes gazeuses azotées (NH3, N2O), les légumineuses permettent d’éviter une série d’impacts 

environnementaux liés à la production et à l’épandage de ces engrais (Cellier et al., 2008 ; 

Nemecek et al., 2015). 

Les impacts de la culture de légumineuse sur les flux azotés varient selon l’espèce de 

légumineuse, son mode d’insertion et la conduite culturale (Cohan et al., 2015). Jeuffroy et al. 

(2013) indiquent que les émissions de N2O mesurées pour les cultures du pois et du blé non 

fertilisé sont 5 à 10 fois plus faibles que celles enregistrées pour le blé et le colza fertilisés. La 

même tendance s’observe ailleurs (Jensen et al., 2012). Par exemple, l’estimation des émissions 

globales annuelles liées à une culture et à la décomposition de ses résidus montre que sous pois 

sont mesurées moins d’un quart des émissions quantifiées sous blé et colza fertilisés. Une 

succession comportant un pois permettrait donc de réduire de 20 % les émissions de N2O sur 3 

https://scholar.google.fr/citations?user=Y5JlnxUAAAAJ&hl=fr&oi=sra
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ans de rotation (Vericel et al., 2018). Des observations convergentes ont été faites en présence 

de légumineuses utilisées en culture intermédiaire, pures ou en mélange avec des non-

légumineuses (Dyer et al., 2012 ; Huang et al.., 2014a ; Vericel et al., 2018). Ces diminutions 

étaient attribuables à une diminution de dose d’engrais azotés appliquée sur la culture suivante. 

La gestion des résidus de culture de légumineuse constitue un autre facteur déterminant dans 

les émissions de gaz à effet de serre (Chen et al., 2013 ; Lehtinen et al., 2014 ; Pinheiro et al., 

2019). La dégradation des résidus de culture engendre des émissions de gaz à effet de serre 

(CO2, N2O) qui peuvent être contrôlées par les modalités de gestion des résidus, laissés en 

surface, incorporés ou retirés du sol (Muhammad et al., 2019). Les résidus qui sont incorporés 

dans le sol se décomposent plus rapidement que ceux placés à la surface du sol en raison d'un 

contact accru avec les microorganismes du sol (Ladoni et al., 2015 ; Lynch et al., 2016). Par 

conséquent, les résidus incorporés peuvent augmenter davantage les émissions de CO2 et de 

N2O que les résidus en surface (Baggs et al., 2000 ; Baggs et al., 2003 ; Basche et al., 2014).  

4.2.3. Meilleure gestion des ravageurs et adventices  

Les légumineuses constituent un levier majeur de lutte contre les bioagresseurs et les 

ravageurs. Leur présence dans la rotation joue un rôle de diversification dans les systèmes de 

culture principalement constitués de céréales ou d’oléagineux, ce qui contribue à la rupture du 

cycle des ravageurs (Ratnadass et al., 2012). Les associations avec des légumineuses peuvent 

également présenter un intérêt pour lutter contre certains ravageurs mais les conclusions ne 

peuvent pas être généralisées du fait des mécanismes propres à chaque ravageur (Daryanto et 

al., 2020).  

L’introduction des légumineuses dans la succession culturale constitue aussi un moyen de 

lutte contre les adventices. Le bénéfice économique peut atteindre de 15 à 35 euros par hectare 

et par an du fait de la réduction de charges liée à l’enherbement (Schneider et Huyghe, 2015). 

Sur le plan agronomique, l'association du blé avec un couvert de légumineuse a permis de 

diminuer significativement la densité des adventices au moment de la récolte du blé. Cette 

diminution représente en moyenne 52 % de la densité d'adventices observée sur le traitement 

témoin (Amossé et al., 2013). La compétition pour la lumière permettrait en effet de limiter 

l'émergence de nouvelles adventices entre la floraison et la récolte du blé associé (Kruidhof et 

al., 2008 ; Bergkvist et al., 2011 ; Blaser et al., 2011). Néanmoins, cette efficacité de gestion 

est variable selon l’espèce de légumineuse. Blackshaw et al. (2010) ont observé un meilleur 

contrôle des adventices par la luzerne que par le trèfle violet. L'utilisation d'espèces à port élevé 

(plus compétitifs vis-à-vis de la lumière), comme la luzerne, peut toutefois remettre en cause 

https://onlinelibrary.wiley.com/action/doSearch?ContribAuthorStored=Dyer%2C+Lisa
https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S2095311913605092#!
https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0167198718312583#!
https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0167198718312583#bib0220
https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0167198718312583#bib0240
https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0167198718312583#bib0050
https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0167198718312583#bib0055
https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0167198718312583#bib0075
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cette différence. En cas de forte disponibilité d'azote du sol durant l'association, le 

développement des adventices est facilité par de bonnes conditions de nutrition azotée, les 

couverts de légumineuses sont généralement moins développés et donc moins compétitifs vis-

à-vis de la lumière (Bergkvist et al., 2011). Dans ces conditions, la présence des légumineuses 

peut toutefois s'avérer néfaste en facilitant le développement des adventices (Sjursen et al., 

2011).  

Enfin les légumineuses contribuent indéniablement à la diversité des paysages (Thiébeau et 

al., 2010). Cette culture assure l’approvisionnement du système en azote, recyclé par les vers 

de terre et la biomasse microbienne des sols. Les légumineuses contribuent par ailleurs à la 

biodiversité des insectes dont les pollinisateurs et les oiseaux (Broyer, 2001). 

4.3. Les flux d’azote en présence d’une culture de pois 

Le rôle agronomique des légumineuses vis-à-vis de l’azote est en grande partie (i) lié à la 

fixation symbiotique de l’azote et à son utilisation via l’exportation de produits récoltés comme 

les graines (ii) et à l’utilisation par les cultures suivantes (céréales ou les oléagineux) du stock 

d’azote minéral du sol, alimenté, par les résidus de cultures de légumineuses riches en azote 

(Schneider et Huyghe, 2015). La répartition de l’azote dans ces compartiments est variable 

selon l’espèce de légumineuse, son mode d’exploitation dans les systèmes de culture, ainsi que 

les conditions pédoclimatiques (Justes et al., 2012 ; Williams et al., 2014 ; Espinoza et al., 

2015 ; Voisin et al., 2015). Pour une culture de pois, à fort potentiel de rendement (70 q. ha-1) 

et une quantité d’azote minéral absorbé élevée, 60 % de l’azote atmosphérique est fixé par la 

culture et 40 % de l’azote provient de l’absorption racinaire (Figure 20).  

 

Figure 20. Répartition des flux d’azote pour une culture de pois (Mahieu et al., 2007) 

Partie aériennes

N graines 

54 %
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Rhizodéposition 

27 %
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59 % 
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39 % 
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Solde entrée-sortie pour le sol
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La part de l’azote exporté dans les graines de pois reste la plus importante par rapport aux autres 

compartiments de la plante (Williams et al., 2014 ; Espinoza et al., 2015). Les mêmes tendances 

ont été observées pour d’autres espèces de légumineuses à graines (soja, lupin, fèverole, etc.), 

étudiées dans différentes conditions expérimentales (Rochester et al., 2001 ; Khan et al., 2002 ; 

Turpin et al., 2002 ; Salvagiotti et al., 2008 ; Williams et al., 2014 ; Espinoza et al., 2015). 

Concernant la part de l’azote restitué dans le sol, en plus des résidus de cultures, la 

rhizodéposition contribue à une part importante dans cette restitution (Fustec et al., 2010 ; Zhu 

et al., 2011). En effet, les études ayant estimé la proportion d’azote dans les parties souterraines 

par rapport à l’azote total chez le pois, montrent des valeurs d’azote comprises entre 30 % 

(Mahieu et al., 2007) et 39 % (Wichern et al., 2007b) dans des essais conduits au champ avec 

une valeur moyenne de 35 %. Les études qui se sont intéressées à la mesure des quantités 

d’azote contenues dans les racines et exsudées par rhizodéposition, montrent des valeurs 

variables, reflétant des différences entre espèces de légumineuses et conditions 

agropédoclimatiques, mais aussi les limites et les biais techniques (Fustec et al., 2010 ; Zhu et 

al., 2011 ; Anglade et al., 2015). 
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1. Positionnement du sujet de thèse  

L’intérêt agronomique des légumineuses est connu depuis plus de 2000 ans (Chorley, 1981 

; Pointereau, 2001). Par leur capacité à fixer l’azote atmosphérique, ces cultures permettent un 

transfert naturel de l’azote vers les agrosystèmes. Cela leur confère des bénéfices 

agronomiques, économiques et environnementaux importants (Peoples et al., 2009). Elles 

permettent une économie d’intrants azotés pour la culture elle-même, mais garantissent 

également un capital azoté pour la culture suivante. Toutefois, les quantités d’azote apportées 

via les légumineuses sont encore sous-estimées par une prise en compte partielle des parties 

racinaires et de la rhizodéposition (Jensen, 1996 ; Carlsson et Huss-Danell, 2003 ; Crews et 

Peoples, 2005). De plus, les dynamiques de minéralisation des résidus sont spécifiques des 

espèces (Singh et Kumar, 1996) et des contextes pédoclimatiques régionaux variables selon les 

années (Walley et al., 2007). Ainsi, les études menées par Arvalis et l’Unip estiment que la 

fertilisation azotée de cultures de blé ou colza derrière une culture de pois peut être diminuée 

de 20 à 60 kg d’azote. ha-1 (Unip et Arvalis, 2014). Les références françaises ont été acquises 

dans différentes régions (Centre, Bassin parisien, Bourgogne, Poitou Charentes, Pays de 

Loire...) mais aucune référence n’a été publiée pour la Normandie où la culture du pois d’hiver 

connaît un récent regain d’intérêt, avec une augmentation des surfaces cultivées, alors que la 

production était quasiment nulle les années précédentes. Les surfaces de pois d’hiver sont 

minoritaires en comparaison avec le pois de printemps. Cet intérêt pour la culture du pois 

d’hiver s’est traduit notamment par la création d’un Groupements d'Intérêt Economique et 

Environnemental (GIEE) pois d’hiver, constitué d’un groupe d’agriculteurs du pays de Bray 

(Seine maritime) souhaitant remplacer la culture de colza en tête de rotation par celle de pois 

d’hiver (Figure 21). Ces agriculteurs souhaitaient pouvoir bénéficier d’un suivi scientifique de 

leurs parcelles afin d’évaluer l’impact de leur changement de pratiques à l’aide d’indicateurs 

d’état biologique des sols. Dans ce contexte, UniLaSalle, la chambre d’agriculture de Seine 

Maritime et le groupe d’agriculteurs du GIEE pois d’hiver ont co-construit le projet 

régional VIVEPOIS « Nouvelle culture régionale au service de l’agroécologie : le pois 

d’hiver ». Ce projet visait à évaluer l’effet de l’introduction d’une culture de légumineuse, le 

pois d’hiver, sur la performance agronomique, environnementale et économique des 

successions culturales. Ce questionnement se positionne dans une problématique d’approche 

systémique de la performance, impliquant une analyse multicritère des systèmes de culture en 

comparaison avec des systèmes excluant les légumineuses. Il s’agissait au travers de la mesure  
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Figure 21. Localisation des 8 exploitations des agriculteurs impliqués dans le GIEE Pois 

d’hiver- Pays de Bray (a). Réunion de restitution des résultats en présence des agriculteurs du 

GIEE, des membres d’UniLaSalle et de la chambre d’agriculture (b) 
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d’indicateurs écologiques (état biologique du sol, potentiel infectieux lié à Aphanomyces 

euteiches), physicochimiques (fixation symbiotique de l’azote/disponibilité et physique du sol), 

agronomiques (rendements, niveaux d’intrants en azote et produits phytosanitaires), 

économiques (marge brute, débouchés et filières) et sociaux (répartition du temps de travail 

pour la gestion des cultures) de produire des références permettant d’identifier les atouts et les 

contraintes liés à l’implantation de cette culture. Ce projet s’est décliné en 3 axes de recherches 

imbriqués et complémentaires pour contribuer à améliorer les connaissances sur la culture du 

pois d’hiver et ses impacts sur la fertilisation (volet 1), la biodiversité du sol (volet 2) et les 

interactions plante/pathogènes (volet 3).  

Ce sujet de thèse couvre les deux premiers volets du projet VIVEPOIS (Figure 22). En effet, 

plusieurs questions se posent quant à l’optimisation de la gestion de la culture du pois d’hiver 

et de l’azote disponible pour les cultures suivantes dans les systèmes céréaliers dominés 

généralement par les cultures céréalières et oléagineuses. Nous proposons dans le cadre de ce 

travail de thèse de quantifier la restitution de l’azote pour les cultures suivantes à différentes 

échelles et d’approfondir la compréhension de la dynamique de minéralisation de l’azote des 

résidus de culture du pois d’hiver (Figure 23).  

Objectif de la thèse  

L'objectif central de la thèse est d’évaluer l’effet de l’introduction du pois d’hiver dans la 

succession culturale, sur la dynamique de l’azote, les communautés microbiennes des sols et 

les fonctions résultantes dans le contexte Normand. 

 Hypothèses  

Nous émettons l’hypothèse que l’introduction du pois d’hiver dans la succession culturale 

en tête de rotation, en remplacement du colza, augmente (i) l’abondance et la diversité des 

communautés microbiennes ainsi que les fonctions résultantes dans le sol et (ii) la disponibilité 

en ressources et notamment l’azote restitué au sol pour les cultures suivantes.  

Plus précisément, nous faisons les hypothèses suivantes : 

(1) Le pois d’hiver et/ou colza modifient l’abondance et l’activité des communautés 

microbiennes durant leur cycle de développement et cet effet se poursuit durant la culture 

suivante (sous blé). 

(2) L’introduction du pois d’hiver dans la succession culturale entraîne une modification de la 

composition des communautés microbiennes et une augmentation des activités enzymatiques 

des cycles de l’azote, en raison de l’entrée de résidus et des rhizodépôts riches en azote. 
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Figure 22. Les approches déployées pour répondre aux objectifs des volets 1 et 2 du projet 

VIVEPOIS, en lien avec la problématique de la thèse 

 

 

 

 

Figure 23. Schéma conceptuel de l’objectif central de la thèse ainsi que les hypothèses testées 
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(3) L’apport des résidus de culture entraînera des changements dans la composition et la 

biomasse des communautés microbiennes du sol et dans les activités enzymatiques. En retour, 

cela augmentera la minéralisation du carbone et de l’azote dans les sols.  

(4) L’introduction du pois d’hiver dans la succession culturale entraîne une modification de 

la composition des communautés microbiennes par l’intermédiaire de leur rhizodépôts.  

2. Démarches scientifique et expérimentale  

Pour tester ces hypothèses, différentes échelles d’étude spatiotemporelles ont été utilisées 

(Figure 24). La première échelle correspondait à une étude en conditions multifactorielles en 

plein champ (in situ) et la seconde en serre pour permettre une analyse plus précise du 

développement des racines et des exsudats racinaires produits pendant la culture du pois 

d’hiver. Enfin, des expérimentations sur la cinétique de la minéralisation des résidus de culture 

et leur impact sur l’état physico-chimique et biologique du sol ont été réalisées en conditions 

contrôlées au laboratoire. 

2.1 Approche au champ  

Concernant l’étude in situ sur le terrain, le dispositif choisi s’est appuyé sur les agriculteurs 

fondateurs du GIEE « pois d’hiver en Pays de Bray » qui ont introduit du pois d’hiver dans 

leurs successions culturales. Le travail d’identification des parcelles a été conduit par la 

chambre d’agriculture (F. d’Hubert) qui a assuré le lien entre UniLaSalle et les agriculteurs et 

a assisté à la plupart des prélèvements. 

Un suivi de 2 parcelles incluant quatre modalités : avec/sans pois d’hiver dans la succession 

(pois d’hiver ou colza – blé) comprenant chacune une bande témoin avec/sans fertilisation a été 

réalisé. Le dispositif a été mis en place en 2 temps sur 2 parcelles : en (2016 – 2018, parcelle 1) 

et en (2017 - 2019, parcelle 2). Chaque parcelle a été découpée selon le dispositif décrit dans la 

Figure 25. Chacune des successions (colza-blé ou pois d’hiver-blé) a été évaluée selon 2 

modalités de fertilisation (N et 0N).  

Les sols issus des parcelles des deux agriculteurs ont fait l’objet d’un suivi qui s’est focalisé 

sur l’acquisition de variables descriptives des communautés microbiennes au travers la 

quantification des biomasses microbiennes totales, bactériennes et fongiques et la mesure des  
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Figure 24. Les différentes échelles spatio-temporelles employées pour répondre aux objectifs 

de la thèse 

 

Figure 25. Dispositif expérimental déployé chez les deux agriculteurs. Le carrée bleu 

représente la stratégie d’échantillonnage en W employée pour les prélèvements de sol. Chaque 

point est un échantillon composite de 5 prélèvements. 

 



Hypothèses et démarche scientifique 

 

60 
 

activités enzymatiques (β-glucosidase, N-acétyl-glucosaminidase et arylamidase) impliquées 

dans le cycle du carbone et de l’azote. Les paramètres physicochimiques des sols tels que la 

texture, le pH, les teneurs de carbone et d’azote totaux ont été mesurés. Ce suivi a impliqué la 

réalisation de prélèvements d’échantillons de sols à l’aide d’une tarière sur une profondeur 0-

20 cm. Les échantillons de sol prélevés et préalablement géolocalisés correspondaient à 5 

échantillons composites de 5 prélèvements dans chaque modalité (Figure 26). Trois campagnes 

d’échantillonnage ont eu lieu chaque année, à l’automne (septembre-octobre), au printemps 

(mars-avril) et en été après la récolte (juillet). 

Le suivi régulier des teneurs en azote minéral a impliqué chaque année, deux campagnes 

d'échantillonnage à l’entrée (octobre) et à la sortie de l’hiver (février) pour la mesure des 

reliquats azotés. Les échantillons de sol destinés à l’analyse des reliquats ont été prélevés à deux 

profondeurs différentes 0-30 cm et 30-60 cm avant tout apport d’azote organique ou minéral 

(période octobre- février) (Figure 26). Les prélèvements ont été réalisés dans un cercle de 

diamètre de 15 cm, après avoir géolocalisés ses points de prélèvements. Les échantillons de sol 

prélevés correspondaient à 5 échantillons composites de 5 prélèvements. Les indicateurs 

mesurés avaient pour objectif d’estimer les quantités d’azote fournies par le pois et mobilisables 

par les cultures suivantes. Aussi afin d’estimer les pertes d’azote, la modélisation agronomique 

a été utilisée sur les parcelles sélectionnées (STICS) (Benoit et al., 2015). Ces travaux feront 

l’objet de l’article 1 du chapitre des résultats. 

2.2 Approche en serre  

L’approche en serre en conditions semi-contrôlées avait pour objectif une analyse plus 

précise du développement des racines, de la rhizodéposition de l’azote des exsudats racinaires 

produits pendant la culture du pois d’hiver. Des plants de blé et de colza ont également été 

suivis comme culture témoin.  

Afin de récupérer les exsudats racinaires, de nombreux essais méthodologiques ont été 

réalisés en s’inspirant de la littérature (Neumann et Romheld, 1999 ; Vranova et al., 2013 ; 

Strehmel et al., 2014 ; Vives-Peris et al., 2020). Plusieurs dispositifs de collecte d’exsudats 

racinaires ont ainsi été testés dans la plateforme Normand Serre. Ils ont nécessité des cultures 

en sol ou en substrats inertes, certains étaient destructifs et nécessitaient un changement de 

milieu, du sol vers la solution de collecte pour récupérer les exsudats racinaires. La mise en 

place de l’ensemble de ces dispositifs ainsi que toutes les mises au point réalisées pour définir  

https://www-sciencedirect-com.inc.bib.cnrs.fr/science/article/pii/S2452219818300661?via%3Dihub#bib126
https://www-sciencedirect-com.inc.bib.cnrs.fr/science/article/pii/S2452219818300661?via%3Dihub#bib191
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Figure 26. Prélèvements des échantillons de sols en W pour la mesure des reliquats azotés dans 

les parcelles d’études chez les agriculteurs 
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les conditions optimales de cultures de pois d’hiver, de blé et de colza en conditions stériles 

seront présentées dans la partie résultats. Ces travaux feront l’objet de l’article 2 du chapitre 

des résultats. 

Bien que plusieurs dispositifs aient été préalablement testés, le choix définitif s’est 

finalement porté sur les dispositifs hydroponiques pour la collecte et la caractérisation des 

exsudats racinaires des trois plantes. En effet, la culture en milieu liquide permet la collecte des 

exsudats racinaires d’une manière non destructive et consiste à extraire tout simplement la 

solution dans laquelle les racines des plantes ont baigné. Ainsi les trois plantes ont été cultivées 

en hydroponie et les exsudas racinaires ont été collectés à différents stades de développements 

des plantes (stade végétatif et stade de floraison) (Figure 27). Concernant l’étude de la 

rhizodéposition de l’azote, le marquage isotopique à l’15N a été apporté par la méthode de « Leaf 

feeding ». Le pois, le blé et le colza ont été cultivés en pot contenant du sol issu de la parcelle 

1 et le marquage a été apporté via une solution d’urée marquée avec du 15N par la technique de 

trempage des feuilles afin de quantifier l’azote rhizodéposé (Figure 28). Ces travaux feront 

l’objet de l’article 3 du chapitre des résultats. 

2.3 Approche en microcosmes 

Une approche en laboratoire en écosystèmes miniaturisés, a permis le suivi de la cinétique 

de dégradation des résidus de culture (tiges et feuilles) de pois, de blé et de colza (Figure 29). 

L’analyse de ces cinétiques a été mise en relation avec les indicateurs de la composition 

biochimique des végétaux (carbone/azote, composées solubles, hémicellulose, lignine et 

cellulose) et de l’accessibilité des différentes formes de carbone et d’azote des résidus en 

conditions contrôlées. 

La décomposition des résidus de culture a été réalisée selon la norme XPU 44-163, 2009 en 

condition non limitante en azote. En parallèle du suivi de la cinétique de minéralisation C et N 

après apport des résidus, sur une période de 90 jours, un suivi des abondances des communautés 

microbiennes et des activités enzymatiques a été réalisé en début et en fin d’incubation. Ce suivi 

a été complété par une analyse très approfondie de la composition et de la diversité des 

communautés bactériennes du sol. Ces travaux feront l’objet de l’article 4 du chapitre des 

résultats.  
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Figure 27. Dispositif hydroponique mis en place pour la collecte des exsudats racinaires du 

pois d’hiver et du blé 

 
Figure 28. Dispositif de marquage par « leaf feeding » utilisé pour la quantification de N 

rhizodéposé par le pois d’hiver 

 
Figure 29. Mise en place des incubations en microcosmes pour l’étude de la cinétique de 

dégradation des résidus de cultures
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Chapitre III. Résultats 

Article 1 

Titre: Impacts of the winter pea crop (instead of rapeseed) 

on soil microbial communities, nitrogen balance and 

wheat yield 
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Abstract: Due to legume-based systems improving several aspects of soil fertility, the diversification 

of agrosystems using legumes in crop succession is gaining increasing interest. The benefits of legumes 

aroused the interest of farmers in the association of the Economic and Environmental Interest Group 

(EEIG), who introduced the idea of using the winter pea instead of rapeseed in their crop succession. 

The aim of this study is to evaluate the effects of the winter pea compared to those of rapeseed, as a 

head crop of the rotation, on soil microbial communities, enzyme activities, nitrogen (N) balance and 

yields. The field experiment involved two farmer plots that were selected within the EEIG. In each 

plot, two crop successions, including winter pea–wheat and rapeseed–wheat with fertilized and 

unfertilized strips, were examined for two years. Three times a year, under the wheat crop, composite 

soil samples were collected at depths of 0–20 cm, for microbial abundance and enzyme activity 

analyses, and twice a year at a depth of 0–60 cm, for the measuring of the mineral N. The results 

showed that the rapeseed–wheat succession maintained or enhanced soil bacterial and fungal 

biomasses and their enzyme activities. The winter pea–wheat succession enriched the soil’s mineral N 

content more consistently than the rapeseed–wheat succession. The mineral N enhancement’s effect 

was maintained under the wheat crop. Overall, the impact of the winter pea was positive on the soil’s 

N dynamics, but wheat yields were equivalent regardless of the previous crop (winter pea or rapeseed 

with and without fertilization). In the Normandy region, as rapeseed requires a large amount of N 

fertilizer and pesticide to maintain the yield and quality of crop products, it is suitable to favor the 

introduction of the winter pea as the head crop of the rotation, which indirectly allows for a reduction 

in the costs of input production and use, the working time of farmers and environmental pollution. 

Keywords: crop succession; winter pea; rapeseed; enzyme activities; microbial biomass; mineral N; 

yields 

 

1. Introduction 

In Europe, innovative practices have been identified as prominent measures for increasing the 

resilience of the agricultural system [1–4], developing adaptation strategies to mitigate the impact of 

climate change [5,6] and improving ecosystem services [7]. Among these practices, crop rotation has
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emerged as a way of reducing the impact of agricultural management on environmental changes. 

Consequently, the Common Agricultural Policy (CAP) of the European Commission (2011) considered 

the diversification of crop rotations as a key measure for establishing a more sustainable agriculture. 

The design of crop rotation has many agronomic, economic and environmental benefits compared to 

monoculture cropping [8,9]. It is well accepted that optimized crop rotation has various benefits, not 

only for growers but also for the environment, as increasing crop diversity can enhance the 

heterogeneity of the soil nutrients pool [10], soil physical structure [11] and functional microorganisms 

at different spatial scales [12,13], which lead to improved soil health, crop yields [14] and a decreased 

requirement for synthetic fertilizer [15]. 

In this context, legume crops play an important role and can provide a variety of services that are 

consistent with the principles of sustainability [16]. Indeed, legumes are advantageous for soils due to 

their symbiotic relationship with nitrogen-fixing bacteria [17]. The presence of compatible rhizobia 

combined with N-limited conditions promotes symbiosis—the most efficient way for legumes to 

acquire more N. Compared to non-nodulated plants, symbiosis provides a competitive advantage by 

increasing N levels up to 5-fold [18,19]. Thus, the symbiotic fixation of N2 provides between 40% and 

90% of the legume’s N requirement. This mechanism is highly dependent on nitrate concentration; for 

example, the symbiotic fixation of peas stops when the soil nitrate concentration reaches the equivalent 

of 40 kg ha−1 and restarts as soon as the concentration is decreased [20]. This study also showed that 

these fluctuations have no impact on yield or seed protein content. 

Crop rotation with grain legumes can improve productivity and yield quality by increasing the 

protein content of the following crop due to increased soil available N from biological fixation after 

legumes [21,22]. The availability of N after a legume crop is greater than after a non-legume crop [23,24]. 

In fact, compared to wheat harvests, higher soil mineral N concentrations have been reported after 

harvesting pea, chickpea, barley and lupine crops [25–27]. Angus et al. [22] showed that wheat crops 

usually yield more when grown after legumes (peas, faba beans, chickpeas, lentils, lupins, etc.) than 

after wheat. More specifically, different crops can produce various residues and root exudates, which 

are considered to be the main factors to boost soil microbial diversity and activity, increase soil microbial 

biomass and carbon (C) and facilitate N cycling [12,28–30]. Some non-mycorrhizal plants, such as canola 

and mustard, cannot establish symbiotic relationships with some functional rhizobacteria; thus, they 

require more mineral fertilizer [31], which could change the soil physicochemical state in the long term. 

However, their implementation in rotation can suppress both arbuscular mycorrhizal fungal 

populations and the mycorrhizal formation process for the following crop, restricting their functions in 

soil [32]. 

The diversification of agrosystems by increasing the numbers of cultivated species and the use of 

legumes in crop rotation is attracting increasing interest. The benefits of this crop aroused the interest 

of the farmers of the EEIG, who are interested in improving their practices, productivity and the soil 

health of their farms. They opted for the introduction of winter pea crops to replace rapeseed in crop 

rotation so as to develop the economic, environmental and social performance of their farms. The winter 

pea has several advantages including weed control, water stress management, a reduced risk of 

Aphanomyces euteiches, reduced insects and pests and improved soil cover and farmers’ working time 

management [33]. These advantages are mainly due to the staggered stages of winter pea cropping 

compared to spring pea cropping [34]. 

The present study focused on the evaluation of the impact of the introduction of the winter pea 

compared to rapeseed on the following cereal crops in Normandy. We hypothesized that the two 

previous crops (winter pea–wheat and rapeseed–wheat) would distinctly (i) affect soil microbial 

communities and their activities in relation to C and N turnover, (ii) impact the N balance and loss in 

the environment and (iii) affect the following crop (wheat yield) in different ways. For this purpose, the 

abundance of total, bacterial and fungal biomasses and soil enzyme activities involved in the C and N 

cycles were monitored at three sampling dates and the N balance at two sampling dates during the two 

crop successions. 
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2. Materials and Methods 

2.1. Experimental Design and Soil Sampling 

The present study was conducted in two plots (49°46′48.62′’ N, 01°41′25.08′’ E; 49°45’48.30” N, 

1°27′23.39” E) in real agricultural context to evaluate the effects of the introduction of the winter pea 

and rapeseed on crop succession. The study was carried out in Pays de Bray, which is in the Normandy 

region of Northwestern France. This area has a temperate oceanic climate. The mean daily maximum 

and minimum air temperatures range from 13 to 24 °C (June–July) and 5 to 10 °C (January–February). 

The precipitation varied by an average of 752 mm in 2016, 625 mm in 2017, 738 mm in 2018 and 807 mm 

in 2019. 

The two agricultural plots were located on two different farms that were owned by members of the 

EEIG. The plots were chosen because of their soil characteristics, which were representative of the 

common pedological types of soil in Normandy (Table 1). The soil at plot 1 was sandy loam based on 

the French soil textural classification GEPPA (Groupe d‘Etude pour les Problèmes de Pédologie 

Appliquée) ). This soil had 17.15 ± 3.82 g kg−1 of total C and 1.28 ± 0.20 g kg−1 of total N. The soil at plot 

2 was loamy clay, which had 28.35 ± 2.97 g kg−1 of total C and 1.45 ± 0.36 g kg−1 of total N. The two soils 

exhibited alkaline pH (water) levels around 7.5 ± 0.12.  

Table 1. Soil physicochemical properties in the two studied plots. 

  Plot 1 Plot 2 

Soil texture                  

Clay (%) 6.56 ± 0.32 b 32.36 ± 2.16 a 

Silt (%) 68.10 ± 1.52 a 49.81 ± 1.77 b 

Sand (%) 25.34 ± 1.81 a 17.84 ± 1.53 b 

pHwater 7.40 ± 0.01 b 7.58 ± 0.07 a 

Total C (g.kg-1air dried soil) 17.15 ± 3.82 b 28.35 ± 2.97 a 

Total N (g.kg-1air dried soil)  1.28 ± 0.20 a 1.45 ± 0.36 a 

Organic C (g.kg-1 air dried soil) 13.65 ± 2.22 b 26.89 ± 2.13 a 

Letters indicate significant difference between plot 1 and plot 2 at p < 0.05 according to Tukey’s test. The results 

are presented as the mean of three replicates (n = 3) ± the standard errors. 

For the experimental design, each plot was divided into two blocks including fertilized and 

unfertilized strips (10 m) (Figure 1a). Over a two-year period (2016–2018 for the first plot and 2017–2019 

for the second), the winter pea–wheat and rapeseed–wheat successions of each plot were examined; the 

crop establishment and crop management plans are presented in Figure 1b. 
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Figure 1. Schematic representation of crop succession including (a) plot design implemented in the 

selected farms (plot 1 and plot 2) and (b) history of crop management plan. 
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2.2. Soil Sample Collection 

The sampling procedure was similar across the two plots. For each plot, five composite soil samples 

were collected from depths of 0–20 cm and 0–60 cm for the measurement of biological and mineral N, 

respectively. Each composite soil sample comprised five soil cores. At the time of sampling, a total of 40 

(two plots x four treatments x five replicates) and 20 composite samples (two plots × two depth × five 

replicates) were collected for biological and mineral N analysis, respectively. Samples were sieved at 2 

mm and subsequently homogenized. Fresh soil stored at −20 °C was used for biological analyses, and 

air-dried soil was used for physical and chemical analyses. Soil sampling was carried out four times a 

year under crops in spring (March–April), summer (July–August), autumn (September–October) and 

winter (February). 

2.3. Soil Physical and Chemical Characterization  

Moisture content was recorded after drying 30 g of soil at 105 °C for 24 h. Soil texture was 

determined using five grams of air-dried soil that had been treated with HCl solution to remove soil 

carbonate before adding H2O2 at 33% to eliminate soil organic matter, and finally sodium 

hexametaphosphate solution was used to break up the soil particles. Particle size distributions (%) were 

measured by laser granulometer Malvern Mastersizer (Malvern Instruments, Malvern, UK) [35]. Soil 

pH in H2O was measured with a glass electrode in 1:2:5 suspension (NF ISO 10390:2005).  

For total organic carbon (TOC), samples were air-dried and sieved at 200 µm. TOC was analyzed 

using the TOC-Analyzer (Schimatzu-TOC-5050A, Kyoto, Japan)). The total carbon (TC) was measured 

by the combustion of 50 mg of soil at 900 °C, which allowed it to convert to CO2. The released gas was 

measured with an infrared cell. For inorganic carbon (IC), 50 mg of soil was initially treated with 

phosphoric acid to dissolve the IC. Finally, the organic carbon (org C) was determined by subtracting 

the IC from the TC [35]. 

Total nitrogen (TN) was quantified using the Kjeldahl method. This method is based on the 

digestion of organic N into ammonium ions (NH4+) with concentrated sulfuric acid (H2SO4), which is 

then followed by a distillation step. This step consisted of collecting the vapor released from the digested 

soil sample in an Erlenmeyer flask that contained sulfuric acid and drops of red methyl. Next, an acid-

base titration step by adding alkalin (NaOH) was completed.  

The determination of the concentration of the total mineral N involved the extraction of the mineral 

N from 25 g of soil using 100 mL of 1 M KCl. Soil samples were shaken for one hour with 100 mL of 1 

M KCl and filtered using Whatman no. 40 filter paper. Filtered soil solutions were stored at −20 °C ± 2 

°C until analysis. Three replicates were performed for each treatment. 

2.4. Total DNA Extraction and Real-Time PCR Amplification 

Nucleic acids were extracted from 0.5 g of soil using a FastDNA SPIN Kit for soil ((MP-Biomedicals, 

Santa Ana, CA, USA), following the instructions from the manufacturer. Three replicates were 

performed for each treatment. The soil DNA concentrations was assessed by fluorimetry using the 

Fluorescent DNA quantitation Kit Hoechst 33258 (Biorad, Hercules, CA, USA), following the 

manufacturer’s instructions. The DNA solutions were stored at at −20 °C until use [36].  

The 18S rDNA amplifications for fungal biomass estimation by 18S rDNA real-time qPCR were 

carried out with a total volume of 25 µL. The qPCR mix was prepared as follows: 5 ng of soil microbial 

DNA, 0.5 µM of each primer (FU18S1 5′-GGAAACTCACCAGGTCCAGA-3′ and Nu-SSU-1536 5′-

ATTGCAATGCYCTATCCCCA-3′) [37], 25 µL of LightCycler1 480 DNA SYBR Green I Master mix 

(Roche, Basel, Switzerland) and 0.25 mg·mL−1 BSA (GeneON Bioscience, Germany). Standard curves 

were obtained using serial dilutions of linearized plasmids containing the cloned 18S rRNA gene of 

Fusarium graminearum, and the results are expressed as 18S rDNA gene copy number per gram of dry 

soil. The amplification protocol (40 cycles of PCR, 20 s at 95 °C, 30 s at 62 °C and 30 s at 72 °C) was 

performed using LightCycler 480 real-time PCR system (Roche, Basel, Switzerland)). The efficiency of 

the qPCR ranged from 93% to 98%.  
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The 16S rDNA amplifications for bacterial biomass estimation by 16S rDNA real-time PCR were 

carried out under the same conditions as the 18S rDNA PCR, with the exception of the primers (63f 5′-

CAGGCCTAACACATGCAAGTC-3′ [38] and BU16S4 5′-CTGCTGCCTCCCGTAGG-3′), which were 

derived from 341F [39]. The efficiency of the qPCR ranged from 98% to 100%. Standard curves were 

obtained using serial dilutions of linearized plasmids that contained the cloned 16S rRNA genes from 

the Pseudomonas aeruginosa, and the results are expressed as 16S rDNA gene copy number per gram of 

dry soil. Two independent qPCR assays were performed for the bacterial and fungal dsDNA estimation. 

Three replicates were performed for each treatment.  

2.5. Enzyme Activities 

β-D-glucosidase (GLU; EC: 3.2.1.21), N-acetyl-β-glucosaminidase (NAG; EC: 3.2.1.30) and 

arylamidase (ARYLN; EC: 3.5.1.5) activities are involved in the decomposition of different substrates 

with varying complexity in relation to C and N cycling. Soil potential enzyme activity measurements 

were performed in 96-well microplates in triplicate using the procedure detailed in the ISO 20130:2018. 

In brief, for GLU and NAG activities, four-gram soil samples were mixed for 10 min at 250 rpm with 25 

mL water. Soil solutions were incubated respectively with 4-nitrophenyl β-D-glucopyranoside 0.05 M 

(301.3 g·mol−1, Sigma-Aldrichn, Merck KGaA, Darmstadt, Germany) and 4-N-acetyl-β-D-glucosaminide 

0.01 M (342.3 g mol−1, Sigma-Aldrichn, Merck KGaA, Darmstadt, Germany). The reaction was stopped 

with 0.5 M CaCl2 and 0.1 M Tris at pH 12, each plate was centrifuged for five minutes at 1500 × g and 

absorbance was measured on a Varioskan Flash-Thermo microplate reader. The amounts of p-

nitrophenol were obtained by measuring the absorbance at λ = 405 nm, with comparison to calibration 

curves. For ARYLN activity, four-gram soil samples were mixed for 10 min at 250 rpm with 25 mL with 

Trizma base (50 mM, pH 7.5). Soil solutions were incubated with L-leucine β-naphthylamide 

hydrochloride 0.008 M (292.8 g·mol−1, Sigma-Aldrichn, Merck KGaA, Darmstadt, Germany). The β-

naphthylamine produced was extracted with acidified ethanol and converted to an azo compound by 

reacting with p-dimethylaminocinnamaldehyde (DMCA) (DMCA: 175.23 g·mol−1 and ethanol 96%). The 

amount of β-naphthylamine was obtained by measuring the absorbance at λ = 540 nm and comparing 

it with calibration curves. Three replicates were performed for each treatment. Activities of soil enzymes 

were expressed as n moles of hydrolyzed substrate per minute per one gram of dry soil corresponding 

to mU. g−1 dry soil. For each soil sample, the geometric mean (GMea) of enzyme activities was calculated 

as described by García-Ruiz et al. [40]: 

GMea = 3√GLU × NAG × ARYLN (1) 

2.6. STICS Simulation 

The Simulateur mulTIdisciplinaire pour les Cultures Standard, or multidisciplinary simulator for 

standard crops (STICS) soil crop model was used for simulating yield, soil mineral N content, leaching 

and gaseous N emissions driven by daily climatic data [41]. Daily values for minimum and maximum 

temperature, solar radiation, average wind speed and relative humidity were available for the 

experimental periods at each plot. Soil parameters described above were provided as basic information 

for both plots. Information on field management, such as previous crops, sowing and harvest date, crop 

variety and density, sowing depth, soil tillage, fertilizer management and crop residue management, 

were also provided to set up the simulations. The simulation task was designed to simulate two 

successive crops (winter pea–wheat and rapeseed–wheat) in different soil conditions. Only single-year 

simulation was considered in this study. Simulations were set up using the initial values for the first 

year of simulations and used estimates of the initial values to simulate the subsequent years separately 

[42]. However, because of operability, the year simulation was driven by initializing the model each 

year of the simulation period using the same initial values. 
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2.7. Statistical Analysis 

Statistical tests were carried out to evaluate the effects of the sampling dates (autumn, spring, and 

summer), two treatments (with and without fertilization) and the two successive crops (winter pea–

wheat and rapeseed–wheat) on soil physicochemical parameters, the total microbial biomass (dsDNA), 

the total bacterial (16S rDNA gene copy number) and fungal (18S rDNA gene copy number) 

communities, enzyme activities (GLU, NAG and ARYLN), GMea and mineral N content in the two 

studied soil plots. The measured data were compared by using Tukey’s test with significant differences 

at 5% (p < 0.05). 

Principal component analyses (PCA) were performed to analyze the changes in all the measured 

data for each plot under wheat to evaluate the effects of the two tested successions (winter pea–wheat 

and rapeseed–wheat) with and without fertilization treatments in plots 1 and 2. The calculations were 

performed using R (The R Development Core Team, 2019; http://www.R-project.org). 

3. Results 

3.1. Effect of the Implementation of the Two Crop Successions  

3.1.1. Soil Microbial Abundances and Enzyme Activities in the Two Successions  

For the first plot (plot 1), the total and fungal biomasses did not differ statistically between the two 

studied successions (winter pea–wheat, rapeseed–wheat; Figure 2a). In contrast, bacterial biomass was 

significantly higher in rapeseed–wheat succession in spring. The second plot (plot 2) showed more 

variability than the first one. Total biomass, determined by the quantification of the extracted DNA from 

soil, was significantly higher in autumn in the rapeseed–wheat succession (Figure 2b). Our results 

showed that bacterial and fungal biomasses were more important in the rapeseed–wheat succession. 

Furthermore, microbial communities were dominated by bacteria in both successions. 

http://www.r-project.org/
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Figure 2. Total microbial communities, bacterial and fungal abundance in two crop succession (winter 

pea–wheat, rapeseed–wheat) at 3 sampling dates in the plot 1 (a) and plot 2 (b). Error bars on data points 

represent the standard errors of the mean of three replicates (n = 3). Letters indicate statistical significance 

between the 3 sampling dates and asterisks indicate statistical significance between the two successions 

(pea–wheat vs. rapeseed–wheat) at p < 0.05 according to Tukey’s test. 

The results of enzyme activities showed different responses according to plots. In plot 1, no 

significant difference in ARYLN activity was identified for the two successions (Figure 3a). Rapeseed–

wheat succession showed higher activity of GLU in autumn and lower activity of NAG in summer. For 

plot 2, a unique variation pattern was observed for enzyme activities (Figure 3b). They were consistently 

and significantly higher in the rapeseed–wheat succession at all sampling times. 
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Figure 3. Enzyme activities in two crop successions (winter pea–wheat, rapeseed–wheat) at 3 sampling 

dates in the plot 1 (a) and plot 2 (b). Error bars on data points represent the standard errors of the mean 

of three replicates (n = 3). Letters indicate statistical significance between the 3 sampling dates and 

asterisks indicate statistical significance between the two successions (pea–wheat vs. rapeseed–wheat) 

at p < 0.05 according to Tukey’s test. 

The GMea of the assayed enzymes was used as an integrating index of soil enzyme activities. The 

GMea level was, on average, 1.2-fold greater in plot 2 (Figure 4b) than in plot 1 (Figure 4a). The GMea 

was significantly higher in the rapeseed–wheat rotation at all sampling times in plot 2; in plot 1, the 

same result was obtained, with the exception of the summer sampling date. For most of the measured 

microbial parameters, the sampling date was the dominant factor and showed significant variability 

over the growing period of wheat.  
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Figure 4. Patterns of the geometric mean of assayed enzymes determined in two crop successions (winter 

pea–wheat, rapeseed–wheat) at 3 sampling dates in plot 1 (a) and plot 2 (b). Error bars on data points 

represent the standard errors of the mean of three replicates (n = 3). Letters indicate statistical significance 

between the 3 sampling dates and asterisks indicate statistical significance between the two successions 

(winter pea–wheat vs. rapeseed–wheat) at p < 0.05 according to Tukey’s test. 

3.1.2. Soil Mineral N Content in the Two Successions 

For mineral N, we have chosen to present the results of the two successions with a classic 

management (with fertilization) because these results are more meaningful to farmers. Soil mineral N 

content in the two successions is presented in Figure 5. With either plot considered, the mineral N 

content in the winter pea–wheat succession was higher than in the rapeseed–wheat succession, with the 

exception of plot 1 in winter. The difference in autumn reached 48% and 35% for plot 1 and plot 2, 

respectively.  

 

Figure 5. Effects of crop successions with fertilization on soil mineral N rate (0–60 cm) at two sampling 

dates (autumn and winter) in the two studied plots: (a) plot 1, (b) plot 2. Error bars on data points 

represent the standard errors of the mean of three replicates (n = 3). Letters indicate statistical significance 

between the sampling dates (autumn and winter) and asterisks indicate statistical significance between 

the two successions (winter pea–wheat vs. rapeseed–wheat) at p < 0.05 according to Tukey’s test. 

3.2. Effect of Fertilizing Inputs along Crop Rotations 

To evaluate the effect of fertilization on biological soil parameters, we have chosen to present the 

results obtained in summer after the input of fertilization (Figure 1b). 

The Fertilization Effect on Microbial Abundances and Enzyme Activities  

Microbial abundances were not affected by fertilization treatment (Table 2), except for bacterial 

biomass in plot 1, which was higher in unfertilized wheat (34.68 × 108 ± 0.96 × 108 copy number of 16S 

rDNA genes g−1 dry soil) than in fertilized wheat (32.51 × 108 ± 1.02 × 108 copy number of 16S rDNA 

genes g−1 dry soil). 
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Table 2. Total, bacterial and fungal biomasses in the two studied plots in year 2 (wheat). 

 
Plot 1 Plot 2 

With 

Fertilization  

Without 

Fertilization  

With 

Fertilization  

Without 

Fertilization  

Total nucleic acid (µg g−1 dry soil) 7.54 ± 0.56 a 8.72 ± 0.30 a 21.60 ± 1.77 a 22.02 ± 3.29 a 

Bacteria (copy number of 16S rDNA genes g−1 dry 

soil) (×108) 
32.51 ± 1.02 b 34.68 ± 0.96 a 0.52 ± 0.41 a 0.51 ± 0.38 a 

Fungi (copy number of 18S rDNA genes g−1 dry 

soil) (×107) 
22.13 ± 4.32 a 26.78 ± 5.05 a 2.23 ± 0.88 a 2.68 ± 0.78 a 

β-glucosidase activity (mU g−1 dry soil) 16.67 ± 0.38 a 14.51 ± 0.54 b 20.50 ± 0.53 a 18.81 ± 0.90 b 

Arylamidase activity (mU g−1 dry soil) 2.86 ± 0.16 b 3.18 ± 0.18 a 4.77 ± 0.18 b 5.24 ± 0.26 a 

N-acetyl-glucosaminidase activity (mU g−1 dry 

soil) 
2.00 ± 0.08 b 2.53 ± 0.39 a 3.16 ± 0.12 a 3.18 ± 0.08 a 

Letters indicate significant difference in crop succession with and without fertilization at p < 0.05 according to 

Tukey’s test. The results are presented as the mean of three replicates (n = 3) ± the standard errors. 

The three tested enzymes did not respond in a similar way to fertilization treatment (Table 2). For 

both plots, GLU activity was slightly higher in fertilized wheat compared to unfertilized wheat (from 

16.67 ± 0.38 to 14.51 ± 0.54 in plot 1 and from 20.50 ± 0.53 to 18.81 ± 0.90 mU. g−1 dry soil in plot 2). In 

contrast, ARYLN activity significantly decreased in wheat after fertilization treatment. NAG activity 

showed different variation patterns between the two plots; it was affected by fertilization treatment in 

plot 1 but no effect was shown in plot 2. Despite the presence of statistically significant differences in 

some cases, the fertilization treatment did not have a marked effect on the biological parameters of the 

two studied plots. 

3.3. Effect of Crop Successions and Fertilizing Inputs on Soil Microbial Communities, Enzyme Activities and 

Mineral N Content  

The effect of the two tested successions (winter pea–wheat and rapeseed–wheat) and fertilization 

treatments (with and without fertilization) on microbial abundances, soil enzyme activities and mineral 

N content was carried out by PCA under wheat crops in the two plots (Figure 6a and b). 
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Figure 6. Principal component analysis of microbial abundance and enzyme activities and mineral N 

content in the two studied plots: (a) plot 1, (b) plot 2. GLU: β-D-glucosidase, NAG: N-acetyl-β-

glucosaminidase, ARYLN: arylamidase, MGea: geometric means. 

For plot 1, the first two axes in Figure 6a explain 71% of the total variability, as illustrated by the 

separation of samples into four distinct groups. The winter pea–wheat successions are separated from 

the rapeseed–wheat successions along the first axis of PCA based on microbial abundances and mineral 

N content. The second axis clearly separates the fertilized winter pea–wheat and rapeseed–wheat 

successions from the unfertilized winter pea–wheat and rapeseed–wheat successions. 

Concerning plot 2, the first axis (PC1) and the second axis (PC2) of Figure 6b explain 80% of the 

total variability, as illustrated by the separation of samples into three distinct groups. The PC1 separates 

fertilized samples from unfertilized samples of the winter pea–wheat succession based on enzyme 

activities and bacterial abundance. These two clusters are discriminated from those of the rapeseed–

wheat succession along the PC2, which indicates the effects of succession systems. 

3.4. STICS Simulation of N Balance and Yields for Each Crop  

Soil nitrate, mineral N content, leaching, gaseous N emissions and crop yields were simulated for 

the two plots (Table 3) using independent simulation [42] of the STICS soil crop model. For plot 1, the 

initial and final NO3 content was significantly higher for winter pea and rapeseed crops compared to 

wheat. For plot 2, the initial and final NO3 content varied greatly between crops.  
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For the two plots, the highest final NO3 values were obtained under the winter pea crop. The 

prediction of soil mineral N content showed an increase of around 4% for plot 1 and 13% for plot 2 in 

succession with the pea crop. The simulations of N2 and N2O losses showed slightly higher gaseous N 

emissions under rapeseed and wheat for the two plots. N leaching was observed only in plot 2 in 

successions including the winter pea. Yields were significantly underestimated in the STICS model and 

gave a very poor prediction compared to the observed yields. The observed yields of wheat were 

slightly higher in plot 2 compared to plot 1. For each plot, the observed yields of wheat were, overall, 

equivalent, regardless of the previous crop (winter pea or rapeseed). 

Table 3. STICS simulation of databases of the two plots for each crop. 

 
Plot 1  Plot 2 

Winter Pea Wheat Rapeseed Wheat Winter Pea Wheat Rapeseed Wheat 

2016–2017 2017–2018 2016–2017 2017–2018 2017–2018 2018–2019 2017–2018 2018–2019 

Simulation period (month) Nov–Jul Oct–Jul Sep–Aug Oct–Jul Oct–Aug Oct–Aug Aug–Jul Oct–Aug 

Rainfall (mm) 382 474 470 676 718 474 777 474 

Initial soil NO3 (kg N ha−1) 245 90 295 102 113 128 147 90 

Final soil NO3 (kg N ha−1) 140 118 136 111 134 127 110 117 

N2 and N2O losses (kg . ha−1)   1 18 8 20 0 16 4 18 

N leached (kg N ha−1) 0 0 0 0 23 0 0 0 

Yield grain simulation (t ha−1)  3.48 6.34 3.07 6.29 3.11 9.40 3.77 9.15 

Yield grain observed (t ha−1) 6.00 9.50 4.00 9.20 3.50 12.50 3.87 12.00 

 

4. Discussion 

4.1. Effect of Crop Successions on Microbial Abundances and Enzyme Activities  

Crop rotations or succession can directly or indirectly influence soil microbial communities and 

their activities [43]. In the present work, winter pea–wheat and rapeseed–wheat successions were 

evaluated and showed different variation patterns on the kinetics of soil microbial abundances and 

activities in the two plots considered. This variability was explained by several factors related to soil 

type (p < 0.05), soil chemical characteristics (p < 0.05) and sampling times (p < 0.05) along a growing 

period of wheat. In accordance with our findings, several authors have reported the significant effects 

of these factors as well as spatiotemporal heterogeneity of microbial communities in soil [44–47].  

Crop rotations or successions have been well documented as a driving factor that influences soil 

microbial communities [48,49]. Soil fungal [50] and bacterial communities are influenced by crop 

sequence [48,51] and vary with different crops in a rotation sequence [52]. Our results achieved an 

agreed outcome in agricultural soils, namely the domination of bacteria in cultivated plots regardless 

of the crop rotation system [53,54]. This is due to the high sensitivity of fungi to soil disturbance, which 

leads to the destruction of hyphae and a reduction in the number of propagules in soils [55,56]. We 

expected a higher microbial abundance in the winter pea–wheat succession because several authors 

have shown that the presence of legumes in crop rotation contributes to the growth of microbial 

populations through their N-rich plant biomass. Adding legumes to a crop sequence has been shown 

to increase bulk soil C pools, which support a greater abundance of microbiota [57]. In our study, 

microbial abundances were unaffected by the crop species in plot 1, while, in plot 2, both bacteria and 

fungi were more abundant under the rapeseed–wheat succession, especially in summer. These findings 

may reflect the large differences in basal microbial communities and are directly related to the different 

management histories [58]. Adopting crop rotations to enhance microbial diversity may require the use 

of specific crop combinations that are expected to affect soil microbial diversity more than others due 

to plant-specific root exudates and C sources. Venter et al. [57] showed, for two distinct grain–legume 

rotations, that the crop rotations including rice–mung bean and maize–wheat increased microbial 

richness, while the pea–wheat rotation decreased microbial richness. 

The differing growth of crops in terms of both rhizodeposition characteristics (e.g., the amount and 

composition) and the N and C requirement revealed in our conditions no specific change in the 

measured hydrolytic enzyme activities in plot 1. This lack of response could be linked to the availability 
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of the substrates and the nutrient-limiting conditions as perceived by microorganisms, which can be 

strongly impacted by other factors such as the temperature and moisture content of the soil [59–61]. We 

supposed that the influence of meteorology surpassed the influence of crops in plot 1. The enzyme 

activities were much higher in plot 2. This was surprising; the high clay constituent of our soil suggested 

a stabilization of the extracellular part of these enzymes as reported in the literature [62,63]. The 

significantly higher values found in the GMea of plot 2 in the rapeseed–wheat rotation could be due to 

the high bacterial and fungal biomasses (r = 0.75, p < 0.05). This finding is in accordance with several 

works that report strong correlations between microbial abundances and enzyme activities in soils 

[64,65]. For example, Chung et al. [66] reported that the NAG activity was mainly driven by the fungal 

community, which is in line with our results (r = 0.76, p < 0.05). The higher NAG activities found in 

winter pea–wheat rotation in the two plots may also be linked to the legacy of the winter pea crop, 

because it was reported that the structure of the Nod factor of rhizobia (symbiont of legumes) could act 

as an oligomer of NAG enzymes [67]. 

4.2. Soil N Content in the Two Succession Systems 

Mineral N content was highest in winter pea–wheat compared to rapeseed–wheat succession in 

autumn, which is due to the mineralization of pea residues. The amount of N resulting from the 

mineralization of winter pea residues and its availability for the following crop depends on the amount 

of N in pea residues and the organic N proportion that is mineralized by soil microorganisms [68]. The 

C to N ratio of crop residues is considered a significant indicator to assess the potential of mineralization 

of crop residues [69,70]. Given their lower C to N ratio, the mineralization of aerial residues of the pea 

is faster than that of other crops. It is well known that the addition of legumes in crop rotations is likely 

to have positive impacts on the soil and N dynamic [71]. 

Most authors acknowledge that N derived from the roots can play a significant role in the N and 

soil dynamic [72]; only a few studies have considered either root N content or N rhizodeposition (mainly 

on pea) in cropping systems because of this being a challenge to assess [73–76]. Several factors can also 

be highly influential for the soil and N dynamic within crop rotations. For example, the proportion of 

N mineralized residues in a given environment and over a given period is influenced by soil 

temperature and humidity, whatever the species in the crop rotation [69,77]. For example, higher 

temperatures result in rapid mineralization of residues, and the mineral N can therefore be leached by 

heavy rains [78]. The combination of these factors could explain the lowest amount of mineral N content 

in winter. However, in our study, the mineral N measured at harvest of wheat crop was no different 

between the two previous crops, indicating that there had been efficient use of the available mineral N 

by wheat across the 60 cm soil profile. The higher N availability after a winter pea crop appeared to be 

significantly manifested beyond the wheat crop. In fact, the mineral N was, on average, equivalent to 

92.66 kg ha−1 ± 0.20 under barley as the previous crop of wheat in plot 1 (result not shown). The same 

type of result has been observed in rapeseed after pea crops, wheat after pea and chickpea after lentil 

[21,28,30,79]. 

4.3. The Fertilization Effect on Soil Microbial Communities and Enzyme Activities  

In the literature, it has been reported that N fertilization affects microbial growth and activities, 

which directly alter soil organic carbon (SOC) turnover and subsequently lead to changes in C and N 

pool sizes [80,81]. Studies have reported large variations in the effects of N fertilization on microbial 

biomass. However, our results indicated no marked effects of N inputs on the microbial biomass 

determined by the quantification of the total extracted DNA from soils. N fertilization caused reductions 

of 15–35% in microbial biomass determined by the quantification of microbial biomass carbon [82–84]. 

However, a meta-analysis published by Geisseler and Scow [85] reported that N fertilization increased 

microbial biomass by 15% in agricultural soils. In the present study, N inputs decreased bacterial 

abundance only under wheat in plot 1 (Table 2). This result is in accordance with studies that conclude 

that bacterial abundance declines remarkably across N fertilizer inputs [86,87]. This reducing effect is 
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achieved through the changing of soil chemical properties like the pH and soil organic matter, which 

indirectly affect microbial communities [80,81,88]. Shen et al. [89] showed that soil pH has the same 

trend as bacterial abundance across N soil gradient content. Our results showed a positive correlation 

between bacterial abundance and soil pH (r = 0.33, p < 0.05)—a major driver in shaping soil bacterial 

communities [90]. Several studies showed that long-term mineral N fertilization induced a decrease or 

an increase in fungal abundance [91–93]. However, N fertilization did not affect fungal biomass in our 

study. 

The effects of N fertilization on enzyme activities have been studied and generally show diverse 

variations in patterns and magnitude [85,94–99]. In this study, enzymes responded differently to N 

fertilization. The GLU activity increased in accordance with the consensus that is evident in the 

literature regarding the response of this enzyme to N fertilization. The N supply appears to sustain soil 

microorganisms, producing extracellular enzymes associated with hydrolytic C-acquisition 

[98,100,101]. A meta-analysis based on 8–26 agricultural sites revealed that N fertilization significantly 

increased GLU activity but had no significant effect on N-acquiring enzymes [85]. In our case, a decrease 

was observed for ARYLN activity in the two plots, while no effect for NAG activity under N inputs was 

observed for plot 2 and a decrease was observed for plot 1. For the NAG enzyme, studies have reported 

divergent variation patterns of this activity in response to N inputs. However, NAG activity was 

stimulated by 14% or suppressed by 24% as a result of N fertilization across different agricultural sites 

[102,103]. The response of NAG and ARYLN activities to N fertilization underlines the complex 

relationship between microbial N-acquiring extracellular enzyme activities and N availability [104]. 

Some authors explained the decrease in NAG and ARYLN activities by the inhibitor effect of the mineral 

N on enzyme production and activity [105,106]. Others have suggested that extracellular enzyme 

activities fluctuate frequently due to complex environmental conditions and microbial nutrient demand 

[107]. In our study, despite these significant differences, it is unlikely that these activities will lead to 

major changes in C and N fluxes. 

4.4. The N Balance and Crop Yields  

The multiparameter study concerning the introduction of the winter pea as the head crop of the 

rotation or succession significantly modified the soil mineral N content, and this modification persisted 

over time. Indeed, this significant effect was observed from the end of the first year (i.e., under the 

winter pea crop) and remained effective during the second year under the wheat crop. In accordance 

with the observed results, the simulation of the N balance by the STICS model showed that winter pea–

wheat succession enriched the mineral N content of the soil compared to rapeseed–wheat succession. 

Moreover, our results highlighted an overestimation of mineral N for both plots. Simulations also 

showed that rapeseed is more efficient than the winter pea in reducing the nitrate content by plant 

uptake. In fact, due to its rapid growth and its greater rooting depth, rapeseed is more effective in 

reducing nitrate leaching [108]. Although legumes are less effective, they can be useful in reducing 

nitrate leaching if the plant cover is sufficiently dense and uniform—as demonstrated in the published 

literature [109].  

Despite the relevant use of the STICS model for numerous cropping systems in the main French 

soils, the simulated yields of the winter pea, rapeseed and succeeding wheat crops showed biases of 

underestimation in comparison to observed yields. The underestimation of yield could be explained by 

the history of the crops on the plots. It therefore appears necessary to know the history (of at least two 

to three years) of each modeled plot in order to refine the simulation unit on a smaller scale. In addition, 

the absence of metadata that characterized some elements of the technical itinerary or the health status 

of the crop, as well as the absence of data that characterized the physical environment or the water and 

nitrogen conditions in the soil, led to the deletion of some data essential for simulation [110, 111]. 

Overall, the impact of the previous crop was positive and wheat yields were equivalents whatever 

the previous crop  (winter pea or rapeseed). These wheat yields were more important in plot 2 than in 

plot 1 due to agro-pedoclimatic conditions. However, the wheat yield was considerably affected by a 
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drought in 2018. In contrast, the wheat yield for the year 2019 escaped drought, which explains the 

difference in yield between the two plots. Indeed, the plot systems were set up one year apart, which 

allowed environmental conditions that permitted pests and pathogens to proliferate and attack the 

crops in plot 1, as reported by the farmer. 

5. Conclusions 

In the context of the growing demand for protein, increasing rarefaction of non-renewable 

resources, the need to preserve the environment (water, air and soil quality) and economic instability, 

introducing the winter pea into rotations could be a possible way of responding to these challenges, 

particularly in the Normandy region. From an agronomic point of view, the objective of this study was 

to evaluate the effect of changing the crop rotation head (winter pea or rapeseed) on the biological state 

of the soil. The results revealed strong spatiotemporal variability in the responses of soil microbial 

communities and highlighted the importance of the pedoclimatic context in determining the abundance 

and activity of soil microbial communities. Indeed, the comparison of the two successions (winter pea–

wheat and rapeseed–wheat) led to different results depending on the plot considered. Moreover, under 

the environmental conditions of our study, the crop succession that included the pea enriched the soil 

with mineral N compared to the succession with rapeseed. These results highlighted the positive effect 

of the winter pea on mineral N availability during pea cropping period and for subsequent crops (wheat 

and barley). These findings partially supported our research hypotheses. On the one hand, the 

availability of mineral N for the following crops was higher in the successions that included the winter 

pea. On the other hand, the abundance of microbial communities and levels of enzyme activities were 

equivalent (plot 1) or higher (plot 2) in the successions that included rapeseed. 

Under the conditions of our study, wheat yields after a winter pea crop (92 q ha−1 for plot 1 and 125 

q ha−1 for plot 2) were equivalent to those obtained after a rapeseed crop. Rapeseed, however, required 

a large amount of N fertilizer (96 kg N ha−1 for plot 1 and 47 kg N ha−1 for plot 2). The results confirmed 

the ability of a winter pea crop to reach its productivity potential without the use of N fertilizers. 

Moreover, if we consider the policy established for supporting protein crops in France (minimum level 

of 100 € ha−1 of pea from 2010 and 111.5 € ha−1 from 2017), a winter pea crop would improve the gross 

profit margin for the succession brought back to the year and economic sustainability. Indeed, this crop 

increases the nitrogen autonomy, which reduces or avoids the purchase of mineral fertilizers and 

reduces the farmers’ working time related to fertilization interventions. All these factual observations 

lead us to conclude that the introduction of the winter pea crop in the rotation is systematically 

economically valuable. 
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Résumé  

Les méthodologies permettant de suivre l’exsudation racinaire se font généralement en 

conditions artificielles. Elles peuvent varier énormément en termes d’échelle et de complexité 

et en fonction du métabolite recherché, de la plante concernée et de l’équipement utilisé.  

L’objectif de ce travail est de caractériser les exsudats racinaires de trois espèces végétales 

(pois, blé et colza) et d’étudier l’impact de ces exsudats racinaires sur les communautés 

microbiennes du sol. Les deux dispositifs expérimentaux split root et Rhizom ont été testés.  

Pour le dispositif en split root, les résultats de l’analyse quantitative et qualitative des 

exsudats, après la remise en suspension des solutions de sols lyophilisées, n’ont pas permis la 

détection et l’identification de composés d’exsudation dans les lyophilisats, en raison des 

concentrations trop faibles des composés exsudés. En revanche, l’analyse des échantillons des 

exsudats racinaires issus de la collecte à partir du dispositif en Rhizom, après remise en 

suspension dans le méthanol montrent que les profils chromatographiques comparant la 

composition des solutions de sol issues de modalités avec et sans plantes sont similaires. Aussi 

l’analyse des solutions de sol contenant les exsudats racinaires ne révèle aucune différence entre 

les profils chromatographiques des échantillons de pois, de blé ou de colza. Ces résultats 

montrent une forte interférence de la matière organique du sol dans l’analyse des exsudats 

racinaires.  

Ces résultats ont permis de choisir une autre approche afin de faciliter la collecte et la 

caractérisation des exsudats racinaires.  
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Introduction  

Les plantes libèrent en permanence différents composés dans la rhizosphère. Ce processus 

de sécrétion est connu sous le nom d'exsudation. Les exsudats racinaires sont impliqués dans 

de nombreuses interactions au niveau de la rhizosphère (Haichar et al., 2014), contribuant à la 

circulation du carbone et de l'azote sécrétés par les racines et prélevés par les microorganismes 

du sol (Jones et al., 2009). La littérature montre qu’environ 11 % du carbone net fixé ou 27 % 

du carbone racinaire est exsudé dans la rhizosphère, bien que ce pourcentage varie selon 

l'espèce, l'âge ou l'état nutritionnel des plantes (Bais et al., 2006 ; Jones et al., 2009 ; Nakayama 

et Tateno, 2018). Les exsudats racinaires représentent un ensemble de composés, y compris des 

métabolites primaires et secondaires (Vives-Perris et al., 2020). Les métabolites secondaires, 

tels que les flavonoïdes, les glucosinolates, les auxines, etc. sont sécrétés en plus grande quantité 

que les métabolites primaires, tels que les glucides, les acides aminés et les acides organiques 

(Badri et Vivanco, 2009). Dans plusieurs travaux, ces métabolites ont été identifiés et quantifiés 

pour différentes espèces de plantes, notamment l'arabidopsis, le soja, le riz ou le haricot 

(Strehmel et al., 2014 ; Tawaraya et al., 2014a ; Tawaraya et al., 2014b). L’analyse des exsudats 

racinaires repose sur l'identification et la quantification des métabolites sécrétés par outils 

chromatographiques et notamment la Chromatographie en phase Gazeuse-Spectrométrie de 

Masse (GC-MS) et Chromatographie en phase Liquide-Spectrométrie de Masse (LC-MS). Si 

les techniques d'analyse des exsudats racinaires sont généralement communes, les 

méthodologies de leur collecte diffèrent largement entre les études (Oburger et al., 2014). 

Il existe une diversité de méthodes qui permettent la collecte des exsudats racinaires, elles 

présentent toutes des avantages et des limites. Parmi ces méthodes, les systèmes hydroponiques 

sont pratiques pour la collecte des exsudats racinaires car ils évitent les dégâts mécaniques subis 

par les racines lors de leur extraction des substrats solides (Vranova et al., 2013). Les systèmes 

hydroponiques ont été utilisés avec succès pour mesurer certains exsudats racinaires (Yokosho 
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et al., 2011 ; Luo et al., 2017), mais semblent peu adaptés lorsque les plantes atteignent le stade 

de maturité. En effet, selon certains auteurs à ce stade de croissance, la contamination par les 

microorganismes est inévitable pouvant ainsi modifier la composition et la quantité des 

exsudats collectés (Kuijken et al., 2015). 

Des méthodes combinant la croissance dans un substrat (par exemple, du sol, du sable, de la 

vermiculite et des combinaisons de ceux-ci) avec la culture hydroponique ont été étudiées. Dans 

ces méthodes, les plantes sont cultivées dans un substrat et pour recueillir les exsudats, les 

plantes sont retirées de leur substrat, rincées et placées dans une solution de collecte stérile. Ces 

méthodes suivent par la suite les mêmes principes que les systèmes hydroponiques (Aulakh et 

al., 2001 ; Li et al., 2014). Ces techniques permettent un développement d’une architecture 

racinaire plus proche des conditions naturelles, pouvant limiter les biais dans la composition 

des exsudats racinaires (Oburger et al., 2013). Cependant, le retrait des plantes du substrat de 

croissance peut entraîner des dommages importants aux fines structures racinaires, par exemple 

les poils des racines. En effet, le changement rapide à partir d’un substrat à une solution de 

collecte, peut modifier à la fois le taux et la composition de l'exsudation.  

Il existe des méthodes combinées de collecte d'exsudats in situ qui impliquent la croissance 

d'une plante dans un substrat (par exemple, du sol ou de la vermiculite) avec la capacité de 

collecter les exsudats de manière non destructive en préservant la croissance des plantes 

(Dessureault-Rompré et al., 2006 ; Schulz et Vetterlein, 2007 ; Oburger et al., 2013 ; 

Weidenhamer et al., 2014). Ces systèmes permettent d'observer l’architecture racinaire et de 

suivre en cinétique l'exsudation prélevée par micro-aspiration, il s’agit notamment des 

dispositifs rhizomes, rhizotrons ou encore des rhizoboxes (Dessureault-Rompré et al., 2006 ; 

Weidenhamer et al., 2014). Lorsque la collecte des exsudats racinaires in situ est réalisée en 

sol, il est difficile d’estimer l’ampleur de l’action des microorganismes du sol qui peuvent 

modifier les composés exsudés. Dans l’ensemble les dispositifs de collecte d’exsudats in situ 
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sont complexes et coûteux, ce qui rend difficile leur application à des échantillons de grande 

taille.  

Cette analyse de la littérature montre que les méthodes de collecte des exsudats racinaires 

varient en fonction de plusieurs paramètres en lien avec la plante mais aussi le dispositif utilisé. 

Malgré de nombreux progrès dans le développement de nouvelles méthodes, il n’existe pas de 

mode opératoire idéal pour mesurer les composés exsudés par les racines des plantes. Une partie 

de mon travail de thèse a consisté à mettre en place un dispositif expérimental permettant la 

collecte et la caractérisation des exsudats racinaires de trois espèces végétales (pois, blé et 

colza) et d’évaluer l’effet de ces exsudats racinaires sur les communautés microbiennes du sol. 

Ce travail s’est déroulé en 2 étapes, la première étape a consisté dans la réalisation d’une 

synthèse des métabolites primaires et secondaires identifiés dans les exsudats racinaires du pois, 

du blé et du colza, en s’appuyant sur la littérature. La seconde étape a impliqué la mise en place 

d’expérimentations en conditions contrôlées, afin de mener des essais de mise au point d’une 

méthodologie permettant la collecte des exsudats racinaires des trois espèces végétales et 

l’évaluation de l’effet de ces exsudats sur les communautés microbiennes des sols.  

1. Synthèse des composés sécrétés dans les exsudats racinaires du pois, du blé et du colza 

L’identification de métabolites secrétés par le système racinaire des plantes à partir 

d’analyses du métabolome réalisées par spectrométrie de masse, est un véritable défi. Le 

processus qui mène à la caractérisation d’un métabolite est long, laborieux et incertain (Kind et 

Fiehn, 2006 ; Werner et al., 2008). Les végétaux secrètent via leur système racinaire une 

diversité de substances naturelles, dont la structure chimique est parfois très complexe. Afendi 

et al. (2012) estiment à environ un million le nombre de métabolites d’origine végétale, dont, 

près de 200 000 composés sont actuellement répertoriés par la base de données DNP 

(Dictionary of Natural Products). Ces métabolites sont représentés par un ensemble d’ions, 

d’enzymes, de mucilages, d’oxygène libre et par divers composés contenant des métabolites 
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primaires et secondaires. Les composés exsudés par les racines sont principalement des 

métabolites secondaires qui représentent plus de 200 000 molécules décrites dans la littérature 

(Dixon, 2001). Les métabolites primaires existent dans toutes les cellules végétales capables de 

se diviser, ils sont associés aux fonctions vitales pour la cellule. Les métabolites primaires sont 

des composés de faible poids moléculaire, communs à toutes les plantes. Il en existe quelques 

centaines telles les acides aminés, les acides nucléiques, les sucres ou les acides organiques. 

Les métabolites primaires ont une fonction directe au niveau des activités fondamentales de 

l'organisme végétal (croissance, développement, source d'énergie). En revanche, les 

métabolites secondaires ne jouent pas un rôle fondamental pour les plantes, mais sont impliqués 

dans l’adaptation des plantes à leur environnement, notamment dans les interactions biotiques 

(Akula et Ravishankarv, 2011 ; Shanker et Shanker, 2016). Une grande variété de métabolites 

secondaires est synthétisée par les plantes supérieures à partir des métabolites primaires (par 

exemple carbohydrates, lipides et acide aminés) et sont le résultat d’une co-évolution entre les 

plantes et leur biotope. Les métabolites secondaires n'ont pas de rôle visible dans le 

métabolisme ; ils participent surtout aux mécanismes de défense des plantes. Ils varient 

quantitativement et qualitativement durant le cycle de développement de la plante. Leur 

localisation est aussi très variable selon les espèces. Les métabolites secondaires des plantes se 

répartissent en 3 groupes chimiques : les alcaloïdes, les terpénoïdes et les composés 

phénoliques. Parmi eux, les polyphénols constituent une vaste diversité de composés bioactifs 

(phénylpropanoïdes, lignanes, stilbènes, flavonoïdes, anthraquinones) impliqués dans de 

nombreux processus d’interactions biotiques depuis la symbiose jusqu’à la résistance aux 

maladies (Cheynier et al., 2013). Les polyphénols ont diverses fonctions dans les plantes mais 

tous ont pour caractéristiques communes de posséder des propriétés antioxydantes et 

antimicrobiennes plus ou moins marquées du fait de leur fonction phénol. Il existe des 

métabolites communs entre les espèces végétales (Tableau 1), mais aussi des métabolites qui 
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les différencient. Par exemple, les phytosidérophores sont des molécules sécrétées par les 

racines de plante de la famille des Poaceae (graminées) en situation de carence en fer. Ces 

molécules permettent l'assimilation du fer sous forme de complexes fer-phytosidérophore ou 

ferrisidérophores (Ishimaru et al., 2006). Les métabolites secondaires spécifiques appelés 

isoflavonoïdes sont les plus couramment secrétés au sein de la famille des Fabaceae (Journet 

et al., 2001). Elles sont impliquées dans la signalisation symbiotique et dans les réactions de 

défense (Barton et Meth-Cohn, 1999). Les glucosinolates présentent des exemples classiques 

de composés végétaux affectant les interactions insectes-plantes. On les trouve principalement 

dans la famille des Brassicaceae qui comprend plusieurs cultures importantes (Halkier et 

Gershenzon, 2006). Au moins 120 glucosinolates différents ont été identifiés (Hopkins et al., 

2009). 

2. Sélection de la méthodologie de collecte des exsudats racinaires  

L’étude bibliographique menée a permis d’identifier un panel de dispositifs expérimentaux 

qui permettent de suivre l’exsudation racinaire, il s’agit notamment des dispositifs en double 

pot (Payraudeau., 2014), Continuous Root Exudate Trapping System (Tang et Putnam, 1986), 

la technique des plantes à traire (PAT) (Gontier et al., 1999), le cotton wick, le split root (Mahieu 

et al., 2007) et le dispositif Rhizom (Eisenhauer et al., 2017). Les deux dispositifs split root et 

Rhizom ont été choisis car ils permettent d’une part de collecter et quantifier les exsudats 

racinaires et d’autre part d’évaluer leurs effets sur les communautés microbiennes du sol.  

 

 

 

 

 

https://fr.wikipedia.org/wiki/Mol%C3%A9cule
https://fr.wikipedia.org/wiki/Poaceae
https://fr.wikipedia.org/wiki/Carence_en_fer_(biologie_v%C3%A9g%C3%A9tale)
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Tableau 1. Synthèse des différents métabolites secrétés par le pois, le colza et le blé 

 

 2.1. Le dispositif en split root 

Le principe de cette technique consiste à scinder le système racinaire de la plante en deux 

parties (Pervent et Nacry, 2008 ; Wichern et al., 2008), afin de pouvoir placer les racines dans 

Espèces Métabolites Type d'exsudats Références

Sucres: arabinose, galactose, acide galacturonique, fructose, acide 

glucuronique, mannose, rhamnose, xylose… 

Knee et al., 2001

Acides aminées: serine, proline, glycine, valine, metionine, leucine, lysine, 

arginine…

Wen et al., 2007

Carbohydrates Konstantinovna et al., 2020

Wen et al., 2007

Flavonoides: naringenine et hesperetine Novák et al., 2004

Strigolactone: Peagol, peagoldione, orobanchol, acétate d'orobanchyle et 

acétate de fabacyle.

Evidente et al., 2009

Foo and Davies, 2011

Polyphénols: les peapolyphénols Evidente et al., 2009

Philipps et al., 2004

Warren, 2015 

Christiansen-Weniger, 1992

Neumann and Römheld, 1999 

Wu et al., 2001

Sucres simples: maltose, galactose, glucose, arabinose , fructose, xylose, 

ribose, rhamnose… 

Vancura, 1946

Oburger et al., 2014                          

Warren, 2015 

Composés phénoliques: acide P-hydroxybenzoïque, acide vanillique, 

acide syringique, acide Cis-coumarique, acide trans-coumarique

Wu et al., 2001

Svenningsson et al., 1990

Lesuffleur et al., 2007

Hoffland et al., 1992

Zhang et al. , 1997

Häggquist et al., 1984

Svenningsson et al., 1990

Acides gras: acide oléïque, acide linoléïque, acide alpha-linoléïque, acide 

Arachidique, acide béhénique, acide lignosérique… 

Svenningsson et al., 1990

Stérols: beta-sitosterol, stigmasterol, campesterol… 

Svenningsson et al., 1990

Glucosinolates Halkier et  Gershenzon, 2006

Acides aminés: Alanine, Glutamate, Sérine, Valine, Glycine, Acide 

aspartique, Leucine,Lysine,Thréonine, Isoleucine, Proline Phénylalanine, 

Tyrosine, Histidine, Methionine, Arginine, Glutamine, Tryptophane… 

Acides organiques : acide oxalique, acide malique, acide succinique… 

Phytosidérophores

Pois

Colza

Primaires

Secondaires

Secondaires

Primaires

Blé

Acides aminés : glycine, sérine, alanine, acide glutamique, arginine, 

glutamine, tyrosine, lysine, proline… 

Acides organiques: acide succinique, acide malique, acide fumarique

Sucres simples: glucose, saccharose, fructose, m-inositol

Primaires

Secondaires
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deux compartiments distincts : un premier contenant du sol représentatif de la parcelle pour 

évaluer l’effet de l’exsudation sur les communautés microbiennes du sol ; un deuxième, avec 

un substrat inerte qui permet de récupérer et de quantifier les produits d’exsudation.  

2.2. Dispositif en Rhizom  

Le principe de ce dispositif est basé sur l’extraction de la solution du sol contenant les 

exsudats racinaires à l’aide de micro-préleveurs (Rhizom) reliés à des seringues (Eisenhauer et 

al., 2017). En effet, les exsudats racinaires peuvent se retrouver transitoirement dans la solution 

du sol, car la majorité des molécules sont soit rapidement métabolisées par les microorganismes 

(Shaw et al., 2006), soit adsorbées à la surface des minéraux argileux et des colloïdes humiques 

du sol (Taiz et Zeiger, 2010).  

Matériels et méthodes  

3. Mise en place des dispositifs en serre pour la collecte des exsudats racinaires des 

plantes   

3.1. Cultures des plantes  

Cette étude porte sur trois espèces végétales, il s’agit du pois d’hiver (Balltrap), du colza 

(Exentiel) du blé (Rubisco). Les expérimentations ont été réalisées au sein de la plateforme 

Normand Serre. La culture des trois plantes a nécessité une étape de stérilisation des graines 

avant le semis suivi d’une étape de germination des graines sur substrat inerte en conditions 

stériles dans une chambre phytotronique. Après germination, toutes les étapes de cultures se 

déroulent en serre. 

3.1.1. Les tests de stérilisation des graines : Cette étape est indispensable pour éliminer 

les microorganismes présents à la surface des graines afin de limiter les contaminations qui 

peuvent potentiellement modifier la réponse des plantes et leurs exsudats racinaires. Plusieurs 

protocoles de stérilisation ont été testés (Tableau 2).  
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 Tableau 2. Synthèse des différents protocoles testés pour la stérilisation de graines 

 

Le premier test a consisté à stériliser un lot de graines avec une solution d’éthanol à 70 % sous 

agitation à 500 tr.min-1 pendant 10 minutes, puis un bain d’hypochlorite de sodium à 12 % sous 

agitation à 500 tr.min-1 pendant 10 minutes suivi de 6 rinçages successifs avec de l’eau 

déminéralisée. Dans le second test, le lot de graine a subi deux bains successifs dans de l’éthanol 

(96 %) et de l’eau, puis un bain avec de l’hypochlorite de de sodium à 26 % pendant 20 min 

suivi de 6 rinçages successifs avec de l’eau déminéralisée. Les deux lots de graines stérilisées 

ont été comparés à un lot de graines non stérilisées afin de voir l’efficacité de la stérilisation et 

l’impact de la stérilisation sur la germination des graines (Figure 1). 

 

Figure 1. Aspect pigmenté des graines du pois d’hiver en abscence de stérilisation 

3.1.2. Le test d’imbibition : Certaines graines sont protégées par des couches 

extérieures imperméables très solides. Si l'eau n'arrive pas à pénétrer à l'intérieur de la graine, 

Test 1 Test 2

1
Bain Ethanol à 70 % sous agitation à 500 tr/min 

pendant 10 minutes

Deux bains successifs dans de l’éthanol 96 % et de 

l’eau et  à 500 tr/min pendant 10 minutes

2
Bain Hypochlorite de Sodium à 12 %  sous 

agitation à 500 tr/min pendant 10 minutes

Un bain avec de l’hypochlorite de de sodium à 26 % 

pendant 20 min sous agitation à 500 tr/min pendant 10 

minutes

3 Rinçage à l’eau déminéralisée 6 fois d’affilée Rinçage à l’eau déminéralisée 6 fois d’affilée 
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le processus de germination ne peut pas être déclenché. Ainsi, après la stérilisation d’un lot de 

graines, la une partie des graines a été mise en imbibition pendant six heures et l’autre partie 

n’a pas subi d’imbibition (Figure 2). 

 

Figure 2. Germination du blé (a) sans imbibition (b) avec imbibition  

3.1.3. Les tests de germination des graines : La germination des graines dure 7 jours et 

implique des substrats de germination et des conditions de température et d’humidité. Plusieurs 

substrats (perlite, vermiculite, gélose, quartz) ont été testés afin de comparer le taux de 

germination par espèce et par substrat testé (Figure 3).  

 

Figure 3. Germination du pois d’hiver sur quartz (a), perlite (b), vermiculite (c) et sur gélose 

(d) 

 

3.2 Le test du split root en serre 

La mise en place du split root s’est révélée plus facile pour les graines de blé germées, qui 

possède un système racinaire fasciculé facilitant ainsi la séparation de ce dernier en deux 

(a) (b)

(a) (b)

(c) (d)
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parties. Le pois et le colza présentent un système racinaire en pivot qui implique la découpe des 

racines pour les scinder en deux. Deux méthodes de découpe de la racine ont été testées, la 

première a consisté à scinder verticalement la racine en deux et la seconde consistait à découper 

horizontalement l’apex racinaire afin de stimuler le développement des racines secondaires 

(Figure 4). 

 

Figure 4. Photo du système racinaire du colza scindé en deux parties 

Les découpes des racines nécessitent une étape de cicatrisation de 7 jours avant la reprise de 

la croissance. Cette phase est indispensable pour éviter la contamination et la pourriture des 

racines d’une part et pour stimuler le développement des racines secondaires, d’autres part. 

Cette phase de cicatrisation a nécessité le test de deux substrats (gélose 1% et vermiculite).  

Après la phase de cicatrisation, les plantules ont été soigneusement transférées dans les pots 

(0,24 L) et repiquées dans deux compartiments différents (Figure 5).  

 

Figure 5. Plante de pois (A) et de blé (B) repiquées en dispositif en split root avec un 

compartiment contenant du sol et un compartiment contenant du sable de fontainebleau 
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Le compartiment 1 contenait systématiquement du sol et le deuxième contenait soit de la 

vermiculite, soit du sable de Fontainebleau. Les plantules sont cultivées en serre pour une 

période de 2 mois sous une température de 18 °C, une humidité de 60 % et une photopériode 

de 16h jour /8h nuit avec une dose d’irrigation hebdomadaire de 100 ml.  

3.2.1 Prélèvement des exsudats racinaires en split root 

Les premiers jours après le transfert, les plantules reçoivent un volume d’irrigation 

hebdomadaire de 100 ml. 24 h avant la collecte des exsudats racinaires des trois espèces, un 

contenant étanche a été mis en dessous du compartiment sable de fontainebleau afin de 

récupérer l’eau. En effet, l'extraction des exsudats racinaires a été réalisée au stade végétatif par 

phénomène de percolation. Après 7h de collecte, la solution du sol récupérée a été filtrée à 0,22 

µm, congelée à - 20 °C puis lyophilisée. Les lyophilisats sont par la suite mis en solution et 

analysés par LC-MS (détaillée dans le chapitre suivant).  

3.3 Le test du dispositif Rhizom en serre 

Pour la mise en place du dispositif Rhizom (Figure 6), deux substrats (sable et sol) avec et 

sans stérilisation (irradiation au rayon gamma) ont été testés pour les trois espèces végétales, 

en y incluant des modalités témoins sans plantes. 

 

Figure 6. Le dispositif en Rhizom utilisé lors des expérimentations de collecte des exsudats 

racinaires  
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Les exsudats racinaires ont été collectés à T0 et T1, ce qui correspond à 30 et 45 jours après 

semis (JAS). Le dispositif expérimental était constitué de 5 modalités (Figure 7) : 

 

Figure 7. Plan expérimental mis en place lors des essais avec le dispositif Rhizom 

Modalité 1 : plantules repiquées dans du sol natif (non stérile) (6 plantules/ pot). Cette modalité 

permet d’évaluer l’exsudation en condition réelles (in situ)  

Modalité 2 : plantules repiquées dans du sol stérile (6 plantules/ pot). Cette modalité permet de 

s’affranchir de l’interaction potentielle entre les microorganismes et les exsudats racinaires afin 

d’éviter que les exsudats soient métabolisés par les microorganismes de la rhizosphère 

Modalité 3 : plantules repiquées dans du sable de fontainebleau (6 plantules/ pot). L’utilisation 

du sable comme substrat inerte permet de s’affranchir de l’interaction entre les exsudats 

racinaires et la matière organique retrouvée normalement dans les sols 

Modalité 4 : sol stérile sans plantes et modalité 5 sol natif sans plantes. Ces deux modalités 

constituent les témoins. Les conditions de culture des plantes en serre sont identiques à celles 

appliquées dans le cas du split root 

3.3.1 Prélèvement des exsudats racinaires en dispositif Rhizom 

Les prélèvements des exsudats racinaires sont réalisés à l’aide de deux sondes Rhizom liées 

à des seringues de 50 ml, installées sur les pots au contact de l’apex racinaire. La collecte des 
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exsudats par voie passive est réalisée sur 7 h. La solution du sol collectée est filtrée à 0,22 µm, 

congelée à – 20 °C puis lyophilisée. Les lyophilisats sont par la suite mis en solution et analysés 

par LC-MS. 

3.3.2 Analyses des paramètres biologiques du sol  

Pour chaque modalité et pour chaque date d’analyse, le sol adhèrent aux racines a été collecté 

et tamisé à 2 mm, congelé à l’azote liquide et stocké à – 20 °C pour la détermination ultérieure 

des paramètres biologiques. Une analyse de l’abondance totale via l’extraction et dosage de 

l’ADN total du sol a été réalisée. Une amplification des gènes ADNr 18S et 16S par qPCR a 

été effectuée pour déterminer l’abondance des biomasses fongique et bactérienne du sol. Le 

dosage de trois activités enzymes β-glucosidase, l’acétyl-N-glucosaminidase et l’arylamidase 

liées au cycle du carbone et de l’azote a été réalisé suivant la norme ISO 20130 :2018. 

Résultats et discussion  

4.1. Test de stérilisation 

Les tests de stérilisation des graines ont été efficaces pour éviter la contamination et favoriser 

la germination (0 % de contamination et 100 % de germination) pour le pois et le blé. En 

revanche, le second protocole de stérilisation (Tableau 2) a pallié la contamination, mais il a 

affecté la germination des graines (0 % de contamination et 50 % le taux de germination). Ces 

résultats s’expliquent par la concentration élevée des produits utilisés dans le second protocole 

de stérilisation. En effet, l’éthanol doit être dilué à 70 % pour une efficacité optimale (éviter 

l’utilisation d’éthanol absolu) (Chniti, 2015). Ces observations ont motivé par ailleurs le choix 

de stériliser les graines de colza à l’eau de javel diluée. En effet, les graines de colza sont de 

petite taille et probablement plus sensibles à la stérilisation.  
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4.2. Test d’imbibition des graines  

Les deux lots avec et sans imbibition montrent des taux de germination similaires pour les 

trois espèces étudiées (Figure 8). L’imbibition n’a par ailleurs aucun effet sur le taux de 

germination des graines, ce qui a permis d’éliminer cette étape dans la culture des plantes.  

Figure 8. Lot de graines de blé germées avec imbibition (a) et sans imbibition (b)  

4.3. Test de germination des graines  

Un taux de germination de 100 % a été obtenu sur les deux substrats testés (vermiculite et 

gélose) (Figure 9).  

 

Figure 9. Photo de graines de blé après germination sur vermiculite et sur gélose  

 

(a) (b)
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Ainsi, il a été décidé de mettre les graines de pois à germer dans de la gélose et le colza et le 

blé dans la vermiculite, pour éviter d’abimer leur racines très fines et fragiles au moment du 

transfert en split root.  

4.4. Le test du split root  

Pour le dispositif en split root, le substrat sable de fontainebleau a été privilégié. En effet, 

les résultats montrent un bon développement des trois espèces végétales sur ce substrat 

comparativement à la vermiculite, il est d’ailleurs décrit dans la littérature, comme substrats 

idéal pour la collecte des exsudats racinaires (Wichern et al., 2008). 

4.5. Analyse des exsudats racinaires collectés par le dispositif en split root  

Après les phases de stérilisation et de germination réalisées en chambre phytotronique, les 

trois espèces végétales (pois, colza et blé) ont été cultivées en serre pendant une période de 2 

mois. Les résultats montrent que les trois espèces végétales ont atteint des stades très avancés 

dans leurs cycles de développement (Figure 10). 

 

Figure 10. Les étapes de développement du pois d’hiver en serre en utilisant le dispositif en 

split root 

L’analyse quantitative et qualitative des exsudats a été réalisée par LC-MS dans le cadre de 

la mise en place d’un partenariat scientifique avec l’Université de Tours. Après remise en 

suspension des solutions de sols lyophilisées, les analyses n’ont pas permis la détection et 

Apparition des boutons floraux Floraison Remplissage des gousses Récolte
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l’identification de composés d’exsudation dans les lyophilisats, en raison des concentrations 

trop faibles des composés exsudés. 

4.6. Analyse des exsudats racinaires collectés par le dispositif en Rhizom  

Le suivi de la croissance des 3 plantes dans les différentes modalités étudiées, montre un bon 

développement des cultures sur le sol natif et le sol stérile comparativement au sable de 

Fontainebleau. En effet, les plantes cultivées dans le sable ne se sont pas bien développées à 

cause probablement de carences nutritionnelles. En effet, afin de limiter le risque de 

modification des exsudats racinaires des plantes, il n’y a pas eu d’apports pour pallier cette 

carence. Il a cependant été possible de réaliser des prélèvements d’exsudats racinaires sur une 

période courte jusqu’à épuisement des ressources nutritionnelles. 

L’analyse des échantillons des exsudats racinaires par LC-MS après remise en suspension 

dans le méthanol montrent que les profils chromatographiques comparant la composition des 

solutions de sol issues de modalités avec et sans plantes sont similaires. Aussi l’analyse des 

solutions de sol contenant les exsudats racinaires ne révèle aucune différence entre les profils 

chromatographiques des échantillons de pois, de blé ou de colza (Figure 11). Ces résultats 

montrent une forte interférence de la matière organique du sol dans l’analyse des exsudats 

racinaires. 
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Figure 11. Les profils chromatographiques des échantillons de pois d’hiver (a), de blé (b) et de 

colza (c). 
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Par ailleurs, l’ensemble des paramètres biologiques étudiés n’ont pas permis de différencier 

les sols rhizosphériques des trois plantes (Figure 12). Sur la Figure 12, la superposition des 3 

plantes des modalités 1 et 2 suggère que les exsudats racinaires en lien avec la croissance des 

plantes, sont le facteur explicatif majeur pour la biologie des sols. 

 

Figure 12. Etude de la variabilité des paramètres biologiques par une analyse en composante 

principale pour les 5 modalités étudiées  

Modalité 1. Sol non stérile avec plante ; Modalité 2. Sol stérile avec plante ; Modalité 3. Sable fontainebleau avec 

plante ; Modalité 4. Sol stérile sans plante ; Modalité 5. Sol non stérile sans plante.  

Ces résultats montrent la limite des approches globales dans l’étude des communautés 

microbiennes des sols et incitent à utiliser des approches plus fines et notamment le DNA SIP, 

qui pourrait aider à mieux discriminer ces communautés microbiennes et identifier des 

fonctions spécifiques par la quantification des gènes fonctionnels en lien par exemple avec le 

cycle de l’azote. 

4.4. Dispositifs de collecte des exsudats racinaires des plantes en split root et en Rhizom   

Les dispositifs testés visaient à collecter les exsudats racinaires de trois espèces végétales à 

partir de différents substrats, le sable pour le split root et le sol pour le dispositif Rhizom. Ces 
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dispositifs ont montré que la croissance des plantes en sol (Rhizom) offre des conditions de 

croissance meilleures comparativement au sable (split-root). En effet, les plantes en sol sont 

dans leur milieu naturel et disposent donc des conditions physiques et nutritionnelles favorables 

à leur croissance. Bien qu’adéquat comme matrice de culture, le sol reste néanmoins 

contraignant pour suivre l’exsudation racinaire. En effet, tels que montré par nos résultats, il 

existe une forte interaction de la matière organique du sol avec les exsudats racinaires, qui 

peuvent en plus être modifiés par les microorganismes du sol entrainant ainsi des bais dans leur 

caractérisation (Neumann et al., 2009, Kuijken et al., 2015). 

Si le recours à des substrats de culture moins complexes et plus artificiels peut faciliter 

l’extraction des exsudats, leurs composition qualitative et quantitative peut être différente de 

celle observée dans les sols (Kuijken et al., 2015 ; Preece et Penuelas, 2020). L’extraction des 

exsudats en milieu aqueux (hydroponie) semble néanmoins le mode de culture le plus courant 

(Oburger et Schmidt, 2016). L’ensemble des résultats obtenus avec les dispositifs testés 

montrent d’une part, la difficulté d’étudier les exsudats racinaires en sol et d’autre part, la 

nécessité de prendre en compte, dans l’interprétation des résultats, les biais inhérents à chaque 

méthode. 

Conclusions et perspectives  

L’objectif de ce travail était de caractériser les exsudats racinaires de trois espèces végétales 

(pois, blé et colza) et d’étudier l’impact de ces exsudats racinaires sur les communautés 

microbiennes du sol. Deux dispositifs expérimentaux permettant la collecte simultanée des 

exsudats racinaires et l’analyse de leurs effets sur les communautés microbiennes du sol ont été 

sélectionnés à partir de la littérature. Les dispositifs split root et Rhizom ont été testés et ont fait 

l’objet de différentes mises au point qui n’ont malheureusement pas permis l’analyse des 

exsudats racinaires des plantes. Ils ont néanmoins aidé à identifier et à optimiser les protocoles 

de stérilisation et de germination des graines mais aussi de préciser les conditions de culture en 
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chambre phytotronique et en serre des trois espèces végétales. Afin de faciliter la collecte et la 

caractérisation des exsudats racinaires, le choix de développer une approche en hydroponie a 

été privilégié.  
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Abstract   

Legumes can use photosynthetic energy to fix atmospheric nitrogen (N) by rhizobium‐

legume symbiosis and this might result in contrasting patterns of carbon (C) and N 

rhizodeposition compared to other species (Poaceae and Brassicaceae). Accurate 

quantification of N derived from rhizodeposition is crucial to estimate N input in soil by these 

species.  

In this study, the quantification of N derived from rhizodeposition and root exudates 

characterization of pea (Pisum Sativum L.), rapeseed (Brassica napus L.) and wheat (Triticum 

aestivum L.) were carried out. We quantified the amounts of N rhizodeposition (BG15NdfR) 

with 15N shoot labelling method. The plants were labelled twice with a pulse of a solution 

containing 15N‐urea at the fifth and sixth week after sowing. The characterization of root 

exudates involved the implementation of a hydroponic device for their collection. 

The results showed that pea presented the greatest amount of 15N in belowground (root + 

soil) compared to wheat and rapeseed. In contrast, the proportion of aboveground 15N 

(ABG15N) and belowground 15N (BG 15NdfR) derived from rhizodeposition was not 

statistically different between pea and wheat. Rapeseed presented the lowest ABG15N and the 

highest BG 15NdfR as a proportion.  

The metabolic profiling of pea exudate led to the detection of 30 compounds and to the 

identification of 8 compounds, as daidzein, sophorol, maackiain, dihydroxy-dimethoxyflavone, 

formononetin, pisatin, hydroxymaackiain and 6,7-Dichloro-1-[(3,4-dimethoxyphenyl) methyl] 

isoquinoline (DMDI). Mostly of these compounds are isoflavonoids. For wheat root exudates, 

only 15 compounds were detected. This work will obviously be completed by the identification 

of wheat compounds and by optimizing the protocol of rapeseed germination. Overall, this 

study validates our implemented laboratory hydroponic device that seems to be the best way 

for root exudates collection. 

Keywords: N rhizodeposition, 15N labeling, root exudates, pea, hydroponic device 
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1. Introduction 

Nitrogen (N) is one of the most important factors affecting crop growth worldwide. In the 

last decades, there has been an increasing interest for N management in agricultural systems 

because N fertilizer has been applied intensively to improve agricultural production generating 

several environmental damages with degradation of soil, water and air quality (Byrnes, 1990). 

N fertilization is a source of soil acidification, N leaching in groundwater, eutrophication and 

atmospheric pollution through nitrous oxide emission which contribute to global warming 

(Sainju et al., 2019). To address these threats, new wide varieties of agricultural practices have 

emerged: sustainable agriculture, ecologically intensive agriculture, agro-ecological 

agriculture, multifunctional agriculture, or conservation agriculture (Horrigan et al., 2002). 

Through sustainable agriculture, legumes integration in agricultural systems, widely used in 

organic agriculture, seem to be a promising agriculture practice improving soil organic matter 

and biodiversity, increasing functional diversity and environmental performances (Schneider 

and Huyghe, 2015; Cortignani et Dono, 2020). Thanks to their ability to fix atmospheric N, in 

association with rhizobiaceae, legumes enrich the soil with N and are an interesting alternative 

to the use of chemical fertilizers (Fustec et al., 2010).  

The organic compounds released by living roots into the soil are collectively referred to as 

rhizodeposits, and the corresponding process as rhizodeposition (Kuzyakov and Domanski, 

2000). Rhizodeposition is a key process involved in a wide range of functions in soil ecology 

and plant nutrition such as improving nutrient availability, influencing plant-microorganism 

interactions, constitutes an essential C and N inputs into soil and represent an important source 

of energy for soil microorganisms (Hütsch et al., 2002; Paterson et al., 2007). About 20 % of 

the total C absorbed by the plant can be released into the rhizosphere (Kuzyakov and Domanski, 

2002; Schweinsberg‐Mickan et al., 2012). In contrast, rhizodeposition of N, as a percentage of 

total plant N, varied from 4 to 71 % (Fustec et al., 2010). Due to the importance of 
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rhizodeposition in plant-soil-microorganisms interactions, many studies have focused on the 

qualitative and quantitative characterization of released compounds by rhizodeposition process 

and their impact on C and N fluxes in soil (Jones et al., 2009; Dennis et al., 2010; Hupe et al., 

2016). Estimation of rhizodeposition improve the knowledge on plant C sequestration potential 

and on N balance in soil. The quantification of rhizodeposed N derived from legumes species/ 

and legumes associations in crops rotation is of great interest because biologically fixed N, 

transferred in soil, can be used by next crop (Mayer et al., 2003).  

Plant N rhizodeposition can be quantified using isotope tracer techniques that allow 

differentiation of plant derived N from soil N. Several methods have been used to measure 

amount of plant N derived from rhizodeposition using soil substrate, root, shoot or atmospheric 

labelling (Wichern et al., 2008; Anglade et al., 2015; Chalk and Smith, 2017). The most widely 

used methods include 15N isotope dilution technique (Chalk and smith, 2017; Khan et al., 2002), 

split-root technique (Veerman et al., 2018), and 15N shoot labelling with gaseous or liquid 

compound (Janzen, 1990; Russelle et al., 1994). Others studies used stem injection with micro 

syringe filled with 15N enriched solution (Götz and Herzog, 2000), petiole feeding (Yasmin et 

al., 2010), leaf spraying (Zebarth et al., 1991), cotton-wick method (Russell and Fillery, 1996; 

Wichern et al., 2010) and leaf immersion in the labelled solution (Palta et al., 1991; Rasmussen 

et al., 2019).   

Root exudation is part of the rhizodeposition process (Hütsch et al., 2002; Nguyen, 2003). 

Root exudates are defined as plant-derived primary and secondary metabolites released from 

roots. They included both low and high molecular weight compounds (e.g. sugars, organic 

acids, phenolics, vitamins, enzymes, mucilage…) (Lanoue et al., 2010; Azeez et al., 2019). 

Root exudation quality and quantity depends on plant species and genotypes within species 

(Paynel et al., 2001, Shen et al., 2002; Hoekenga et al., 2003, Badri and Vivanco, 2009; Vives-
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Peris et al., 2020), stage of plant growth and root physiology (Gransee and Wittenmayer, 2000; 

Aulakh et al., 2001).  

In the present study, we are interested to quantify N rhizodeposition and to characterize root 

exudates of three plant species (legume and non-legume). The objectives of this study were to 

(1) quantify N rhizodeposition, uptake, and distribution in the different plant parts of pea (Pisum 

Sativum L.), rapeseed (Brassica napus L.) and wheat (Triticum aestivum L.) under controlled 

conditions by using 15N urea shoot labelling, (2) characterize plants root exudates under 

hydroponic device at different growth stages  

2. Materials and methods  

Two distinct experiments were conducted in this study using pea (Pisum Sativum L.), 

rapeseed (Brassica napus L.) and wheat (Triticum aestivum L.) plants. The first one was 

conducted in greenhouse to quantify N derived from rhizodeposition using the 15N shoot 

labelling method. The second experiment was conducted in phytotron growth chamber and 

concerned a hydroponic device to characterize root exudates. For both experiments the used 

seeds were collected from plants grown in the field.  

2.1 Greenhouse experiment 

2.1.1 Seeds sterilization and germination 

Seeds were cleaned and stored in containers at 5 °C in a cool room until use. Pea (Pisum 

sativum L.) and wheat (Triticum aestivum L.) seeds were soaked twice for 10 min in an ethanol 

solution (96%) and then in a hypochlorite solution (26 %) under stirring. After each immersion, 

the seeds were rinsed six times with demineralized sterile water (10 s per rinse). Rapeseed 

(Brassica napus L.) seeds were sterilized using a diluted hypochlorite solution. The disinfection 

process was carried out in sterile conditions. 

For germination, sterilized seeds of wheat and rapeseed were cultivated in boxes containing 

sterile vermiculite moistened with demineralized water (80 % water holding capacity (WHC)). 
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Pea seeds were cultivated in boxes with agar (1 %) since preliminary test shown no differences 

for germination between sterile vermiculite and agar boxes. The seeds were germinated in 

growth chamber at a day/night cycle: 16 h, 23 ± 2 °C / 8 h, 23 ± 2 °C for a period of 7 days. 

 2.2. Labelling experiment  

2.2.1. Soil sampling and experimental design  

The soil was collected from an arable field located in the Normandy region (49°46’48.62’’N 

01°41’25.08’’E) from a depth of 0–20 cm. The soil properties are summarized in Table 1.  

Table 1. Physicochemical properties of used soil for the greenhouse experiment. The results 

are presented as the mean of three replicates (n = 3) ± standard errors  

 

Soil was then sieved at 4 mm. Labeling experiment were conducted in the greenhouse. After 

seeds sterilization and germination, seedlings were transferred in 2 L pots filled with 1.9 kg of 

dried soil. 5 replicates for each species were grown for 7 weeks with bulk soil as control. Plants 

were watered with 50 ml water per day and was adjusted to keep soil WHC between 70 – 80%. 

Growing was conducted under 400 µmol. m-2. s-1 lightning and photoperiod of 16h day under 

20 – 25°C and 8 h nigh under 16°C.  

2.2.2. 15N urea labelling  

Plants were labelled using 15N urea (99 atom %) shoot labelling at 0.5 % (w/v) concentration, 

1st labelling occurred 5 weeks after sowing, tubes were removed after entire uptake of labelled 

solution (4-5 days depending on plant species) and a 2nd labelling was made in the 6th week 

after sowing. Labelling was performed using 2 ml tube filled with 1 ml of 15N urea solution and 

soil was covered with a wintering veil to avoid contamination from solution and shoot tissue 

Soil parameters 

Soil texture 

Clay (%) 6.56 ± 0.32

Silt (%) 68.10 ± 1.52

Sand (%) 25.34 ± 1.81

pH water 7.40 ± 0.01

Total C (g.kg
-1

air dried soil) 14.03 ± 2.37

Total N (g.kg
-1

air dried soil) 1.46 ± 0.07

Organic C (g.kg
-1

 air dried soil) 13.65 ± 2.22
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senescence. Wheat was labelled by cutting leaf tip and immerging in the labelling solution, for 

rapeseed. Labelling entire leaf was cut around the midrib then immerged in the solution and for 

pea a leaf tendril was cut and immerged in the tube (supplemental data, Figure 1). After 

immersion of labelled organ, tubes were covered with plastic film to avoid 15N urea evaporation.  

2.2.3. Plant harvest and soil sampling  

To quantify N rhizodeposition, three harvests dates were chosen. The first date (before 

labelling) was performed to estimate natural 15N abundance in plant and soil The second and 

the third harvested dates was carried out 7 days after the 1st labelling and the 2nd labelling, 

respectively (D7: plants labelled one week and D14: plant labelled 2 weeks). For all harvest 

plants, entire aboveground part was cut at soil surface, roots were recovered, and rhizosphere 

soils were collected. Soils were sieved at 2 mm with removing visible roots. Samples were 

weighed and dried at 60 °C for 3-4 days. Dried samples were weighed and grinding with ball 

mills to make powder for 15N isotopic ratio mass spectrometry (IRMS) analyses. Samples 

powder were weighed in micrograms (20 mg for soil; 1.5 mg plant samples) in tin capsule 

hermetically sealed for total N and 15N analyses.  

2.2.4. Calculations  

Mass balance approach was used to estimate plant belowground 15N derived from 

rhizodeposit (BG15NdfR), atom% excess representing 15N enrichment difference between 

labelled sample and control sample was determined for all sample. Using atom % excess, 15N 

amounts were calculated in each compartment then 15N rhizodeposition were determined as 

proportion of belowground 15N derived from rhizodeposition (root + soil) of total plant-soil 15N. 

% BG15NdfR=
𝑠𝑜𝑖𝑙+𝑟𝑜𝑜𝑡𝑠 15 𝑁 (𝑚𝑔)

𝑇𝑜𝑡𝑎𝑙 15𝑁(𝑚𝑔)(𝑝𝑙𝑎𝑛𝑡+𝑠𝑜𝑖𝑙)
 𝑥 100 
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2.3. Hydroponic experiment in phytotron growth chamber 

2.3.1. Root exudate collection 

Plant root exudates were generated under sterile conditions. Pea, rapeseed, and wheat seeds 

were sterilized as described in 2.1.1 section and the seedlings were transferred to Hoagland’s 

medium (Ca (NO3)2, 4 H2O; KNO3; KH2PO4; MgSO4; EDTA, 2 NaFe, 3 H2O; Trace elements) 

and allowed to grow for 2 months. The hydroponics system included two containers for each 

species and 8 plants in each container powered by an aeration pump (Figure 4). Each week, the 

Hoagland’s medium was removed. To collect the root exudates, two dates were chosen after 

one and two months of culture corresponding to the vegetative and flowering stage of the plants. 

Four plants by species were placed into sterile 500-mL glass container covered with aluminum 

foil paper to avoid contamination and light, and the roots were completely submerged in 300 

mL of sterile aerated deionized water. After 24 and 48 hours of root exudation, deionized water 

containing the exudates was collected from each species, filtered through a 0.22 µm filter 

(ClearLine®) and immediately frozen at -20 °C and lyophilized (LYOVAC GT2) until 

application. The lyophilized powder of root exudates was weighted (minimum 0.5 g) for the 

analysis of root composition. 

2.3.2. Extraction protocol  

The lyophilized powder of root exudate was dissolved in 200 µL and 800 µL of methanol 

(MeOH) 100 %, respectively. Then, samples are vortexed, sonicated 30 min at room 

temperature and 10 min at 30 ° C. The solution is transferred into 1.7 ml tubes, centrifuged at 

18 000 g for 10 min at 18 °C. 50 µL of supernatant is transferred to a flask ready for analyzes 

by liquid chromatography-mass spectrometry (LC-MS). 

2.4. Statistical analyses  

Statistical analyzes were carried out using the software R (R Development Core Team, 3.5.2 

version). The data were analyzed by ANOVAs after verifying data normality (Shapiro-Wilk 
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test, 95 %) and variance homogeneity (Bartlett's test, 95%). Multiple mean comparisons were 

then carried out with the Tukey Test. 

3. Results  

3.1 N Rhizodeposition  

3.1.1 Distribution of 15N tracer 

Plant tissues (shoot + root) was more enriched (0.4 % - 13 %) than soil (0.04 % - 0.10 %). 

Shoot presented the greatest enrichment. At D7, wheat presented the lowest 15N enrichment in 

shoot compared to pea and rapeseed. The opposite pattern was observed at D14 with greatest 

15N enrichment in wheat shoot. Regardless of harvest time, 15N enrichment presented the 

followed trend: wheat root <rapeseed root <pea root. In soil, pea presented the most important 

15N enrichment at D7 and D14 (Figure 1). 

 

Figure 1. 15N atom excess (%) distribution in each compartment of pea (Pisum aestivum L.), 

rapeseed (Brassica napus L.) and wheat (Triticum sativum L.), (A) 15N atom excess (%) in 

shoot ; (B) 15N atom excess (%) in root ; (C) 15N atom excess (%) in soil. Values are means ± 

SE (n = 5). The letters correspond to mean comparisons of Tukey's tests (p <0.05), common 

letters indicate that there is no significant difference between bars. D7 : 7 days after labelling 

and D14 : 14 days after labelling.  
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3.1.2 Dry biomass partitioning and 15N quantification  

Plants shoots and roots total dry biomasses were determined at each harvest time (Table 2). 

At D7, rapeseed presented the lowest root dry biomass. In contrast, no significant difference 

was observed for shoot total dry biomass for the three species. At D14, wheat presented the 

lowest shoot dry biomass and greatest root dry biomass.  

Table 2. Plant dry biomass portioning at 7 and 14 days after labelling (D7, D14). The letters 

correspond to mean comparisons of Tukey’s tests (± SE; n=5; p<0.05). Common letters on the 

same vertical line indicate that there is no significant difference between species.    

 

 

15N amount was determined in each compartment using dry biomass and 15N enrichment 

(Figure 2). 15N amount in shoot was significantly higher in pea at D7 (Figure 2A). In contrast, 

wheat shoot had the lowest amount. At D14, pea shoot had the highest amount of 15N comparing 

to other species. The same result was observed at D7 and D14 in 15N amount in root (Figure 

2B). 15N in soils increased between the two harvest times for each species (Figure 2C). Pea 

presented the highest amount.  

Wheat 258,8 ± 109,4 a 121,1 ± 36,3 a 602,5 ± 78,0 b 235,0 ± 50,7 a

Rapeseed 395,4 ± 60,6 a 58,0 ± 17,1 b 932,5 ± 185,2 ab 110,0 ± 50,0 b

Pea 409,8 ± 169,2 a 178,6 ± 32,4 a 1185,0 ± 203,4 a 193,3 ± 50,3 b

D7 D14

Shoot (mg) Root (mg) Shoot (mg) Root (mg)
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Figure 2. 15N amount (mg) recovery in each compartment of pea (Pisum aestivum L.), rapeseed 

(Brassica napus L.) and wheat (Triticum sativum L.), (A) shoot 15N amount  ; (B) Root 15N 

amount ; (C) Soil 15N amount . Values are means ± SE (n = 5). The letters correspond to mean 

comparisons of Tukey's tests (p <0.05), common letters indicate that there is no significant 

difference between bars. D7 : 7 days after labelling and D14 : 14 days after labelling.  

 

Aboveground 15N (ABG15N) and belowground 15N derived from rhizodeposition (BG 15NdfR) 

expressed as proportion, were similar in pea and wheat with on average 53 % of total 15N (shoot 

+ root+ soil). In contrast rapeseed presented the lowest ABG15N and the highest BG 15NdfR 

(Figure 3).  
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Figure 3. Proportion (%) of aboveground 15N (ABG15N) and belowground 15N derived from 

rhizodeposition (BG15NdrR) relative to total 15N in plant-soil system at D14.  Values are means 

± SE (n = 5). The letters correspond to mean comparisons of Tukey's tests (p <0.05), common 

letters indicate that there is no significant difference between bars.  

Plants: pea (Pisum Sativum L.), rapessed (Brassica napus L.) and wheat (Triticum aestivum L.) 

3.2 Plants root exudates 

3.2.1 Plant growth 

After germination process, plants were transferred in hydroponic system (Figure 4). Pea and 

wheat plants grew properly in this condition (at a day/night cycle: 16h, 23 ± 2 °C / 8h, 23 ± 2 

°C). While rapeseed plants withered and turn yellow 2 days after transfer. We have chosen to 

carry on the experiment with pea and wheat.  

 

Figure 4. Hydroponic system implemented in our laboratory for pea (Pisum Sativum L.) and 

wheat (Triticum aestivum L.) root exudates collection 
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3.2.2 Identification of induced root exudates 

High-performance liquid chromatography analyses of methanolic extracts of exudates from 

pea (Figure 5) and wheat (Figure 6) plants showed a clear increase in exudation over time. The 

exudation was higher after 48h of collection than 24h. UV spectra were extracted from the 

chromatograms and compared with a UV spectra library containing 160 spectra of pure 

aromatic compounds from the family of phenylpropanoids, indolics and flavonoids. The 

metabolic profiling of pea exudate led to the detection of 30 compounds, and to the 

identification of 8 compounds, as daidzein, sophorol, maackiain, dihydroxy-dimethoxyflavone, 

formononetin, pisatin, hydroxymaackiain and DMDI. Mostly of these compounds are iso 

flavonoids. Two have been formally identified, pisatin and formononetin. For the others we 

failed in identifying them. For wheat root exudates, 15 compounds were detected but not 

identified.  
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Figure 5. Chromatographic kinetics of winter pea (Pisum Sativum L.) roots exudates after 24h 

and 48h of exudate sampling (n=4). (13) daidzein, (17) sophorol, (22) maackiain, (25) 

dihydroxy-dimethoxyflavone, (27) formononetin, (28) pisatin, (29) hydroxymaackiain and (30) 

DMDI. 
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Figure 6. Chromatographic kinetics of wheat (Triticum aestivum L.) roots exudates after 24h 

and 48h of exudates sampling (n=4) 

4. Discussion  

4.1 Estimation of belowground N derived from rhizodeposition  

This study allowed determination of N flow from plant to belowground (root + soil) in pea, 

rapeseed, and wheat. Pea had more belowground N (root + soil) than other species. These results 

agree with several studies (Khan et al., 2002; Zang et al., 2018). Using 15N shoot labelling led 

to important enrichment and distribution of 15N in plant tissues to allow an estimation of N 

rhizodeposition. Mass balance approach is an interesting tool to estimate N rhizodeposition 
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(Khan et al., 2002; Hupe et al., 2016). BG15NdfR increased between the 2 harvest periods for 

each species, it is probably linked to increasing root biomass senescence and root exudation 

during plant growth (Wichern et al., 2008). However, pea had the greatest amount of 15N in 

belowground due to its capacity to fix atmospheric N and nodule turnover contribution (Arcand 

et al., 2013). As a proportion of total 15N (ABG15N+ BG 15NdfR), pea, wheat and rapeseed 

presented 52 %, 54 % and 86 %, respectively. The study conducted by Fustec et al. (2010) 

showed that the proportions of 15N varied on average between 14 % to 71 %, which are in 

accordance with our results. 

Different isotope labelling methods were used by several authors to study belowground N 

of various plants. Using cotton wick method, a high proportion of belowground N was found at 

early vegetative state (71 %) and this proportion decreased until maturity (Wichern et al., 2007). 

In our study, belowground N for rapeseed was more important during the vegetative stage and 

this proportion decreased during the reproductive phase. Mayer et al, (2003) reported that 

belowground N represented 15 %, 14 %, 17 % of total N in pea, faba bean and lupine 

respectively at maturity using 15N stem feeding. In soya bean, belowground N ranged between 

20 – 30 % of total N at maturity using cotton wick method (Zang et al., 2018). Rroco and 

Mengel, (2000) showed that belowground N in wheat varied between 16 and 24 % at maturity, 

but the seedlings were cultivated in the nutrient solution for 3 weeks, this time being required 

to reach a sufficient amount of 15N in the plants, and these results disagree with ours. In contrast, 

Jensen, (1996) showed an increase at the maturity stage in belowground N pea and barley using 

15N split-root labelling. The same variation pattern was observed in mungbean using cotton 

wick method. This result is mainly due to root biomass turnover (Zang et al., 2015). In field 

condition, belowground N is more important than those obtained in greenhouse pot experiment 

due to a root growth constraint in pots (Hupe et al., 2019).  
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Overall, rhizodeposition quantification is highly dependent on plant species, development 

stage, labelling methods and environmental conditions (Canarini et al., 2019; Vives-Peris et al., 

2020). These observations highlight the importance of rhizodeposition estimation with different 

species under different environmental conditions with considering plant development stage. 

4.2. Root exudates composition  

Root exudates are important regulators of plant rhizospheres. They can modulate the 

composition and dynamics of soil microorganisms and participate in the dialogue between 

plants and microorganisms (Baetz and Martinoia, 2014). They are known to modulate plant 

germination and growth of soil microorganisms and may contribute to crop resistance to soil-

borne pathogens (Oburger and Jones, 2018). Plants release a multitude of organic compounds 

into the rhizosphere, some of which are flavonoids (Rispail et al., 2017; Gargallo-Garriga et al., 

2018). These products of secondary metabolism have antioxidant properties and participate in 

the induction of nodulation genes in rhizobia for rhizobium-legume symbiosis (Hirsch et al., 

2013; Skorupska et al., 2017). However, it has been demonstrated that flavonoids can also affect 

nutrient availability through soil chemical changes (Cesco et al., 2010; Baetz and Martinoia, 

2014). Moreover, flavonoids can exert various protective functions in plants, comprising roles 

in allelopathic growth inhibition of competitors (Treutter, 2005), or suppression of pathogens 

(Iwashina, 2003). Our results showed that pea root exudates are mostly represented by iso 

flavonoids especially pisatin and formononetin. Isoflavonoids, such as formononetin and their 

glycosides have been implicated in autoallelopathy (Cesco et al., 2010). Phytoalexin pisatin, 

are also a crucial class of compounds with potent antimicrobial properties in legumes such as 

the pea (Pisum sativum L.) (Weisskopf et al., 2006, Wu and VanEtten, 2004). It was reported 

that, the tissue-specific release of pisatin from the root tip can be stimulated by pathogen 

elicitation (Cannesan et al., 2011). 

https://link.springer.com/article/10.1007/s11104-009-0266-9#ref-CR120
https://link.springer.com/article/10.1007/s11104-009-0266-9#ref-CR52
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A variety of compounds have been previously reported from root exudates (Dakora and 

Phillips, 2002; Walker et al., 2003; Badri and Vivanco, 2009; Chaparro et al., 2013; Strehmel 

et al., 2014). In our study, several compounds were detected but none identified for wheat root 

exudates. These compounds could include amino acids (alanine, glutamate, serine, proline…) 

(Warren, 2015), organic acids (Neumann and Römheld, 1999; Wu et al., 2017), 

phytosiderophores (Fan et al., 2001; Oburger et al., 2014; Warren, 2015) and phenolic 

compounds (Wu et al., 2017), quaternary ammonium compounds such as betaine and choline 

(de Rudder et al., 1999; Fan et al., 2001), nucleobases and nucleosides (Dakora and Phillips, 

2002; Strehmel et al. 2014). In hydroponic condition, Warren. (2015) identified a large diversity 

of compounds in root exudates of wheat. A total of 110 compounds were detected of which 74 

were positively identified, 29 were putatively identified and 7 could not be identified, this was 

the case in our study. In fact, for wheat exudates, 15 compounds only were detected but none 

identified. This work will obviously be completed by the identification of wheat compounds 

and by optimizing the protocol of rapeseed germination. 

The analysis of root exudates is highly dependent on their collection, quantification, and the 

identification of their constituent components. Several methods are used for the collection of 

root exudates, each with advantages and disadvantages (Neumann et al., 2009; Oburger et al., 

2013; Kawasaki et al., 2018). The most common method of root exudate collection is 

hydroponic plant culture because hydroponic systems are easy to implement. For exudates 

collection, the plants are transferred into a sterile solution (i.e. water) for a period ranging from 

a few hours to a few days (Aulakh et al., 2001; Badri and Vivanco, 2009; Jaitz et al., 2011). For 

that, in our laboratory we implemented a hydroponic device based on the aforementioned 

issues, which enabled a correct growth of wheat and pea plants (Figure 4). 

Although the benefits of the use of hydroponic systems, some authors report that these 

systems exhibit significant limitations (Neumann et al., 2009). These systems lead to changes 
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in plant root architecture in the absence of a physical matrix for root maintenance and, at the 

same time, nutrient availability is far removed from that of soil system (Preece and Penuelas, 

2020). Moreover, periodically renewed solutions (i.e. growth solution and exudate collection 

solution) can alter plant growth and thus root exudation (Badri and Vivanco, 2009; Li et al., 

2006; Chaparro et al., 2013, Kawasaki et al., 2018). In our case, the growth of pea and wheat 

was achieved for two months in hydroponic systems. No specific problems of growth were 

observed, despite the two non-destructive collecting procedure of exudates at two growth 

stages. In this context, numerous reports in the literature showed that despite the artificial nature 

of the hydroponic system, the physiological processes described under sterile hydroponic 

conditions reflected the same processes occurring in soil-grown plants (Kawasaki et al., 2018).  

Conclusion  

Pea, rapeseed, and wheat can be labelled efficiently by 15N shoot labelling coupled with mass 

balance approach. These approaches allowed comparison of 15N flow in plant-soil system. Pea 

contributed more to soil N input through rhizodeposition than wheat and rapeseed. Legumes 

can use photosynthetic energy to fix atmospheric N by rhizobium‐legume symbiosis and this 

result in greatest N rhizodeposition. However, it will be interesting to quantify the part of N 

derided from N fixation. Rhizodeposition varies according plants species, their growth stages 

and their nutrient use strategies. In this study, pea and wheat were at the beginning of their 

reproductive stage. In this case, resources (N) are mobilized for the reproductive organs. This 

observation could explain the low proportion of BG 15NdfR for pea and wheat compared to 

rapeseed. Concerning root exudates, our hydroponic device helped us to collect plants root 

exudates and to widely characterize pea exudate mainly represented by isoflavonoids. Increase 

our knowledge on crops exudation and rhizodeposition is of major concern to have a better 

understanding of interactions mechanisms in the rhizosphere between plants and microbes in 
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this complex soil matrix. This will provide new opportunities for agroecology solutions to deal 

with plant nutrition and health management by decreasing inputs, climate change adaptation. 
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Abstract  

Crop residues are among the main inputs that allow soil’s organic carbon (C) and nutrients 

to be maintained in agricultural soil. It is an important management strategy that can improve 

soil fertility and enhance agricultural productivity. This work aims to evaluate the extent of the 

changes that may occur in soil heterotrophic microbial communities involved in organic matter 

decomposition and C and nitrogen (N) mineralization after the addition of crop residues. Soil 

microcosm experiments were performed at 28°C for 90 days with the addition of three crop 

residues with contrasting biochemical qualities: pea (Pisum sativum L.), rapeseed (Brassica 

napus L.), and wheat (Triticum aestivum L.). Enzyme activities, C and N mineralization, and 

bacterial and fungal biomasses were monitored, along with the bacterial and fungal community 

composition, by the high-throughput sequencing of 16S rRNA genes and ITS genes. The 

addition of crop residues caused a decrease in β-glucosidase and arylamidase activities and 

simultaneous enhancement of the C mineralization and net N immobilization, which were 

linked to changes in the soil microbial communities. 

The addition of crop residues decreased bacterial and fungal biomasses after 90 days of 

experiments and showed a shift in bacterial and fungal diversity at phyla, order, and genera 

levels. Some specific orders and genera were dependent on crop residue type. For example, 

Chloroflexales, Inquilinus, Rubricoccus, Clitocybe, and Verticillium were identified in soils 

with pea residues. Whereas Thermoanaerobacterales, Thermacetogenum, and Hypoxylon were 

enriched in soils with rapeseed residues, and Halanaerobiales, Rubrobacter, and Volutella 

were only present in soils with wheat residues. The findings of this study suggest that the soil’s 
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C and N dynamics in the presence of the crop residues were driven by the selection of specific 

bacterial and fungal decomposers linked to the biochemical qualities of the crop residues. If 

crop residue decompositions showed specific bacterial and fungal Operational Taxonomic Unit 

(OTU) signatures, this study suggests also the strong functional redundancy that exists among 

soil microbial communities. 

Keywords: crop residues, C and N mineralization, enzyme activities, bacterial and fungal 

diversity 

1. Introduction  

C and N transformations from soil organic matter (OM) are mainly (micro) biologically 

based. Indeed, soil’s organic materials are the trophic resources of heterotrophic soil organisms 

(Paterson et al. 2009). OM plays an important role in many ecosystem services provided by 

soils (Dominati et al. 2010). Its degradation by soil organisms allows the turnover of nutrients 

(mainly C, N, phosphorus (P), and sulfur (S)), which is essential for plant growth and the 

durability of ecosystems. Crop residue inputs have been proposed as a sustainable and cost-

efficient management tool in agricultural practices to preserve soil organic matter (Lehtinen et 

al. 2014; Arcand et al. 2016; Shahbaz et al. 2017). The long-term balance between soil C inputs 

through crop residues and losses via mineralization and oxidation determines the soil’s organic 

C content and nutrient cycling in the agrosystem (Ghimire et al. 2017). 

Crop residues often exhibit different physicochemical properties, thereby affecting the soil 

in different ways. Their biochemical composition and physical structure affect mineralization 

(Prescott 2010). Some studies demonstrated, under controlled or field conditions, that 

hemicellulose, lignin, and the physical size of crop residues, affect C and N decomposition rates 

(Hadas et al. 2004; Abiven et al. 2005; Cayuela et al. 2009; Moreno-Cornejo et al. 2014). The 

soluble C content determines the initial rate of crop residue decomposition (Hadas et al. 2004), 

whereas the lignin content controls the medium- to long-term fate of added C (Trinsoutrot et 
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al. 2000; Nicolardot et al. 2007). According to Ghimire et al. (2017), the addition of a higher 

rate of crop residues potentially increases the C mineralization. Moreover, a study conducted 

by Redin et al. (2014) showed that the application of 25 species of crop residues with a broad 

range of chemical composition affects C mineralization. 

In addition, some researchers have investigated the effect of incorporating the residues of 

different plant organs (roots, leaves, stems, etc.) on C and N mineralization (Trinsoutrot et al. 

2000; Fang et al. 2007; Abera et al. 2012; Redin et al. 2014). As expected, the plant organs also 

affected soil N mineralization. Indeed, roots displayed significantly lower N mineralization 

compared to the shoots and leaves (Abbasi et al. 2014). The biochemical composition or quality 

parameters, such as total N concentration, lignin, cellulose, and hemicellulose contents, exert a 

significant influence on crop residues’ decomposition. In parallel, some ratios and indexes (such 

as C: N ratio, lignin: N ratio, and lignocellulosic index (LCI)) are considered useful indicators 

for estimating both decomposition and N release of added residues (Vahdat et al. 2011; Abera 

et al. 2012; Abbasi et al. 2014).  

The heterotrophic microbial communities control the coupling of C and N cycles in soils 

(Recous et al. 2017). Indeed, the diversity and the activity of these microbial communities, as 

well as the proportions of their major elements (C, N, P, S, etc.) in the crop residues, determine 

the partition between the C and the N that is mineralized or assimilated in soils (Chen et al. 

2014). In this case, the relationship between the addition of crop residues and the microbial 

communities has attracted increasing attention (Pascault et al. 2010a; Kriaučiūnienė et al. 2012; 

Lee et al. 2017; Fang et al. 2018; Sauvadet et al. 2018). Suleiman et al. (2018) indicate that the 

addition of wheat straw residues causes a change in the diversity and function of microbial 

communities. Moreover, the addition of different quantities of crop residues promotes the 

abundance of some bacterial groups (Bacteroidetes and Proteobacteria), while low-quality crop 

residues favor fungal abundance (Fang et al. 2018). Lian et al. (2019) show that soybean 
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residues significantly impact the bacterial community, resulting in Bacteroidetes, 

Actinobacteria, Firmicutes, and Acidobacteria being enriched at the initial stage of crop residue 

input.  

Microbial communities in soils produce several enzyme activities, which are involved in the 

decomposition of crop residues (Frasier et al. 2016; Lashermes et al. 2016; Hünninghaus et al. 

2017; Luo et al. 2017; Zheng et al. 2018). Fang et al. (2019) showed a significant increase in 

several enzyme activities (β-glucosidase, Cellobiohydrolase, xylosidase, N-acetyl-

glucosaminidase, and aminopeptidase) with a marked increase at ten days after the addition of 

wheat residues. These authors suggest that these increases in enzyme activities were linked to 

the stimulation of microbial growth and the abundance of some functional genes. In parallel, 

Sauvadet et al. (2016) show that the relationship between the evolution of microbial 

communities and the production of enzymes during the decomposition of crop residues is 

related to residue qualities. Indeed, the study conducted by Amin et al. (2014) found that 

microorganisms exhibited an initial rapid growth in the presence of a high-quality litter and 

produced enzymes that are not efficient in degrading recalcitrant components. While, in the 

presence of the more recalcitrant maize roots, microbial biomass grew more slowly but 

produced enzymes of higher efficiency. This high enzyme efficiency could be explained by the 

synergistic action of hydrolytic and oxidative enzymes even in the early stages of 

decomposition.  

This study is part of a larger program that aims to evaluate the impact of innovative crop 

rotations (pea-wheat-barley vs rapeseed- wheat-barley) in the Normandy region of France. As 

different crops produce various residues, the understanding of residue degradation kinetics and 

its influence on soil health is of major interest to the evaluation of crop systems. The objective 

of this paper is to evaluate whether the application of crop residues will affect the soil 

heterotrophic microbial community involved in OM decomposition and C and N 
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mineralization. Although the degradation of plants of various quantities and qualities is well-

known, its consequences on soil communities and their functions are less well-mastered. To 

better understand these effects, we have followed at key stages of decomposition the evolution 

of microbial communities in relation to the main C-N fluxes and the associated enzyme 

activities for different qualities of crop residues in the pedoclimatic context of Normandy, 

representative of the northwest of France. The focus was placed on monitoring the abundance 

and diversity of bacterial and fungal communities, enzyme activities, and C and N 

mineralization as a result of incorporating contrasting crop residues (legume and non-legume 

crop residues) harvested in the field. 

2. Materials and methods 

2.1 Soil sampling 

The soil was collected from an arable field located in the Normandy region (France). This 

region has a temperate oceanic climate, with a mean annual rainfall ranging from 80–110 mm. 

The soil is sandy loam, classified as luvisol. This soil was chosen because of its characteristics, 

which are representative of the common pedological types of soil in Normandy. Soil samples 

were collected randomly from a depth of 0–20 cm from three points in each plot, using a soil 

auger. The soil analysis indicated that the soil texture was characterized by 6.56% clay, 68.10% 

silt, and 25.34% sand, with a mean pH (soil H2O) of 7.6 in the topsoil. The average soil C and 

N contents were 17.14±3.82 and 1.27±0.07 g kg-1 of dry soil, respectively. Before drying, 20 g 

of fresh sieved soil was used to determine water content by drying the soil at 105°C for 24 h. 

2.2 Collection of crop residues  

Three predominant plant species available on-farm were selected as part of the crop rotation. 

These included pea (Pisum sativum L.), rapeseed (Brassica napus L.), and wheat (Triticum 

aestivum L.). Crop residues (stem and leaf) were dried at room temperature until they were 

analyzed, milled, and passed through a 1-mm sieve. Triplicate samples of crop residues were 
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taken and analyzed for their C, N, soluble (SOL) compounds, hemicellulose (HEM), cellulose 

(CEL), and lignin (LIG) concentration. Total C and N contents of the residues were determined 

using an elemental analyzer (NA, 2000; Fisons Instruments, Milan, Italy). This technique is 

based on the quantitative “dynamic flash combustion” method.  

To characterize the biochemical composition of decomposing residues, the SOL compounds 

of the dried residues were determined by hot water extraction (100°C) for 30 min, followed by 

extraction with a neutral detergent (100°C) for 60 min using the method described by Linères 

and Djakovitch (1993). The resulting non-extracted material was then successively subjected 

to selective extraction for HEM and CEL, as described by Van Soest (1963). The mass of the 

residues was weighed after each step in the serial extraction: the difference between the mass 

of the material subjected to specific extraction and the mass of the residues accounted for a 

specific component. The mass of the final residual non-extractable fraction of the plant material 

was considered as LIG mass. From biochemical fractionation, the LCI was calculated as 

described by Melillo et al. (1989). It corresponds to the ratio between the content of crop 

residues in LIG and the sum of the content of LIG, CEL, and HEM [LCI=ratio of 

lignin/(lignin+cellulose+hemicellulose)]. 

2.3 Laboratory incubations  

Fresh soil, equivalent to 25 g of dried soil, was weighed and transferred into glass jars. 

Distilled water was added to the soil to achieve a soil moisture content of 80% of field capacity. 

The treatments comprised of a control without the addition of crop residues and three crop-

residue sources, i.e., pea (Pisum sativum L.), rapeseed (Brassica napus L.) and wheat (Triticum 

aestivum L.). Crop residues were weighed and added into the jars at a rate equivalent to 2‰ of 

organic C of the crop residues’ weight, which corresponded to 0.114, 0.109, and 0.106 g for 

pea, rapeseed, and wheat, respectively. Incubation experiments were conducted under constant 

C and no limiting N conditions, according to XP U44-163 (AFNOR 2009). Then, 25 g of dry 
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soil mixed with crop residues was incubated in 2 L glass jars for CO2 monitoring and in 50 mL 

plastic containers for determination of mineral N and microbiological parameters. These 

containers were placed in large plastic trays with a few small holes in the covers to allow for 

gas exchange. 

A total of 81 jars corresponded to soils with added pea, rapeseed, and wheat residues (three 

treatments) and soils without crop residues (control)×9 incubation times (1, 3, 7, 14, 21, 28, 49, 

70, and 90 days)×3 replicates for CO2 monitoring. A total of 45 jars for mineral N monitoring 

(3 treatments+controls ×5 incubation times (1, 7, 14, 49, and 90 days)×3 replicates) were used, 

and some of them were taken for determination of microbiological parameters (3 

treatments+controls×2 incubation times (1 and 90 days)×3 replicates). All jars were placed in 

a completely randomized design. The soil was then incubated under controlled conditions at 

28°C. Soil moisture was checked/adjusted every two days by weighing the glass jars and adding 

the required amount of distilled water. 

2.4. C and N mineralization measurement  

The CO2 produced by the soil was trapped in 10 mL of 0.5 mol L-1 NaOH in a 40 mL flat-

bottom flask. The traps were changed periodically to renew the atmosphere in the jars and 

prevent saturation of the NaOH. The CO2 produced by the soil and trapped by NaOH was 

determined by conductimetry using a conductivity meter (Metler Toledo Seven Multi, 

Darmstadt, Germany)  

The initial concentration of total mineral N on day 1 was determined by extracting soil 

samples with 100 mL of 1 mol L-1 KCl added directly to the flask immediately after 

incorporation of crop residues. Thereafter, mineral N was extracted by shaking for 1 h with 100 

mL of 1 mol L-1 KCl followed by filtration (Whatmann No. 40). Extracts were stored at -20°C 

until analysis. The total mineral N of the extract was determined by using the Gallery 

Automated Photometric Analyser-Thermo (Thermo Fisher Scientific, Vantaa, Finland).  
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2.5. Total DNA extraction and quantification 

Nucleic acids were extracted from 0.5 g of soil using a FastDNA SPIN Kit for soil (MP-

Biomedicals, Santa Ana, CA, USA), according to the instructions of the manufacturer. Three 

replicates were performed for each treatment. DNA was quantified by a fluorimetric 

measurement using Hoeschst 33258 fluorochrome at 360/460 nm excitation/emission 

wavelengths, with a Fluorescent DNA Quantitation Kit (Biorad, Hercules, CA, USA) of dsDNA 

stored at -20°C (Gangneux et al. 2011). The DNA extracted from the soil corresponded to the 

total microbial biomass, and it was expressed as µg of extracted DNA per g of dry soil (µg g-1 

dry soil). 

2.6. Real-time PCR amplification for bacterial and fungal biomass quantification 

The 18S rRNA amplifications for fungal biomass estimation by 18S rDNA real-time qPCR 

were carried out with a total volume of 25 µL. The qPCR mix was prepared as follows: 5 ng of 

soil microbial DNA, 0.5 µmol L-1 of each primer [FU18S1 5’-

GGAAACTCACCAGGTCCAGA-3’and Nu-SSU-1536 5’-ATTGCAATGCYCTATCCCCA-

3’] (Borneman and Hartin 2000), 25 µL of absolute qPCR SYBR Green Mix (Roche, Basel, 

Switzerland), and 0.25 mg mL-1 BSA (GeneOn Bioscience, Germany). Standard curves were 

obtained using serial dilutions of linearized plasmids containing the cloned 18S rRNA gene of 

Fusarium graminearum, and the results are expressed as 18S rRNA gene copy number per gram 

of dry soil. The amplification protocol (40 cycles of PCR, 20 s at 95°C, 30 s at 62°C, and 30 s 

at 72°C) was performed using the LightCycler 480 real-time PCR system (Roche, Basel, 

Switzerland). The efficiency of the qPCR ranged from 95–99%. 

The 16S rRNA amplifications for bacterial biomass estimation by 16S rRNA real-time PCR 

were carried out under the same conditions as the 18S rDNA PCR, except for the primers [63f 

5’-CAGGCCTAACACATGCAAGTC-3’ (Marchesi et al. 1998) and BU16S4 5’ 

CTGCTGCCTCCCGTAGG-3’] derived from 341F (Muyzer et al. 1993). The efficiency of the 
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qPCR ranged from 98–100%. Standard curves were obtained using serial dilutions of linearized 

plasmids containing the cloned 16S rRNA genes from the Pseudomonas aeruginosa, and the 

results are expressed as 16S rRNA gene copy number per gram of dry soil. Two independent 

qPCR assays were performed for the bacterial and fungal dsDNA estimation. Three replicates 

were performed for each treatment. 

2.7. High-throughput sequencing of the bacterial 16S rRNA genes and fungal ITS genes  

Sixteen samples of DNA extracted from soil (three soils with added residues and the control 

soil without residues×2 replicates×2 sampling times: T1 and T90) were analyzed for bacterial 

16S rRNA gene and for the ITS region of fungal gene amplicons high-throughput sequencing 

using the Illumina MiSeq. For each sample, DNA extracted from soils was used for 

amplification of the V4–V5 hypervariable region of bacterial 16S rRNA gene (Claesson et al. 

2010) and ITS2 of fungal genes using an optimized and standardized amplicon-library 

preparation protocol (Metabiote®, GenoScreen, Lille, France). An internal bacterial [artificial 

bacteria community comprising 17 different bacteria (ABCv2)] and fungal [artificial fungal 

community comprising 11 different fungi (AFC)] positive control and a negative (sterile water) 

control were also performed. Briefly, PCR reactions were performed using 5 ng of genomic 

DNA and 192 fusion barcoded primers (at 0.2 μmol L-1 final concentrations) with an annealing 

temperature of 50°C for 30 cycles. PCR products were purified using Agencourt AMPure XP 

magnetic beads (Beckman Coulter, Brea, CA, United States), quantified according to 

GenoScreen’s protocol, and mixed in an equimolar amount. Sequencing was performed using 

250-bp paired-end for bacteria and 300-bp paired-end for fungi-sequencing chemistry on the 

Illumina MiSeq platform (Illumina, San Diego, CA, United States) at GenoScreen (Lille, 

France). 

The raw paired-end reads (495 447 for bacteria and 1 465 138 for fungi) were 

demultiplexed per sample and subjected to the following steps: (1) search and removal of both 

https://www.frontiersin.org/articles/10.3389/fmicb.2019.00089/full#B23
https://www.frontiersin.org/articles/10.3389/fmicb.2019.00089/full#B23
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forward and reverse primers using CutAdapt with no mismatches allowed in the primers’ 

sequences; (2) quality-filtering using the PRINSEQ-lite PERL script (Schmieder and Edwards 

2011) by truncating bases at the 3′ end with Phred quality score <30; (3) paired-end read 

assembly using FLASH (Magoč and Salzberg 2011) with a minimum overlap of 30 bases and 

>97% overlap identity. Taxonomic and diversity analyses were performed with the Metabiote 

Online v2.0 pipeline (GenoScreen, Lille, France), which is based in part on QIIME software v 

1.9.1 (Caporaso et al. 2010). Following pre-processing, full-length 16S rRNA gene sequences 

were checked for chimera sequences (in-house method based on Usearch 6.1). For both bacteria 

and fungi, similar sequences with a nucleic identity–defined threshold (97% identity for an 

affiliation at the genus level on the V4–V5 regions of the 16S rRNA gene and the ITS regions, 

respectively) were clustered with Uclust v1.2.22q (Edgar 2010) through an open-reference 

OTU-picking process and complete-linkage method, finally generating groups of sequences, or 

“Operational Taxonomic Units.” An OTU cleaning step, involving elimination of singletons, 

was performed. The most abundant sequence of each OTU was considered the reference 

sequence of its OTU and taxonomically compared to a reference database’s. The taxonomy of 

each 16S rRNA and ITS gene sequence was analysed by the RDP classifier algorithm v2.2 

(Cole et al. 2014) against the database of Greengenes (version 13_8; www.greengenes.gov) for 

the 16S rRNA gene and UNITE7.0 (alpha version; https://unite.ut.ee) for the ITS. Alpha-

diversity metrics (Chao1 index) within samples were computed using QIIME v 1.9.1. 

2.8. Enzyme activities  

Soil enzymes have been reported as useful soil-state bioindicators because they provide 

information on the soil’s ability to perform biogeochemical reactions (Sinsabaugh and Shah 

2012; Almeida et al. 2015). We have chosen to measure β-D-glucosidase (β-GLU; EC: 

3.2.1.21), N-acetyl-β-glucosaminidase (NAG; EC: 3.2.1.30), and arylamidase (ARYLN; EC: 

3.5.1.5) activities, which decompose different substrates with varying complexity (Sinsabaugh 

https://www.frontiersin.org/articles/10.3389/fmicb.2019.00089/full#B90
https://www.frontiersin.org/articles/10.3389/fmicb.2019.00089/full#B90
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https://www.frontiersin.org/articles/10.3389/fmicb.2019.00089/full#B17
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and Follsatd Shah 2012). The GLU enzyme is related to the C cycle, acting in the cleavage of 

cellobiose into glucose molecules (Almeida et al. 2015). The ARYLN enzyme catalyses the 

hydrolysis of N‐terminal amino acids from arylamides (Dodor and Tabatabai 2007). NAG 

enzymes catalyse the hydrolysis of chitin, which is important in C and N cycling in soils. Both 

ARYLN and NAG activities are associated with microbial N acquisitions, and they play a major 

role in N mineralization in soils (Ekenler and Tabatabai 2004; Jian et al. 2016). Enzyme activity 

measurements were performed in 96-well microplates in triplicates (ISO 20130: 2018). Briefly, 

for β-GLU and NAG activities, 4 g soil samples were mixed for 10 min at 250 rpm with 25 mL 

water. Soil suspensions were incubated respectively with 4-nitrophenyl β-D-glucopyranoside 

0.05 mol L-1 (301.3 g.moL−1, Sigma-Aldrichn, Merck KGaA, Darmstadt, Germany) and 4-N-

acetyl-β-D-glucosaminide 0.01 mol L-1 (342.3 g moL−1, Sigma-Aldrichn, Merck KGaA, 

Darmstadt, Germany). The reaction was stopped (with 0.5 mol L-1 CaCl2 and 0.1 mol L-1 Tris 

at pH 12) after 1 h, each plate was centrifuged (5 min at 1500 g), and absorbance was measured 

on a microplate reader (Varioskan Flash-Thermo Scientific, Vantaa, Finland). The amounts of 

p-nitrophenol were obtained by measuring the absorbance at λ=405 nm, with comparison to 

calibration curves.  

For ARYLN activity, 4 g soil samples were mixed for 10 min at 250 r min-1 with 25 mL 

Trizma base (50 mmol L-1, pH 7.5). Soil solutions were incubated with L-leucine β-

naphtylamide hydrochloride 0.008 mol L-1 (292.8 g mol−1, Sigma-Aldrichn, Merck KGaA, 

Darmstadt, Germany). The β-naphthylamine produced was extracted with acidified ethanol and 

converted to an azo compound by reacting with p-dimethylaminocinnamaldehyde (DMCA) 

(DMCA: 175.23 g mol−1 and ethanol 96%). The amount of β-naphthylamine was obtained by 

measuring the absorbance at λ=540 nm, with comparison to calibration curves.  
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Three replicates were performed for each soil (with and without residues) at two sampling 

times corresponding to the beginning (T1) and the end of the incubation experiment (T90), for 

a total of 24 samples. Enzyme activities are expressed as nmol min-1 g-1 dry soil). 

2.9. Statistical analysis  

Statistical tests were carried out to compare the HEM, CEL, LIG, and SOL fractions between 

the three crop residues. Statistical tests were also carried out to evaluate the effects of the 

addition of crop residues on the total microbial biomass (dsDNA), the total bacterial and fungal 

biomasses (16S and 18S rRNA gene copy number), bacterial and fungal diversity (High-

throughput sequencing), enzyme activities (β-GLU, NAG, and ARYLN), and C and N 

dynamics. The measured data were compared by Tukey’s test with significant differences at 

5% (P<0.05). The diversity of bacterial and fungal communities was analyzed by a Venn 

diagram. Principal component analysis (PCA) was performed to compare crop residue effects 

on microbial parameters. The calculations of the correlations between the different parameters 

were carried out using a Spearman’s rank correlation procedure, and the significance level of 

these correlations was tested using a pairwise t-test. All analyses were performed using R (The 

R Development Core Team 2019). 

3. Results  

3.1. Composition of crop residues 

The residue C and N contents ranged from 438– 467 to 6.1–15.5 g kg−1, respectively. Pea 

residues exhibited the highest N content, while wheat residues exhibited the highest C content. 

The biochemical characterization of crop residues showed a significant difference among their 

compositions (Table 1). Pea residues exhibited the highest SOL fraction (37%) and the lowest 

content of HEM (2%). The LIG content varied between 6% in wheat residues and 12% in 

rapeseed residues, whereas the CEL content was equivalent in the three crop residues and 

corresponded to the most abundant component. For the three crop residues, the C:N ratio ranged 
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from 28.1±3.06 to76.6±4.60 (pea residues<rapeseed residues<wheat residues), while the LIG: 

N ratio varied from 1.24±0.17–0.50±0.50. LIG: N was highest in rapeseed residues, while the 

lowest values were recorded in the pea residues. Concerning the LCI ratio, rapeseed residues 

were the most recalcitrant compared to pea and wheat residues (Table 1).  

3.2. C and N mineralization after the addition of crop residues 

Soils without residues presented the lowest C mineralization (943 mg de C-CO2 kg-1 dry soil) 

compared to soils with added crop residues. In each treatment, net C mineralization was 

calculated by subtracting mineralized C in the control soil from mineralized C in the soils with 

residues (Fig. 1-A). During the beginning of the incubation (until day 9), soils with pea residues 

exhibited the highest C mineralization (Fig. 1-B). Then (until day 90), net C mineralization was 

similar for soils amended with pea and rapeseed residues (2200 mg C-CO2 kg-1 of dry soil) and 

significantly higher for soil with wheat residues (2400 mg C-CO2 kg-1 of dry soil, Fig. 1-A).  

Concerning the N dynamic, it was expressed as net cumulative mineralized N by subtracting 

the amount of mineral N recovered in control soils (Fig. 2). No matter the added crop residue, 

the amount of N in soil without residues is higher than the amount found in the soil with crop 

residues. Therefore, all the residues drove to a net N immobilization during the 90 days of the 

experiment. Wheat residues showed the highest N immobilization (309 mg N kg-1 of dry soil) 

compared to rapeseed (263 mg kg-1 of dry soil) and pea residues (182 mg N kg-1 of dry soil).  

3.3. Enzyme activities after the addition of crop residues 

The three tested enzymes did not respond in a similar way to the presence of crop residues 

(Fig. 3). The β-GLU activity was 1.4 significantly higher in amended soils compared to control 

soils at the beginning of the experiment. Whereas NAG activities were 1.3 and 1.2 significantly 

higher after pea and wheat residues, respectively, compared to the control. For ARYLN activity, 

no significant effect was observed after the addition of crop residues. At the end of the 

incubation, β-GLU activities decreased by about 6.71% and 7.28% following the addition of 
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pea and rapeseed residues. The most marked decrease was observed for ARYLN activity, which 

decreased by about 38% and 35% after the addition of wheat and rapeseed residues. NAG 

activity was negatively correlated to LIG and LCI; however, no significant effect was observed 

on its activity after the addition of crop residues. Other measured enzyme activities were not 

correlated to the biochemical qualities of the crop residues. 

3.4. Abundance of the total bacterial and fungal biomasses after the addition of crop 

residues  

At the beginning of the incubation, the addition of crop residues slightly increased total 

microbial biomass (assessed by the quantification of extracted DNA from soil) compared to the 

control (about 20%, Table 2). At the end of the incubation (T90), except for soils with pea 

residues that showed a slight decrease in microbial biomass, no difference was observed 

between amended soils with rapeseed and wheat residues and the control soil. A significant 

effect was observed between T1 and T90 on total microbial biomass.  

Concerning bacterial biomass (Table 2), no crop residue effect was observed at the end of 

the incubation. However, a significant increase was observed between soils with added residues 

and the control at the beginning of the incubation (T1). For fungal biomass, various effects were 

observed. A significant decrease in soils with added pea and wheat residues and an increase in 

soils with rapeseed residues was observed at the end of the incubation.  

3.5. High-throughput sequencing analysis of the microbial communities after the addition 

of crop residues.  

For bacterial community composition, Miseq sequencing yielded a total of 427 701 single 

reads, and their distribution ranged from a minimum of 24 622 to a maximum of 35 845 reads 

per sample of 16S rDNA. The rarefaction curves of the soil’s samples reached the plateau for 

all samples (Appendix A). The OTUs were assigned to 27 phyla, 70 orders, and 200 genera. 

When the abundance exceeds 1% (>1%) the phyla are considered as dominant in the bacterial 
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community (López et al. 2017; Wang et al. 2018; Deng et al. 2019). The abundant phyla are 

shown in Fig. 4-A. Among them, the most dominant phyla corresponded to Proteobacteria 

(48%), which included α-Proteobacteria (25%), δ-Proteobacteria (9%), β-Proteobacteria 

(7%), and γ-Proteobacteria (6%), followed by Actinobacteria (19%), Acidobacteria (8%), 

Bacteroidetes (8%), Chloreflexi (4%), Nitropirae (3%), Gemmatimonadetes (2%), and 

Fimicutes (2%). 

At the phylum level, Proteobacteria were the most abundant group regardless of the 

sampling time or the considered residues. Proteobacteria increased significantly between T1 

and T90 in all treatments. Proteobacteria varied significantly between the amended soil with 

wheat residues (48%) and soils with pea and rapeseed residues (≈ 51%). At the end of the 

incubation, the most significant decrease of β-Proteobacteria was observed in the soil with 

wheat residues, while only a slight decrease for γ-Proteobacteria was observed in soil with pea 

residues. No significant difference was observed for δ-Proteobacteria after the addition of 

residues, whereas the abundance of α-Proteobacteria was significantly higher after the addition 

of rapeseed residues. Actinobacteria and Bacteroidetes decreased significantly at T90, 

especially after the addition of pea and rapeseed residues, respectively. The relative abundance 

of Chloroflexi, Gemmatinomonadetes, and Firmicutes increased about 1.5, 2, and 1.6 times in 

soils with wheat, pea, and rapeseed residues respectively, in comparison to the control soil at 

the end of incubation (T90). The less abundant phyla (<1%) are shown in Fig. 4-B, and they 

are represented by Armatimonadetes, Elusimicrobia, Chlorobi, Fibrobacteres, GN02, OD1, 

WPS-2, BHI80-139, GAL15, OP11, WS2, and WS3. Among these phyla, Armatimonadetes, 

Chlorobi, GN02, GAL 15, WPS-2, and OD1 were, in most cases, significantly different between 

the control and the amended soils at the end of the incubation (T90). Indeed, the relative 

abundance of WPS-2, WS3, Armatimonadetes, and GN02 increased significantly compared to 

the control, while the abundance of Chlorobi, OP3, GAL 15, Fibrobacteres, and OD1 
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decreased. Overall, the diversity of the bacterial profile based on minor phyla showed similar 

profiles in soil amended with rapeseed residues and the control soil, and these profiles were 

different from those observed in soils amended with wheat or pea residues. 

At the order level, five orders (Chloroflexales, Rhodothermales, Nitrososphaerales, 

Rickettsiales, and Ktedonobacterales) were identified after the addition of pea residues, 

mainly dominated by Rickettsiales (Fig. 5). Under rapeseed residues, four orders were 

identified, with the highest abundance in Thermoanaerobacterales OTUs. In soils with 

wheat residues, Halanaerobiales, Rubrobacterales, Planctomycetales, and 

Chthoniobacterales were identified. The bacterial orders were represented by a relatively 

equal number of OTUs. The number of genera-specific OTUs was higher than those identified 

for the order level after the addition of three crop residues (Fig. 5). Indeed, 12 genera were 

identified under pea residues with the highest abundance in Inquilinus. Under rapeseed residues, 

eight genera were observed with an average of equal abundance of OTUs. Seven genera were 

specifically identified after the addition of wheat residues, mostly represented by OTUs 

affiliated to Nocardioides, Aquicella, and Rubrobacter. 

For fungal community composition, Miseq sequencing yielded a total of 91 571 single reads, 

and the rarefaction curves of the soil’s samples reach the plateau for all samples (Appendix A). 

The OTUs were assigned to thirteen fungal phyla, including Ascomycota, Basidiomycota, 

Mortierellomycota, Chytridiomycota, etc. The most dominant fungal phyla included 

Basidomycota, Ascomycota, and Mortierellomycota (Fig. 6). These phyla are differently 

impacted by the addition of crop residues. The abundance of Basidomycota and Ascomycota 

increased after the addition of crop residues. Basidomycota was greater after the addition of 

rapeseed residues. In contrast, the relative abundances of Ascomycota identified in the study 

were significantly higher after the addition of wheat (18.08±2.24 in control and 32.89±0.78% 

after the addition of wheat residues) and pea residues (18.08±2.24 in control and 6.98±1.22% 
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after the addition of pea residues), respectively. Mortierellomycota phyla decreased after the 

addition of the three crop residues and was significantly more important after wheat residues. 

Entomophthoromycota and Mucoromycota phyla were present only after the addition of pea 

and wheat residues, respectively. The addition of crop residues markedly enriched soils with 

Cercozoa; the abundance of this fungal group increased three times after the addition of pea 

residues and about two times after the addition of wheat and rapeseed residues.  

At the order level, two orders (Chaetosphaeriales and Basidiobolales) were identified 

after the addition of pea residues, mainly dominated by Basidiobolales (Fig. 7). Under 

rapeseed residues, three orders were selected and were represented by a relatively equal 

number of OTUs. In soils with wheat residues, six orders were selected, with the highest 

abundance in Malasseziales OTUs. 

Among the 275 identified fungal genera, the number of genera-specific OTUs was higher 

than those identified for the order level under the addition of the three crop residues (Fig. 8). In 

fact, 20 genera were identified under pea residues with the highest abundance in Basidiobolus. 

14 genera and 15 genera were specifically identified after the addition of rapeseed and wheat 

residues, respectively. 

3.6. The effects of the biochemical qualities of crop residues on the diversity of bacterial 

and fungal communities 

The effects of crop residues’ biochemical qualities on the diversity of bacterial and fungal 

communities have been studied using a PCA (Fig. 8). The results showed that diversity of soil 

bacterial and fungal communities is significantly different according to both the addition of 

crop residues (control vs amended soil) and their biochemical characteristics (pea, wheat, and 

rapeseed). Based on the diversity of bacterial and fungal communities, the PCA showed three 

clusters, including control soils, soils with rapeseed or wheat residues and soil with pea residues 

(Fig. 8). For bacterial and fungal diversities, the two axes of the PCA explain 65.8% of the total 
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variance. The PCA clearly illustrates the link between the biochemical composition of crop 

residues and the microbial diversity at the genera and order levels. The PCA score plot revealed 

that the changes in bacterial and fungal diversity were more pronounced in soils with pea 

residues in comparison to soils with rapeseed and wheat residues. The specific bacterial genera 

(Dongia, Collimonas, Candidatus Nitrososphaera, Inquilinus) and fungal orders and genera 

(Basidiobolales, Chaetosphaeriales, Verticillium, Clitocybe, Neoascochyta,) identified under 

soils amended with pea residues were linked to soluble fraction and total N content of crop 

residues. While soils amended with rapeseed and wheat residues are not discriminated based 

on bacterial and fungal genera, some genera seem to be dependent on plant species. The addition 

of rapeseed residues affected Niabella, Cellvibrio, and Hypomicrobium bacterial genera and 

Spiculogloeales, Microbotryomycetes_ord_Incertae_sedis, Xylariales Udeniozyma, Yurkovia, 

and Sordaria fungal orders and genera, which were strongly linked to the C:N ratio, and in a 

lesser extent, to lignin and cellulose contents. For soil amended with wheat residues, 

Flavobacterium, Rubrobacter, and Caldilinea bacterial genera and Leucosporidiales, 

Mucorales, Leucosporidium, and Rhizophydiumgenera fungal orders and genera were closely 

correlated to hemicellulose content. The circular arrow in Fig. 8 represents the gradual change 

in bacterial and fungal diversity, which should be linked to the initial biochemical composition 

of crop residues. The distribution of bacterial and fungal diversity at genus and order levels 

highlighted by PCAs are consistent with those described by the Venn diagram (Figs. 5 and 7). 

4. Discussion  

4.1. Relationship between composition of the crop residues and C mineralization  

In this study, a higher rate of C mineralization at the beginning of the incubation (until day 

9) was observed after the addition of pea residues, which presented the highest content of SOL 

compounds (37%) (Fig. 1-B). Bertrand et al. (2007) reported that labile compounds (SOL 

fraction) determine the decomposition rate of crop residues in the early stages. These results 



Résultats- Article 4 

 

[键入文字] 

164 

agree with this study’s since SOL fraction and net C mineralization (day 1) were significantly 

correlated (r=0.74, P<0.05, Appendix B). Concentrations of total sugars as soluble compounds 

have been considered to exert a dominant control in earlier stages of crop residue decomposition 

(Johansson et al. 2011). Some studies show that legume residues have the highest content of 

soluble sugars compared to wheat and rapeseed residues, which explains the highest level of C 

mineralization observed after the addition of pea residues (Hashem et al. 2013; Stewart et al. 

2015). At the end of the incubation, a decline in mineralization rate was observed.  

This observation had been previously explained by the increase in crop residues’ 

recalcitrance over time due to the greater proportion of remaining recalcitrant compounds at the 

end of decomposition (Šnajdr et al. 2011; Wickings et al. 2012). Literature reported that at late 

stages, CEL, HEM, and LIG compounds, which are more recalcitrant, defined the 

decomposition of crop residues (Machinet et al. 2011; Šnajdr et al. 2011). In our study, 

however, no significant correlation was found between these recalcitrant fractions and C 

mineralization rate (Appendix B).  

Some researchers have showed a negative correlation between LIG fraction and C 

mineralization, and they explain that this is due to the resistant nature of LIG to rapid microbial 

decomposition that promotes the formation of a complex phenyl-propanol structure, which 

often covers the cellulose-hemicellulose matrix (Stewart et al. 2015). Due to the complexity of 

this matrix, microbial substrate use efficiency for LIG is low because this efficiency decreases 

with increasing LIG content (Bahri et al. 2008; Cotrufo et al. 2013). The results of this study 

showed the highest C mineralization rate in soils with wheat residues, which have the lowest 

amount of LIG (3%). Crop residues vary in their structural and chemical composition (Adair et 

al. 2008), and their decomposition rates are generally negatively related to the number of 

recalcitrant compounds present in their biomass, such as lignin, phenols, and tannins (Bertrand 
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et al. 2007; Castellano et al. 2015). In this case, crop residues with the lowest LIG content (less 

SGH-lignin content) had a higher C mineralization rate (Stewart et al. 2015).  

4.2. Relationship between crop residues composition and N dynamics 

Crop residues incorporation in soils is subject to biological degradation (Berg and 

McClaugherty 2008). During biological degradation, crop residues’ C is used in respiration by 

decomposers, which releases CO2 and provides energy (Chen et al. 2009). With this energy 

source, microbial communities absorb N from the soil to promote their propagation. Therefore, 

the availability of mineral N in the soil can play an important role in the decomposition of crop 

residues (Chen et al. 2014). Its influence depends mainly on the N demand of the 

microorganisms. In this study, the monitoring of the mineralization kinetics was carried out 

under non-limiting N conditions so as not to obtain a confounding effect of N availability 

(Recous et al. 1995; Trinsoutrot et al. 2000). In this case, it is expected that the N residues’ 

content will not significantly affect the decomposition rate of crop residues. This study’s results 

showed a decrease in the rate of mineral N in the soil after the addition of crop residues. For 

each residue, a net N immobilization is observed for the entire duration of the incubation. It has 

been previously demonstrated that crop residues with low N (or with a high C:N ratio >20) lead 

to N immobilization in the early stages of decomposition (Jensen 1994; Johnson et al. 2007).  

The results showed an important N immobilization in the soils, with wheat residues 

presenting the highest proportion between the immobilized N and the N residues content 

(1.68%). Moreover, a negative correlation was also observed between the rate of mineral N in 

soils with added residues and the C: N ratio of the crop residues (r=-0.92, P<0.05; Appendix 

B). Therefore, microbial activity and N immobilization are favored on residues with a higher 

rate of mineralized C, such as wheat residues (Hadas et al. 2004; Kriaučiūnienė et al. 2012), 

due to the degradation of crop residues and the subsequent consumption of mineral N by the 

soil’s microbial communities.  
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4.3. Effect of crop residues addition on enzyme activities  

In this study, the addition of crop residues induces an immediate increase in hydrolytic 

enzyme activities (β-GLU and NAG) at the beginning of the experiment. This is consistent with 

results shown by Amin et al. (2014) who demonstrated that the addition of residues increases 

(cellulase, xylanase, and laccase) enzyme activities after only 10 min of incubation. Other 

authors have showed stimulation of some enzyme activities (β-glucosidase, cellobiohydrolase, 

xylosidase, phosphatase, N-acetyl-glucosaminidase) after the addition of wheat residues (Fang 

et al. 2018). This contribution stimulates the growth of starving microbial populations, and 

therefore, the rate of production of enzymes (Piotrowska and Wilczewsk 2012; Amin et al. 

2014; Sauvadet et al. 2017). ARYLN, which is considered as an N acquiring enzyme (Dodor 

and Tabatabai 2007), did not change at the beginning of the incubation because of the non-

limiting N condition in the soils. At the end of the incubation, a decrease of β-GLU and ARYLN 

activities was noted, and these two enzymes were strongly correlated to each other (r=0.78, 

P<0.05, Appendix B). Hydrolase enzymes are associated with the degradation of parietal 

polysaccharides (Cusack et al. 2010; Bell et al. 2014) and peaked at earlier stages of degradation 

after the addition of crop residues (Rinkes et al. 2011; Šnadjr et al. 2011). The decrease in these 

enzyme activities at the end of the experiment could be explained by several factors, including 

the depletion of less complex organic compounds (Geisseler et al. 2009; Piotrowska and 

Wilczewsk 2012) and the contribution of oxidative enzymes in the degradation of recalcitrant 

compounds (Piotrowska and Wilczewsk 2012) as demonstrated by the strong negative 

correlation between NAG activity and LCI (r=-0.69, P<0.05, Appendix B) and NAG activity 

and LIG (r=-0.83, P<0.05, Appendix B). In addition, the negative correlation between NAG 

activity and fungal biomass (r=-0.80, P<0.05, Appendix B) reinforces the previous findings 

(Geisseler et al. 2009; Kriaučiūnienė et al. 2012; Piotrowska and Wilczewsk 2012) showing 
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the large contribution of fungal oxidative enzymes in the degradation of crop residues at the 

end of incubation.  

4.4. Effect of the addition of crop residues on the abundance of microbial communities 

The addition of crop residues enhances total, bacterial, and fungal biomasses only at the 

beginning of the incubation. Several researchers argue that the addition of crop residues induces 

the stimulation of total biomass by enhancing its growth activity, resulting in a significant 

increase in total biomass (Geisseler et al. 2009). Some researchers have shown the same 

findings as this study’s using different methods to analyze microbial biomass under the addition 

of wheat, pea, and rapeseed residues (Kriaučiūnienė et al. 2012; Nguyen and Marschner 2017; 

Sauvadet et al. 2017). The late stage of the residue’s decomposition is marked by the 

colonization of crop residues by a population that slowly degrades the most recalcitrant fraction, 

such as LIG (Fontaine et al. 2003; Sauvadet et al. 2017). The correlations shown between fungal 

biomass and both LIG and LCI (r=0.57, P<0.05 and r=0.72, P<0.05, Appendix B) confirmed 

the findings of the literature showing the involvement of fungi in the degradation of recalcitrant 

compounds by using LIG as a C source (Boer et al. 2005; Kriaučiūnienė et al. 2012). As 

suggested by the literature and as demonstrated by the significant correlations between LIG and 

some bacterial strains (Cellvibrio, Pedomicrobium, Haliangium, Harbinensis, Flavobacterium, 

etc.) (Appendix C), bacteria can also degrade LIG, sometimes more effectively than the fungal 

population (Perestelo et al. 1996; Vargas-García et al. 2007). The observed increase in fungal 

biomass at the end of incubation after the addition of rapeseed residues, could be linked, as 

suggested by Berg et al. (2015) to the highest Mn content of rapeseed residues (Isikhuemhen et 

al. 2014), compared to pea and wheat residues. Indeed, Berg et al. (2015) showed a relationship 

between the crop residues’ decomposition rate and Mn concentrations, suggesting the 

stimulation of fungal Mn peroxidase enzymes (Hatakka and Hammel 2011). 
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4.5. Effect of the addition of crop residues on taxonomic composition of bacterial 

communities 

The addition of crop residues impacted the soil bacterial community by inducing a 

significant change in the abundance of some bacterial groups. The rapid change in the 

community observed at early stages of residue degradation is explained by the modification of 

simple compounds (sugars, starch, etc.). The addition of crop residues enhanced copiotrophs 

(R-strategists) bacterial phyla, which are stimulated in C-rich environments (Fierer et al. 2007; 

Pascault et al. 2010b; Sauvadet et al. 2017; Suleiman et al. 2018; Zheng et al. 2018) and are 

mostly represented by β, and γ-Proteobacteria sub-classes (Acosta-Martínez et al. 2008; 

Verzeaux et al. 2016; Suleiman et al. 2018). In this study, these phyla increased because of 

substrates’ availability and their fast growth capacity (Aneja et al. 2006; Bernard et al. 2007; 

Fierer et al. 2007; Pascault et al. 2013; Trivedi et al. 2013; Tao et al. 2019). After 90 days, α, 

δ-Proteobacteria, and Firmicutes increased after the addition of crop residues as shown in 

previous studies (Ramirez et al. 2012; Verzeaux et al. 2016; Lee et al. 2017; Suleiman et al. 

2018). Because of the depletion of labile C compounds, these oligotrophs (K-strategists) phyla 

grow slowly in nutrient-poor environments (Pascault et al. 2010a; Sauvadet et al. 2017; 

Suleiman et al. 2018) and can use a wide range of recalcitrant C compounds (Gaillard et al. 

2003). In addition, most of the bacteria affiliated with α, δ-Proteobacteria, and Firmicutes can 

create cellulosomes, which are involved in the digestion of recalcitrant compounds (Ziganshin 

et al. 2013; Sacco et al. 2016; Lee et al. 2017). Actinobacteria and Bacteroidetes’s abundance 

decreased 90 days after the crop residues’ input into the soil. These results are in agreement 

with those of Suleiman et al. (2018) and in discrepancy with studies that describe these phyla 

as a bacterial group able to degrade complex substrates (Pascault et al. 2010b; Lee et al. 2017; 

Lian et al. 2019). However, the reduction in Actinobacteria may be related to the decrease of 
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the major order Actinomycetales, which includes Sporichtha and Nocardia genera (Tao et al. 

2019).  

Minor phyla (Armatimonadetes, GN02, WPS-2, and OD1) increased in this study after the 

addition of crop residues, while Chlorobi decreased. Armatimonadetes phyla are present in most 

soils at relatively low abundances (below 1%) as shown in this study (Deng et al. 2019). Based 

on these limited phenotypic data, one can only reasonably note that all the currently available 

Armatimonadetes groups are oligotrophs (Lee et al. 2014). Concerning GN02 and OD1 

bacteria, they are not culturable; this could explain the few available information about their 

trophic state. Brown and Jumpponen (2015) highlighted that many of these rare bacteria are 

digestion-resistant and have a symbiotic nature with their environment. WPS-2 bacteria were 

described as dominant and positively correlated with the C:N ratio (Hermans et al. 2017), which 

disagrees with the results of this study (WPS-2 bacteria negatively correlated to the C:N ratio, 

r=-0.62, P<0.05, Appendix C). Other OTUs that belonged to Chlorobi were abundant in the 

earlier stage of decomposition, but they were always found in very low proportions (Rui et al. 

2009; Liu et al. 2016). Overall, our findings highlight the change in bacterial community 

composition based on the turnover between copiotrophs and oligotrophs bacterial phyla. 

At the order level, correlational analyses provided insight into the crop residues’ 

characteristics responsible for the observed selection in bacterial community composition. 

Among the orders that were most affected and appeared after the addition of each crop residue, 

the Halanaerobiales, Thermoanaerobacterales, Halanaerobiales, Actinomycetales, etc., 

(Appendix C) exhibited significant correlations with some crop residue compositions. These 

orders are poorly described in the literature. Thus, there remains a large amount of unexplained 

variation in the observed bacterial orders’ composition linked to their biochemical 

characteristics (Li et al. 2018). A variety of bacterial genera also showed a significant 

correlation with crop residue composition (Appendix C). Rubrobacter has also been shown to 

https://www.ncbi.nlm.nih.gov/pubmed/?term=Hermans%20SM%5BAuthor%5D&cauthor=true&cauthor_uid=27793827
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degrade HEM (r=0.73, P<0.05, Appendix C) and xylan and could, therefore, play a significant 

role in the degradation of these components (De Mandal et al. 2017).  

The relative abundance of oligotrophic taxa, such as Nocardiodes and Niabella increased 

during the residues’ degradation (present at the end of the incubation at T90), indicating the 

abilities of these microorganisms to degrade polymers with different complexities, such as 

HEM and CEL (Appendix C) (Reddy et al. 2013; Kerdraon et al. 2019). The positive 

relationship between these genera and HEM suggested their direct or indirect involvement in 

the degradation of the HEM fraction, which may be related to their abundance after the addition 

of wheat residues, presenting the highest HEM content. Soils with pea residues are rich in 

species like Inquilinus, Dongia, Conexibacter, Collimonas, and Dactylosporangium, which are 

involved in nutrient recycling and degradation of crop residues. Among them, Conexibacter 

which is highly correlated to SOL, TN, and the C:N ratio (Appendix C), is described in literature 

as mainly associated with the degradation of litter with low C: N (Koceja et al. 2019). Except 

for Conexibacter and Collimonas, which are highly correlated to SOL fraction (P<0.01, 

Appendix C), the other specific genera are weakly correlated to SOL fraction (Appendix C), 

but they are highly correlated among themselves and to Collimonas genus (P<0.01, Appendix 

C). This may explain their presence after the addition of pea residues, presenting the highest 

SOL content. Some bacterial genera have been identified as CEL and LIG consumers, and 

Cellvibrio and Flavobacterium are included in those. These bacteria were positively correlated 

with LIG (r=0.71, P<0.03, Appendix C) and highly abundant under rapeseed residues, which 

presented the highest LIG content, confirming the previous findings (Zhang and Lueders 2017 

Moreno-Espíndola et al. 2018).  

 

 

https://www.ncbi.nlm.nih.gov/pubmed/?term=Lueders%20T%5BAuthor%5D&cauthor=true&cauthor_uid=28922803
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4.6. Effect of the addition of crop residues on taxonomic composition of fungal 

communities 

In the present study, Ascomycota, Basidiomycota, and Mortierellomycota were the dominant 

phyla in all treatments, accounting for > 18% of the fungi, which was much greater than the 

other phyla. This is consistent with results shown by Srour et al. (2020) and Zhang et al. (2020). 

Ascomycota are the main fungal decomposers in many soil ecosystems (Ma et al. 2013; Zhou 

et al. 2016). Ascomycota play a major role in recycling plant residues, and they might form 

symbioses with mycorrhizae or endophytes (Ivancevic and Karadelev 2013; Choudhary et al. 

2018; Zhang et al. 2020). Ascomycota are the most diverse group of saprotrophic fungi (Xiong 

et al. 2014) and the key decomposers in agricultural soils, expanding in response to organic 

inputs (Ma et al. 2013; Wang et al. 2018). Basidiomycota, rather than Ascomycota, dominates 

terrestrial ecosystems, probably due to relatively less data accounting for agricultural soils 

(Tedersoo et al. 2014). Basidiomycota plays particularly important roles in degrading plant litter 

with high lignin contents (Blackwood et al. 2007; Entwistle et al. 2018; Zhang et al. 2020). Our 

results showed that the relative abundance of Basidiomycota after the addition of rapeseed 

residues was significantly higher, indicating that rapeseed residues could provide a higher lignin 

content for the growth of Basidiomycota.  

To further detail the effects of the addition of crop residues with contrasting biochemical 

characteristics on specific groups of soil fungi, important orders and genera were detected and 

appeared only after the addition of each crop residue. However, a variety of fungal genera 

showed a significant correlation with crop residue compositions. For instance, Clitocybe and 

Verticillium present only after added pea residues have been shown to degrade carbohydrates 

(Fernando et al. 2016; Geethanjali and Jayashankar 2016). These specific genera are negatively 

correlated (r=-0.78, P<0.05, Appendix D) to the C: N residues ratio. Hypoxylon genus, known 

for its ability to degrade LIG, was detected only after the addition of rapeseed (presented the 

https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0929139318314628?casa_token=S6zXGuHgiDAAAAAA:c0M_YhYLSwtE3_L8j3bIjFUh9Q8I8GIzBUVtRCAk-hpdsk8MZ4EppLpXHGtZBdVZVSttrnQO#bb0355
https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0929139318314628?casa_token=S6zXGuHgiDAAAAAA:c0M_YhYLSwtE3_L8j3bIjFUh9Q8I8GIzBUVtRCAk-hpdsk8MZ4EppLpXHGtZBdVZVSttrnQO#bb0355
https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0929139318314628?casa_token=S6zXGuHgiDAAAAAA:c0M_YhYLSwtE3_L8j3bIjFUh9Q8I8GIzBUVtRCAk-hpdsk8MZ4EppLpXHGtZBdVZVSttrnQO#bb0210
https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0929139318314628?casa_token=S6zXGuHgiDAAAAAA:c0M_YhYLSwtE3_L8j3bIjFUh9Q8I8GIzBUVtRCAk-hpdsk8MZ4EppLpXHGtZBdVZVSttrnQO#bb0340
https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0929139318314628?casa_token=S6zXGuHgiDAAAAAA:c0M_YhYLSwtE3_L8j3bIjFUh9Q8I8GIzBUVtRCAk-hpdsk8MZ4EppLpXHGtZBdVZVSttrnQO#bb0310
https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0929139318314628?casa_token=S6zXGuHgiDAAAAAA:c0M_YhYLSwtE3_L8j3bIjFUh9Q8I8GIzBUVtRCAk-hpdsk8MZ4EppLpXHGtZBdVZVSttrnQO#bb0035
https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0929139318314628?casa_token=S6zXGuHgiDAAAAAA:c0M_YhYLSwtE3_L8j3bIjFUh9Q8I8GIzBUVtRCAk-hpdsk8MZ4EppLpXHGtZBdVZVSttrnQO#bb0095
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highest LIG content) (López et al. 2017). These specific genera are positively correlated to LIG 

content (r= 0.82, P<0.05, Appendix D). Volutella genera play an important role in HEM 

degradation (Masigol et al. 2019). This study’s results showed a positive correlation (r=0.76, 

P<0.05) between the abundance of these genera and HEM fraction (mostly present in wheat 

residue). This may explain their abundance after the addition of wheat residues. Finally, this 

study confirms that the residues’ biochemical qualities are the main drivers of the shift in 

bacterial and fungal communities during crop residues’ decomposition in soil.  

The decomposition of crop residues is an essential process in cropping systems as they are 

the main exogenous source of C. Our results showed that the residues’ qualities have distinct 

effects on soil microbial communities and C and N dynamics. The literature reported that the 

crop residues with highest labile fraction affect the bacterial pathway at the beginning of 

decomposition, and crop residues with highest recalcitrant fraction affect the fungal pathway at 

the end of decomposition, which suggests a specific function is linked to specific taxa. Our 

findings highlighted the concomitant presence of some bacterial and fungal groups throughout 

the decomposition of crop residues. Indeed, a lot of bacterial and fungal genera and orders were 

co-correlated among them and to the same biochemical fraction of the crop residues. This 

finding highlights the strong functional redundancy of soil microbial communities and 

underlines the complex relationship between structure and function of soil microbial 

communities. Finally, the correlations observed among fungal strains are more abundant and 

much stronger than those among bacterial strains, supporting the idea that potential interactions 

in fungal communities are stronger than those of bacterial communities in soils during crop 

residue decomposition.  

5. Conclusion 

This study complements knowledge about the effects of crop residues’ biochemical 

composition on microbial communities, C and N dynamics, and soil microbiological state. It is 
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well-known that crop residue inputs increase C mineralization and induce N immobilization in 

a range that is influenced by the crop residues’ initial biochemical composition. The 

researchers’ hypothesis, which stated that these changes might be related to changes in the 

composition and biomass of soil heterotrophic microbial communities and enzyme activities, 

was confirmed. This study’s findings showed that the soil’s C and N dynamics in the presence 

of the crop residues were driven by the selection of specific bacterial and fungal decomposers 

linked to the initial biochemical qualities of crop residues. 

These findings are of major concern in the perspective of agroecology development. Indeed, 

crop residue management is a recognized practice that may help to maintain OM in soils and 

contribute to N management during the intercrop period. Moreover, it seems that crop residues 

drive microbial community’s composition into soils. This is of great interest when agricultural 

practices need a decrease of chemical inputs and an improvement in soil biodiversity and its 

related functions, such as nutrient cycling. 
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Table 1 Main characteristics of the three crop residues  

  Fractions (%)   Index and ratios1) 

  Soluble  Lignin   Hemicellulose Cellulose    LCI C:N Lignin:N 

Pea 

residues  

37.34±0.86 

a 

7.71±0.16 

b 
2.36±1.03 c 

52.59±0.31 

ns 
  

0.12±0.01 

b 

28.33±3.06 

c 

0.50±0.05 

c 

Wheat 

residues  

13.86±0.18 

c 

6.09±0.42 

c 
27.25±3.03 a 

52.80±2.83 

ns 
  

0.07±0.01 

c 

76.88±4.60 

a 

1.00±0.05 

b 

Rapeseed 

residues  

19.56±0.09 

b 

12.07±0.44 

a 
16.13±1.68 b 

52.24±1.72 

ns 
  

0.15±0.01 

a 

46.90±6.60 

b 

1.24±0.17 

a 
1)LCI, lignocellulosic index [LCI=Ratio of lignin/(Lignin+Cellulose+Hemicellulose)].  

Data are mean±SD (n=3). Letters (a, b, c) indicate significance in soluble, lignin, hemicellulose and cellulose 

fractions, index and ratios between the three crop residues at P<0.05 according to Tukey’s test; ns indicates  

 

 

Table 2 The total biomass, bacterial and fungal biomasses from soil without residues (control) 

and soil with crop residues at two incubation times  

The total microbial biomass was measured by the quantification of the total DNA extracted from soil. Data are 

mean±SD (n=3). Letters (a, b, c) indicate significant difference between soil without residues (control) and soil 

with crop residues. Letters (A and B) indicate significant difference between the two incubation times (T1 and 

T90) at P<0.05 according to Tukey’s test. 

 

.  

 

 

  

Incubation 

times 

Total microbial 

biomass  

(µg g-1 dry soil) 

Bacterial biomass (16S 

rDNA genes copy number 

 g-1 dry soil (×109)) 

Fungal biomass (18S 

rDNA genes copy number 

g-1 dry soil (×107)) 

Control  
T1 8.20±0.51 b A 2.08±0.14 b A 3.42±0.23 c A 

T90 6.96±0.33 a B 1.79±0.52 a A 1.18±0.11 b B 

Pea residues  
T1 10.66±0.82 a A 2.50±0.17 a A 11.1±0.65 a A 

T90 5.74±0.56 b B 1.53±0.25 a B 0.91±0.12 c B 

Rapeseed residues  
T1 9.50±0.63 ab A 2.69±0.33 a A 5.38±0.87 b A 

T90 6.26±1.09 ab B 1.77±0.12 a B 2.07±0.22 a B 

Wheat residues  
T1 9.90±0.80 ab A 2.95±0.30 a A 5.66±0.96 b A 

T90 6.88±1.10 ab B 1.82±0.11 a B 1.00±0.13 c B 
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Fig. 1 Net C mineralization in soil after the addition of crop residues after 90 days of incubation 

(A) and after 21 days of incubation (B). Data are mean±SD (n=3). * indicates statistical 

significance between soil with different crop residues at P<0.05 according to Tukey’s test.   
 

 

 

Fig. 2 Net N immobilization in soil under three crop residues addition at different incubation 

times. Data are mean±SD (n=3). * indicates statistical significance between soil with different 

crop residues at P<0.05 according to Tukey’s test. 
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Fig. 3 β-Glucosidase, arylamidase, and N-acetyl-glucosaminidase enzyme activities in soils 

with and without crop residues at two incubation times (T1 and T90). Data are mean±SD (n=3). 

Letters (a, b, c) indicate statistical significance between soil with crop residues and soil without 

crop residues (control) for each sampling times at P<0.05 according to Tukey’s test. 
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Fig. 4 The relative abundance of (A) major bacterial phyla exceeding 1% and (B) minor 

bacterial phyla less than 1% in the soils with and without crop residues (control) at two 

incubation times (T1 and T90). Data are mean±SD (n=2). 
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Fig. 5 Venn diagram evaluating the effect of the addition of crop residues on soil bacterial diversity. In the center of the figure, the Venn diagram 

is showing unique and sharing OTUs (97%). The order and genera designations of the sequences related to the unique OTUs were determined 

using the Greengenes Classifier tool. A, unique order sequences of samples with added wheat residues. B, unique order sequences of samples with 

added pea residues. C, unique order sequences of samples without residues. D, unique order sequences of samples with added rapeseed residues. 

E, unique genera sequences of samples with added wheat residues. F, unique genera sequences of samples with added pea residues. G, unique 

genera sequences of samples without residues. (H), unique genera sequences of samples with added rapeseed residues. 
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Fig. 6 The relative abundance of fungal phyla in the soils with and without crop residues 

(control) at two incubation times (T1 and T90). Data are mean±SD (n=2) 
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Fig. 7 Venn diagram evaluating the effect of the addition of crop residues on soil fungal diversity. In the center of the figure, the Venn diagram is 

showing unique and sharing OTUs (97%). The order and genera designations of the sequences related to the unique OTUs were determined using 
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the Greengenes Classifier tool. A, unique order sequences of samples with added wheat residues. B, unique order sequences of samples with added 

pea residues. C, unique order sequences of samples without residues. D, unique order sequences of samples with added rapeseed residues. E, unique 

genera sequences of samples with added wheat residues. F, unique genera sequences of samples with added pea residues. G, unique genera 

sequences of samples without residues. (H), unique genera sequences of samples with added rapeseed residues. 
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Fig. 8 Principal component analysis (PCA) of crop residues effect on bacterial and fungal 

diversity at the end of incubation (90 days). The circle arrow indicates the gradual changes on 

bacterial and fungal diversity in relation to the initial biochemical composition of crop residues. 

Bacterial diversity is designed in red color, Fugal diversity in designed in green color, 

biochemical composition of crop residues is designed in yellow color 
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La transition agroécologique en cours engendre la mise en place de nouveaux systèmes de 

culture. Néanmoins, ces nouveaux systèmes qui impliquent des modifications du travail du sol, 

l’introduction de nouvelles plantes cultivées, le changement des successions culturales, des 

stratégies de fertilisation et de protection des plantes, etc., doivent être évalués. En effet, tout 

changement dans la gestion de l’agrosystème est susceptible de modifier son équilibre et de 

générer des conséquences non compatibles avec la triple performance recherchée pour 

l’agriculture et à terme avec le maintien des fonctions des sols, dont celles de productivité 

primaire, biodiversité et disponibilité des éléments nutritifs. 

Aujourd’hui, les communautés microbiennes du sol font l’objet d’un intérêt croissant pour 

leur rôle dans les sols agricoles (Sun et al., 2018). En effet, leur abondance, leur diversité et 

leurs activités influencent les cycles biogéochimiques et donc la disponibilité des éléments 

nutritifs (Xia et al., 2019 ; Kraut-Cohen et al., 2020). Or, cette disponibilité, est justement ce 

que l’on essaye de stimuler de façon à pouvoir réduire les apports exogènes, en particulier les 

apports chimiques de synthèse (Article n°1). 

L’introduction ou la substitution d’une nouvelle culture dans une rotation est susceptible de 

modifier les communautés microbiennes du sol, par le biais d’un changement de la 

rhizodéposition de la plante (Article n°3) et/ou de la composition biochimique des résidus de 

culture dont la décomposition influence les flux d’éléments notamment le carbone et l’azote 

(Article n°4).  

Dans ce contexte, et en lien avec le plan protéines végétales pour la France (2014-2020), ce 

travail de thèse visait à mieux comprendre les effets de l’introduction d’une légumineuse sur la 

dynamique de l’azote et sur les communautés microbiennes du sol dans un contexte 

agropédoclimatique Normand.  

1. Effet de l’introduction d’une légumineuse dans la rotation 

culturale 

1.1. Effet de l’introduction du pois d’hiver sur les flux d’azote  

Le rôle agronomique des légumineuses vis-à-vis de l’azote est en grande partie lié à la 

fixation symbiotique (Schwember et al., 2019 ; Torabian et al., 2019), processus biologique 

assurant la conversion de l’azote de l’air (N2) en azote minéral assimilable par les organismes 

vivants. Cette symbiose s’effectue notamment par des bactéries (Rhizobium) symbiotes des 

fabacées. Ce processus biologique permet d’assurer tout ou une partie des besoins en azote des 

légumineuses, selon les espèces et selon les conditions du milieu (Anglade et al., 2015 ; Voisin 

et Gastal, 2015). Les quantités d’azote fournies dans le système sol - plante par fixation 

https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0167198718310201?casa_token=_xANZUpPe7QAAAAA:9SKvn9ib4ChWaY5k_Gzf85QRnjQX_GJRibiO0Bvi_KbXbS6A_qJxqKaTUBONBixfaooMy0_h#!
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symbiotique varie de quelques dizaines de kg par hectare (50 - 130 kg N. ha-1 pour les 

légumineuses à graines), à plusieurs centaines pour des légumineuses fourragères (150 - 200 kg 

N. ha-1 pour du trèfle blanc et jusqu’à 300 à 500 kg N. ha-1 pour la luzerne ou le trèfle violet) 

(Vertès et al., 2015). Jensen et al. (2010) ont montré que la féverole, dans des contextes 

pédoclimatiques d’Europe du nord, peut fixer en moyenne 153 kg N. ha−1 avec une grande 

hétérogénéité spatiale, la fixation pouvant aller de 71 à 211 kg N. ha−1. Cette fixation de l'azote 

permet une économie de 30 à 120 kg N d'engrais. ha−1 pour les cultures céréalières suivantes. 

Chez le pois, la fixation symbiotique peut aller jusqu’à 195 - 280 kg N. ha-1 (notamment 

selon la richesse du sol en azote) conduisant à un enrichissement du sol de 22 à 107 kg N ha-1 

via cette fixation (Reiter et al., 2002). Chez le pois, les niveaux d’azote minéral supérieur à 50 

kg N. ha-1 environ retardent la mise en place de nodosités et limitent la fixation symbiotique 

(Schneider et Huyghe, 2015). Dans le cadre de ce travail, la simulation avec le logiciel STICS 

a permis d’estimer une fixation symbiotique nulle chez le pois de la parcelle 1 (niveaux en azote 

supérieur à 50 kgN.ha-1) et une fixation symbiotique de l’ordre de 123 kg N. ha-1 pour la parcelle 

2 (des niveaux d’azote minéral initiale dans le sol inférieur à 50 kg N. ha-1, 44,31 ± 2,84 pour 

l’horizon 0-30cm, 48,73 ± 1,72 pour l’horizon 30-60 cm et 41,42 ± 1,84 pour l’horizon 60-90 

cm). Une des hypothèses de ce travail était que le pois permet une meilleure restitution d’azote 

au cours de la succession culturale par rapport à la cuture du colza. Pour cela une 

expérimentation au champ a été mise en place dans deux parcelles d’agriculteurs. Le suivi des 

reliquats azotés entrée et sortie d’hiver a été réalisé chaque année, sur chaque parcelle et sur 2 

horizons 0-30 cm et 30-60 cm (Tableau 9). 

Tableau 9. Suivi des reliquats azotés au cours de la rotation culturale.  

Les barres d'erreur représentent les erreurs standards de la moyenne de trois répétitions (n = 

3). Les lettres indiquent une différence significative en fonction du couvert végétale à p <0,05.         

 
 

Culture en place

Reliquats (kgN.ha
-1

)

Parcelle 1 178,1 ± 5,6 b 45,1 ± 0,9 a' 217,6 ± 0,4 a 15,8 ± 1,3 b'

Parcelle 2 93,0 ± 1,5 a 154,1 ± 12,7 a' 90,4 ± 2,7 a 147,7 ± 7,8 a'

Culture en place

Reliquats (kgN.ha
-1

)

Parcelle 1 112,1 ± 2,2 a 57,9 ± 1,4 a' 69,3 ± 0,9 b 55,9 ± 1,7 a'

Parcelle 2 112,1 ± 1,8 a 73,0 ± 3,0 a' 70,6 ± 3,6 b 45,9 ± 1,7 b'

Culture en place

Reliquats (kgN.ha
-1

)

Parcelle 1 92,7 ± 0,2 b 93,2 ± 1,2 a' 106,2 ± 0,8 a 41,9 ± 0,3 b'

Parcelle 2

Année 2

Colza 

REH RSH

RSHREHREH RSH

Blé de pois Blé de colza

Année 1

Pois 

REH RSH REH RSH

Année 3

Orge de blé de pois Orge de blé de colza

REH RSH

https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S116103011730103X?casa_token=g7otCh0E_noAAAAA:cduZjY20BLrjLIFzrJ6exxad-m-CCtmAAYj-b6h3YSR_OL8iN6qeZkP2f0wl3APlHb3yNDwo#bib0110
https://www.sciencedirect.com/topics/agricultural-and-biological-sciences/cereal-crop
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Nos résultats ont montré que pour la parcelle 1, les températures élevées en fin d’été et automne 

2016 ont favorisé la minéralisation des résidus de culture (enfouis après la récolte) ce qui a 

conduit à une quantité de reliquat entrée d’hiver de 178 (pour le pois) à 218 (pour le colza) kg 

N minéral. ha-1. Ce reliquat est très important et ne correspond pas à des données observées 

habituellement, qui peuvent varier en moyenne entre 85 kg N minéral. ha-1 et 60 kg N minéral. 

ha-1, respectivement (Justes et al., 2010 ; Preissel et al., 2015). Aussi, ces observations sont à 

mettre en relation avec les conditions climatiques particulières de l’année 2016. En sortie 

d’hiver les reliquats sont plus faibles pour le colza (15 kg N minéral. ha-1) que pour le pois 

d’hiver (45 kg N minéral. ha-1) suggérant une immobilisation de l’azote plus importante après 

apport de résidus de pois d’hiver (Mitchell et al., 2001 ; Kumar et Goh, 2002). A la récolte, 

outre les effets résidus de culture, d’autres facteurs peuvent expliquer les valeurs du reliquat 

d’azote minéral supérieures obtenues derrière un pois d’hiver. Il pourrait s’agir en effet de 

l’arrêt plus précoce de l’absorption de l’azote minéral chez un pois d’hiver du fait de son cycle 

plus court comparativement au colza (Munier-Jolain et al., 2010). De plus, le système racinaire 

du pois explore rarement le sol au-delà de 60-80 cm (Vocanson et al., 2006), alors que les 

racines du colza excèdent facilement un mètre (1,00 -1,20 m) dans les sols profonds. Ainsi, 

après une culture de pois d’hiver, les stocks d’azote minéral dans le sol se concentrent plutôt 

dans les couches profondes du sol, moins explorées généralement pour la mesure des reliquats 

(Voisin et al., 2015). 

L’année suivante, pendant la culture de blé, les reliquats d’entrée d’hiver sont plus 

importants pour le précédent pois (112 kg N minéral. ha-1 pour 70 kg N minéral. ha-1 pour le 

colza fertilisé) suggérant une minéralisation de l’azote dans le sol plus importante avec 

précédent pois. Ces résultats des teneurs en azote minéral sont en accord avec les références 

publiées dans la littérature, qui montrent que les valeurs d’azote minéral peuvent varier entre 

87 et 136 kg. ha-1 en moyenne après un précèdent pois (Beaudoin et al., 2005 ; Carrouée, 2006 ; 

Schneider et al., 2010 ; Carrouée et al., 2012 ; Shiwakoti et al., 2019). Enfin, en année 3, nous 

avons constaté un reliquat sorti d’hiver plus important pour le précédent pois quel que soit la 

fertilisation sur les cultures suivantes. L’arrière-effet du pois d’hiver sur la disponibilité de 

l’azote est donc visible 2 ans après l’introduction du pois d’hiver dans la rotation. Les reliquats 

d’entrée d’hiver semblent pour leur part plus lié à la fertilisation de l’année en cours. Pour la 

parcelle 2, située dans un autre contexte pédoclimatique, un effet du pois d’hiver est également 

observé sur la disponibilité de l’azote en sortie d’hiver dès l’année 2 de l’expérimentation 

(Tableau 9). Le décalage dans le temps des deux dispositifs (parcelle 1 et parcelle 2) ne permet 

pas la comparaison des reliquats entre les deux parcelles car ces derniers sont très dépendants 
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des conditions météorologiques de l’année de la mesure. Ces mesures permettent néanmoins de 

mettre en exergue l’effet positif du pois d’hiver sur la fourniture en azote minéral au cours de 

la rotation, pour la culture elle-même, mais garantissent également un capital azoté pour les 

cultures suivantes, le blé (parcelle 1 et 2) et l’orge (parcelle 1).  

Les quantités d’azote apportées via les légumineuses sont encore sous-estimées par la non-

prise en compte, ou la prise en compte partielle, de la contribution des parties racinaires et 

notamment la rhizodéposition (Jensen 1996 ; Carlsson and Huss-Danell 2003 ; Crews and 

Peoples 2005). Afin de comprendre les mécanismes mis en jeu au niveau racinaire, une partie 

de ces travaux de thèse a été consacrée à la quantification de la rhizodéposition de l’azote et la 

caractérisation des exsudats racinaires chez le pois. Les résultats de notre étude ont montré que 

la quantité d’azote rhizodéposé par le pois (53 %) est supérieure à celle du colza (Chapitre 3, 

Article 3). Ces observations sont en cohérence avec les résultats publiés dans la littérature, qui 

montrent que les quantités d’azote rhizodéposés par le pois peuvent varier de 27 % à 62 % 

(Mahieu et al., 2007 ; Wichern et al., 2008 ; Arcand et al., 2013 ; Hupe et al., 2019). La plupart 

des études qui portent sur l’estimation de la rhizodéposition de l’azote sont réalisées en 

conditions expérimentales contrôlées et /ou semi-contrôlées (Fustec et al., 2010 ; Hupe et al., 

2019 ; Wang et al., 2020). Ces conditions expérimentales qui s’éloignent des conditions 

naturelles au champ sont nécessaires pour permettre d’approfondir la compréhension des 

mécanismes qui régissent la rhizodéposition et l’exsudation racinaire des plantes. Cependant, 

une approche prometteuse a été mis en place afin d’estimer la rhizodéposition à l’échelle de la 

parcelle à partir d’une expérience en pot. Pausch et al. (2013) ont proposé le rapport 

rhizodéposition du carbone / carbone de la racine du maïs dérivé d'une expérience en pot pour 

estimer le la rhizodéposition dans des conditions au champ en évaluant uniquement la 

distributions de la biomasse racinaire. La même approche a été adoptée pour l’azote par 

Kanders et al. (2017). Cependant, la plus grande incertitude de cette approche est liée aux 

racines fines décomposées pendant la période de végétation qui ne sont pas incluses dans cette 

évaluation (Pausch et Kuzyakov, 2018 ; Hupe et al., 2019).  

La dégradation des résidus de culture et des racines des légumineuses, riches en azote, 

contribue également à l’apport d’azote dans les agrosystèmes. Cependant, les dynamiques de 

minéralisation des résidus sont spécifiques des espèces (Singh and Kumar, 1996), des contextes 

pédo-climatiques régionaux et des années climatiques (Walley et al., 2007). Dans notre étude, 

le suivi de dégradation des trois résidus de culture de la rotation (pois d’hiver, colza et blé) 

montre une immobilisation nette de l’azote dans les sols après apport de résidus. Ce résultat 

obtenu en conditions d’incubation au laboratoire, est en cohérence avec les résultats de mesures 

https://link.springer.com/article/10.1007/s11104-019-04238-z#ref-CR45
https://link.springer.com/article/10.1007/s11104-019-04238-z#ref-CR28
https://link.springer.com/article/10.1007/s11104-019-04238-z#ref-CR44
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des reliquats azotés réalisés au champ, qui montent une immobilisation de l’azote après la 

récolte du pois. Cette immobilisation ou organisation nette de l’azote traduit une diminution du 

taux d'azote minéral dans le sol. Un des facteurs explicatifs pourrait être le besoin en azote des 

communautés microbiennes, qui peuvent utiliser l’azote disponible du sol pour leur croissance 

(Yevdokimov et al., 2005 ; Yansheng et al., 2020). Aussi il a été précédemment démontré que 

les résidus de culture à faible teneur en N (ou à fort rapport C: N >20) entraînent une 

immobilisation de l’azote aux premiers stades de la décomposition des résidus (Jensen, 1994 ; 

Johnson et al., 2007). En effet, la littérature montre que dans des conditions expérimentales, 

l’incorporation de résidus de pois dans un sol entraine une organisation nette de l’azote 

(Trinsoutrot et al., 2000 ; Valé et Justes, 2004), souvent inférieure à celle obtenue en présence 

de résidus d’autres espèces tel qu’observé dans notre étude, avec les résidus de blé et de colza 

(Article 4). Ce processus d’immobilisation explique en partie les teneurs élevées d’azote 

minéral disponible dans le sol après une culture de légumineuse. En effet, Prieur et Justes (2006) 

estiment que les résidus de pois libèrent de l’azote jusqu’à six mois après leur enfouissement 

dans le sol, constituant ainsi un capital azoté pour les cultures céréalières suivantes. L’ensemble 

de ces éléments montre l’effet majeur de la disponibilité de l'azote minéral dans le sol sur la 

cinétique de décomposition des résidus de culture (Chen et al., 2014).  

Bien qu’intéressante d’un point de vu agronomique, la gestion des légumineuses est associée 

aux risques de lixiviation des ions nitrate. Ces risques sont en effet généralement plus élevés 

après une légumineuse qu’après une céréale si le drainage hivernal se produit. D’ailleurs, la 

quantité d’azote minéral restant dans le sol après récolte de légumineuses et notamment le pois, 

constitue un indicateur du risque de lixiviation de nitrate pendant l’hiver suivant la culture 

(Vertès et al., 2010). Afin d’estimer les pertes d’azote dans les parcelles étudiées, une 

modélisation agronomique par le logiciel STICS a été réalisée. Cette étape de modélisation a 

nécessité de collecter et de renseigner les données météorologiques, l’historique des itinéraires 

techniques des parcelles, les paramètres liés aux caractéristiques du sol et aux cultures à 

l’échelle de la rotation. Les résultats de la modélisation montrent une absence de perte d’azote 

par lixiviation dans la parcelle 1 et une perte de l’ordre de 23 kg N. ha-1 pour la parcelle 2, après 

la culture du pois d’hiver. Ces résultats très contrastés reflètent les différences dans les 

conditions climatiques et notamment le taux de précipitation de l’année de la mise en place de 

la culture du pois. L’année 2017-2018 (parcelle 2), avec une moyenne de précipitations de 681 

mm, a favorisé le risque de perte d’azote sur cette parcelle. De plus, l’absence d’interculture 

sur cette parcelle a pu augmenter les risques de lixiviation de l’azote entre la fin de l’été et 

l’automne, du fait de l’absence de prélèvement d’azote minéral par les cultures, et des 



Discussion générale 

 

201 
 

précipitations plus fréquentes pendant cette période de l’année. L’absence de lessivage dans la 

parcelle 1 (année 2016-2017) peut s’expliquer par la combinaison du faible taux de 

minéralisation de l’azote et des précipitations. Les résultats de simulation ont mis en avant 

l’absence de lessivage l’année 2 sous blé dans les deux parcelles. Cette observation est sans 

doute liée à l’efficacité de l’utilisation de l’azote minéral par le blé dont les racines explorent 

le sol en profondeur (Cormier et al., 2016). Des études qui traitent des risques de transfert de 

nitrate par lixiviation à court et moyen termes dans des successions céréalières comprenant du 

pois, montrent dans différents contextes pédoclimatiques, des tendances similaires avec des 

taux de lessivage non significatifs et notamment pour des cultures de blé précédé par le pois 

(Bellouin et al., 2014 ; Cohan et al., 2015).  

Ce travail de modélisation a mis par ailleurs en exergue des émissions de N2O quel que soit 

le précédent cultural et l’espèce végétale. Ces émissions de N2O, comme signalé dans la 

littérature (Carrouée et al., 2012) et comme c’est le cas dans notre étude, peuvent être liés à un 

apport récent d’engrais azotés d’une part et des conditions pédoclimatiques favorables (pluies 

importantes et températures élevées) d’autre part. Ces émissions sont plus importantes sous blé 

(moyenne de 18 kg N. ha-1) et sous colza (8 et 4 kg N. ha-1 pour la parcelle 1 et 2, 

respectivement). Jeuffroy et al. (2013) estiment que les émissions de N2O enregistrées pour le 

blé et le colza fertilisés sont 5 à 10 fois plus élevées comparativement au pois et au blé non 

fertilisé. Ainsi, l’estimation des émissions globales annuelles liées à une culture et à ses résidus 

montre que celles sous pois représentent moins d’un quart des émissions sous blé et colza 

fertilisés (Cohan et al., 2015). Nos travaux montrent finalement qu’une rotation (parcelle 1) 

comportant un pois permettrait de réduire de 20 % les émissions de N2O sur les 3 ans. Une 

synthèse de l’ensemble des résultats des flux d’azote mesurés, simulés ou tirés de la littérature 

est présentée dans la Figure 30 pour illustrer ces différents flux d’azote pour la culture de pois 

d’hiver et du colza.  
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Figure 30. Représentation des différents flux d’azote étudiés lors de la culture du pois d’hiver 

et du colza 

Finalement, l’ensemble de ces résultats souligne l’importance d’adapter la conduite des 

systèmes de culture incluant les légumineuses pour valoriser au mieux l’azote fourni par cette 

culture, en limitant les pertes par lixiviation et en maximisant son utilisation par les cultures 

suivantes. La mise en place de pratiques agricoles adaptées telle que l’implantation d’une 

Culture Intermédiaire Piège À Nitrates (CIPAN) ou de cultures exigeantes en azote comme le 

colza après légumineuses pourrait être judicieux afin de réduire les risques de pertes d’azote 

(Destain et al., 2010 ; Voisin et al., 2015 ; Vandenberghe et al., 2016). De même, la bonne 

gestion des résidus de culture et un travail du sol réduit peuvent permettre de ralentir la 

minéralisation des résidus et par conséquent les pertes d’azote (Cohan et al., 2015). Bien 

entendu, à l’échelle de la succession, le pilotage de la fertilisation reste indispensable pour 

réduire les pertes d’azote dans les agrosystèmes. Une gestion raisonnée de la fertilisation par le 

recours à des méthodes telle que le bilan azoté et les outils satellitaires, etc., pourrait permettre 

de calibrer au mieux les apports d’azote minéral réduisant ainsi ces pertes.  

1.2. Effet de l’introduction du pois d’hiver sur les communautés microbiennes du sol  

La présence des plantes dans l’agrosystème et la diversification des espèces végétales dans 

la rotation ont une forte influence sur le fonctionnement biologique du sol. Aussi, ce travail de 

thèse, dont l’objectif global était d’évaluer l’effet d’une modification de la succession culturale, 
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substitution du colza par du pois d’hiver en tête de rotation, a contribué à l’évaluation de l’effet 

de ce changement sur les communautés microbiennes du sol. De plus, le travail ayant porté sur 

une analyse biannuelle, l’effet des couverts en place (Année1 : pois d’hiver vs colza ; Année 2 

: blé précédé par le pois d’hiver vs blé précédé par le colza) sur l’abondance des communautés 

microbiennes et les activités enzymatiques du sol a également pu être étudié. 

Nos résultats ont montré que l’effet du couvert en place (Année 1) et du précèdent (Année 

2) était variable suivant la parcelle. En effet, la comparaison entre le couvert pois d’hiver et le 

couvert colza montre que les abondances microbiennes et les activités enzymatiques ont 

présenté des niveaux comparables dans la parcelle l et des valeurs généralement supérieures 

dans la parcelle 2 (Figure 31).  

 

Figure 31. Etude de l'effet du couvert végétale sur les communautés microbiennes et les 

activités des enzymes du sol dans les deux parcelles étudiées  

Cet effet s’est poursuivi au cours de la deuxième année, ou les mêmes observations ont été 

réalisées pour l’effet de ces deux couverts en tant que précèdent du blé. Nos résultats ont 

finalement révélé une forte variabilité spatiale et temporelle qui peut s'expliquer par plusieurs 

facteurs liés aux caractéristiques physicochimiques du sol et aux temps d'échantillonnage. Dans 

notre étude, les deux dispositifs expérimentaux ont été mis en œuvre avec une année de décalage 

et les sols des deux parcelles étudiées présentent des différences de texture. Conformément à 

nos résultats, plusieurs auteurs ont rapporté l'effet significatif du pédoclimat sur les 

communautés microbiennes des sols (Castellanos et al., 2009 ; Laval et al., 2009 ; Piotrowska-

Długosz et al., 2020). D’ailleurs une étude récente a montré que le type de sol et la fréquence 

des précipitations sont plus importants dans le déterminisme des communautés microbiennes 

du sol que les rotations de cultures incluant du colza (Schlatter et al., 2019). Cette variabilité 
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reflète par ailleurs les grandes différences dans les communautés microbiennes indigènes qui 

sont directement liés (i) aux différences dans les historiques de gestion des parcelles agricoles 

(Laval et al., 2009 ; Pereira et al., 2013), (ii) aux traits fonctionnels des plantes, tels que le 

génotype des plantes (Schweitzer et al., 2008), leur état sanitaire (Yang et al., 2001) ainsi que 

leur statut nutritionnel (Yang et Crowley, 2000). 

La littérature rapporte des résultats variables sur l’effet du pois et du colza sur la diversité 

microbienne du sol. En effet, Lay et al. (2018) ont constaté que le microbiote bactérien sous 

colza était très similaire à celui retrouvé sous pois. Cette absence de différenciation dans les 

communautés microbiennes est expliquée dans l’étude récente de Floc’h et al. (2020) par le fait 

que certains sols agricoles peuvent présenter des communautés bactériennes non spécifiques à 

l'hôte, pouvant ainsi coloniser les racines de toutes les espèces de plante utilisées dans la 

rotation. Dans notre cas, l’analyse de la diversité bactérienne a révélé une discrimination forte 

entre le pois d’hiver et le colza, tel qu’illustré par l’axe 1 de l’analyse en composante principale 

qui explique 55 % de cette discrimination (Figure 32, travaux de thèse Pauline Lusley). 

 

Figure 32. Etude de l'effet du couvert végétal sur la diversité bactérienne du sol (la parcelle 2)  

Ces résultats concordent avec les recherches de Cordero et al. (2019), qui ont rapporté que 

le microbiome bactérien sous colza était significativement différent de celui du pois. Cet effet 

couvert en place, bien que présent semble moins marqué dans le cas de la diversité fongique, si 

l’on considère l’axe 1 de l’analyse en composante principale qui n’explique que 32 % de cette 

variabilité (Figure 33, travaux de thèse Pauline Lusley). 
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Figure 33. Etude de l'effet du couvert végétale sur la diversité fongique du sol (la parcelle 2) 

 Des études qui portent sur l’effet de ces deux couverts en tant que précèdent sur la diversité 

des communautés fongique montrent une diversité moins importante après un précédent colza 

comparativement à un précèdent avec légumineuse. En effet, certaines cultures comme le colza 

ne sont pas mycorhizogènes et peuvent réduire la colonisation des racines de la culture suivante 

par les champignons mycorhiziens arbusculaires (White et Weil, 2010 ; Koide et Peoples, 

2012 ; Hu et al., 2015). La rhizosphère des racines vivantes de colza libère un composé de type 

fumigant (2-phényléthyl isothiocyanate), qui affecte considérablement la structure des 

communautés bactériennes et fongiques ainsi que les fonctions liées au cycle des éléments 

nutritifs (Rumberger et Marschner, 2003 ; Hu et al., 2015). Bien que la littérature rapporte 
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résidus (Trinsoutrot et al., 2000 ; Johnson et al., 2007). Lors de la décomposition des résidus de 

culture du pois et du colza, une forte minéralisation au stade précoce de la décomposition suivie 

C1

C2

C3

P1

P2
P3

Ascomycota

Basidiomycota

Chytridiomycota

Fungi_phy_Incertae_sedis

Glomeromycota

Rozellomycota

Zygomycota

-2

-1

0

1

-2 -1 0 1 2

Dim1 (31.8%)

D
im

2
 (

2
8

.5
%

)

PCA - Biplot

C1

C2

C3

P1

P2
P3-2

0

2

-3 -2 -1 0 1 2 3

Dim1 (31.8%)

D
im

2
 (

2
8
.5

%
)

Groups

Pois

Colza

Individuals - PCA

Pois 

Colza



Discussion générale 

 

206 
 

par une phase plus lente de la décomposition a été observée, en accord avec ce qui a été montré 

dans la littérature (Trinsoutrot et al., 2000 ; Gaillard et al., 2003). Ces intensités de 

minéralisation sont principalement expliquées par des modifications dans la composition des 

résidus en lien avec une modification des communautés microbiennes du sol (Geisseler et al., 

2009 ; Nguyen and Marschner, 2017 ; Sauvadet et al., 2017). En effet, au niveau microbien, il 

est communément admis que les stades précoces d’apport sont marqués par la colonisation des 

résidus de culture par des populations bactériennes et les stades tardifs de dégradation par des 

populations fongiques qui dégradent lentement la fraction la plus récalcitrante, comme la 

lignine (Fontaine et al., 2003 ; Sauvadet et al., 2017). 

Dans notre étude, l’apport des résidus de culture a conduit à une minéralisation de carbone 

et une immobilisation de l’azote. Le taux de minéralisation le plus élevé est obtenu pour les 

résidus de pois qui présentait la teneur en composés solubles la plus importante 

comparativement aux résidus de colza et de blé (Chapitre 3, Article 2). En effet, les composés 

facilement dégradables (C soluble, cellulose, hémicellulose) sont dégradés dès l’introduction 

des résidus dans le sol, les composés les plus récalcitrants sont dégradés plus lentement. 

L’immobilisation de l’azote est liée par ailleurs aux faibles teneurs en azote des résidus (Jensen 

et al., 1994 ; Johnson et al., 2007). Ces observations étaient concomitantes avec une diminution 

des biomasses bactérienne et fongique et les activités enzymatiques (GLU, NAG, ARYLN) au 

bout de 90 jours d’incubation. En effet, après un pic d’activité associé à la dégradation des 

polysaccharides pariétaux (Cusack et al., 2010 ; Bell et al., 2014) aux stades précoces de la 

dégradation des résidus de culture (Rinkes et al., 2011 ; Šnadjr et al., 2011), les activités 

enzymatiques hydrolases diminuent. La diminution des niveaux d’activités pourrait s'expliquer 

par l'épuisement des composés organiques (Geisseler et al., 2009 ; Piotrowska et Wilczewsk, 

2012) et la contribution des enzymes oxydatives dans la dégradation des composés les plus 

récalcitrants au stade tardif de décomposition des résidus (Piotrowska et Wilczewsk, 2012). 

L’apport des résidus de culture a engendré des modifications dans les activités enzymatiques, 

dans les fonctions de minéralisation du carbone et de l’azote et dans la diversité des 

communautés bactériennes. En effet, l’analyse de la diversité bactérienne a mis en exergue la 

présence spécifique de certains genres et ordres bactériens après apport des résidus de culture 

en lien avec leur composition biochimique. Par exemple les genres Inquilinus, Solitalea, 

Proteiniborus, etc. et ordre Chloroflexales, Rhodotheramales, etc. détectés uniquement sous 

résidus de pois, sont fortement corrélée (r = 0,65, p < 0,05) au contenu des résidus en composés 

solubles. De la même façon, les genres Flavobacterium, Cellvibrio, Thermacetogenium, etc. et 
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ordre Alteromonadeles sont positivement corrélés (r = 0,70, p < 0,05) au contenu en lignine 

sous résidus de colza.  
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Dans un contexte de demande croissante en protéines, de raréfaction des ressources non 

renouvelables, de nécessité de préserver l’environnement (qualité des eaux, air et sols) et 

d’instabilité économique, introduire le pois d’hiver dans la rotation est l’une des réponses 

possibles notamment en région Normandie. Dans les conditions de ce travail de thèse, les 

rendements du blé après le pois d’hiver (92q. ha-1 pour la parcelle 1 et 125 q. ha-1 pour la parcelle 

2) ont été équivalents à ceux obtenus après une culture de colza qui a nécessité une fertilisation 

azotée de 96 kg N. ha-1 pour la parcelle 1 et 47 kg N. ha-1 pour la parcelle 2. Les résultats ont 

confirmé la capacité d’une culture de pois d’hiver à atteindre son potentiel de productivité sans 

recours aux fertilisants azotés. Aussi, en prenant en compte le soutien aux protéagineux, effectif 

à partir de 2010 (hypothèse a minima de 100 €. ha-1 de pois), et renforcé depuis 2017 avec des 

montants définitifs de 111,5 €.ha-1, la culture du pois d’hiver permettra d’améliorer la marge 

brute de la succession ramenée à l’année tout en améliorant la durabilité économique. Cette 

culture permet en effet d’augmenter l’autonomie azotée, qui réduit ou évite l’achat d’engrais 

minéraux et diminue le temps de travail des agriculteurs lié entre autres aux interventions de 

fertilisation. L’introduction d’un pois d’hiver devient alors systématiquement profitable d’un 

point de vue économique. 

D’un point de vue agronomique, il s’agissait de pouvoir évaluer l’effet de ce changement de 

tête de rotation (pois d’hiver vs colza) sur l’état biologique du sol. Les résultats ont révélé une 

forte variabilité spatio-temporelle dans la réponse des communautés microbiennes du sol, et 

mis en évidence l’importance du contexte pédoclimatique dans le déterminisme de l’abondance 

et de l’activité des communautés microbiennes du sol. En effet, la comparaison des deux 

successions pois d’hiver- blé et colza- blé a abouti à des résultats différents en fonction de la 

parcelle considérée. Par ailleurs, dans les conditions environnementales de notre étude, la 

succession culturale incluant le pois a enrichi le sol en azote minéral comparativement à la 

succession avec la culture de colza. Ces résultats ont mis en exergue l’effet positif du pois 

d’hiver sur la disponibilité de l’azote minéral au cours du cycle cultural et pour les cultures 

suivantes, ici le blé puis l’orge. Ils confirment partiellement notre hypothèse. En effet, la 

disponibilité en ressources, et notamment l’azote restitué au sol pour les cultures suivantes, est 

supérieur dans la succession incluant le pois d’hiver. En revanche, les niveaux d’abondance des 

communautés microbiennes et d’activités enzymatiques ont été équivalents (parcelle 1) ou 

supérieurs (parcelle2) dans la succession incluant le colza.  

Dans ce travail, nous avons considéré que la plante et ses résidus de culture pouvaient jouer 

un rôle prépondérant dans le déterminisme de l’abondance et de l’activité des communautés 

microbiennes. En effet, lors de sa croissance, la plante alimente le sol en composés organiques 
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par sa rhizodéposition ; de même après la récolte, les résidus de culture, restant sur le sol ou 

enfouis, apporte des éléments nutritifs pour la microflore hétérotrophe. Au cours de ce travail, 

nous avons essayé de combiner l’étude de la rhizodéposition de l’azote avec celle des exsudats 

racinaires. Comme attendu, la rhizodéposition s’est révélée plus importante sous pois ; par 

contre elle ne s’est pas accompagnée d’une modification des communautés microbiennes 

rhizosphériques. Les indicateurs globaux d’abondance et des activités utilisées dans cette étude 

n’ont en effet pas permis de mettre en évidence des modifications dans les communautés 

microbiennes. En conséquence, dans cette étude, l’effet sol s’est révélé plus important que 

l’effet du couvert qui n’introduit pas de différenciation dans ces communautés ni leurs activités. 

Ces résultats s’inscrivent dans une littérature relativement controversée du fait notamment des 

différences dans les conditions d’étude (stage phénologique de la plante, étude in 

situ/serre/microcosme) et les contextes pédoclimatiques. Le choix des indicateurs dans ce 

travail s’est basé sur les résultats de projets passés (bioindicateurs, Adème) et en cours 

(Microbioterre et Mycoagra, Casdar). L’un des éléments différenciant ce projet de thèse est 

l’ancienneté de mise en place des pratiques dans les parcelles étudiées. En effet, les parcelles 1 

et 2 n’avaient jamais reçues de pois d’hiver ni d’autre légumineuse ; les changements dans les 

communautés ont pu être de faible amplitude et difficile à mettre en évidence. Ces résultats 

seront complétés par la quantification de l’abondance de gènes de fonction liés au cycle de 

l’azote.  

Contrairement à ces observations, la dégradation des résidus de culture a significativement 

modifié la composition des communautés bactériennes. Cet effet a pu être relié à la composition 

biochimique des résidus de culture. En conséquence, notre hypothèse selon laquelle l’apport 

des résidus de culture entraine des changements dans la composition des communautés 

microbiennes du sol et des activités enzymatiques a été vérifiée. Ce travail va être complété par 

une analyse des communautés fongiques par séquençage haut débit. 

Les résultats de cette étude ont par ailleurs fait l’objet d’un travail de modélisation avec le 

modèle agronomique STICS qui a estimé une perte d’azote par lixiviation de l’ordre de 23 kg 

N. ha-1 après la culture du pois pour la parcelle 2. Ces risques de lixiviation de l’azote sont à 

prendre en compte pour limiter l’impact environnemental négatif de la culture du pois. Ils 

doivent notamment contraindre la gestion de la culture et de la période d’interculture. Soutenues 

par la mise en place du plan protéines végétales, les cultures de légumineuses sont aujourd’hui 

en cours de développement en région Normandie, comme dans de nombreuses régions 

européennes. Il est important d’interroger encore le potentiel de ces cultures, mineures en 

Europe, à répondre aux différents enjeux agronomiques et écologiques. En région, il s’agit 



Conclusion et perspectives 

212 
 

notamment de préciser quelles combinaisons de pratiques (travail du sol, précédent, 

interculture, culture suivante, …) sont les plus performantes pour répondre aux enjeux et aux 

attentes des consommateurs. 
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Résumé 

La transition agroécologique vise la triple performance agronomique, écologique et sociétale 

des exploitations agricoles. Un certain nombre de pratiques agricoles permet d’envisager la 

construction et le développement de systèmes de culture répondant à ces contraintes. Les 

légumineuses, par leur capacité à fixer l’azote atmosphérique, sont une alternative intéressante 

aux intrants azotés. Outre l’absence de fertilisation lors de leur culture, elles fournissent de 

l’azote à la culture suivante. Il existe cependant un manque de références sur certaines 

légumineuses à graines et notamment la culture du pois d’hiver. En effet, si des données 

acquises dans différentes régions françaises sont disponibles, aucune référence n’a été publiée 

pour la Normandie où la culture du pois d’hiver connaît un récent regain d’intérêt. 

Cette thèse propose d’évaluer, sur une période de deux ans, l’effet du remplacement du colza 

par le pois d’hiver en tête de rotation en réalisant une analyse comparative de ces deux 

successions (pois d’hiver-blé et colza-blé). L’objectif était d’évaluer l’effet de ce changement 

de tête de rotation (pois d’hiver vs colza) sur l’état biologique du sol et les flux d’azote à 

différentes échelles spatiotemporelles. Les résultats ont révélé une forte variabilité spatio-

temporelle dans la réponse des communautés microbiennes du sol, et mis en évidence 

l’importance du contexte pédoclimatique dans le déterminisme de l’abondance et de l’activité 

des communautés microbiennes du sol. Ils ont montré par ailleurs, l’effet positif du pois d’hiver 

sur la disponibilité de l’azote minéral au cours du cycle cultural et pour les cultures suivantes, 

ici le blé puis l’orge. Les apports d’azote minéral dans le sol lié à la contribution des parties 

racinaires via la rhizodéposition et à la dégradation des résidus de culture après récolte ont été 

évalués au cours de ce travail de thèse. En effet, si la rhizodéposition s’est révélée plus 

importante sous pois d’hiver, elle n’a pas eu d’impact significatif sur les communautés 

microbiennes rhizosphériques. Contrairement à ces observations, la dégradation des résidus de 

culture a significativement modifié la composition des communautés bactériennes en lien avec 

leur composition biochimique initiale. 

La succession culturale incluant le pois a enrichi le sol en azote minéral mais des risques de 

perte d’azote par lixiviation de l’ordre de 23 kg N. ha-1 ont été estimés. Ces constats soulignent 

l’importance d’adapter la conduite des systèmes de culture incluant le pois d’hiver, en limitant 

les pertes d’azote par lixiviation et en maximisant son utilisation par les cultures suivantes. Les 

résultats de ces travaux ont confirmé la diminution des quantités d’engrais azoté utilisées dans 

la succession contenant le pois, sans préjudice de productivité, ni pour le pois, ni pour la culture 

suivante, ici, le blé. Finalement, introduire le pois d’hiver dans la rotation de culture en région 

Normandie, semble permettre de répondre à la problématique d’augmentation du coût des 

intrants, et aux enjeux de transition agroécologique et d’autonomie protéique régionale. 

  



 

 

Abstract 

The agroecological transition targets triple agronomic, ecological, and societal performance 

of farms. Some new agricultural practices had emerged to develop a new cropping system to 

respond to these constraints. Legumes constitute an interesting alternative. Indeed, legumes are 

advantageous for soils due to their symbiotic relationship with nitrogen-fixing bacteria. The 

presence of compatible rhizobia combined to nitrogen-limited conditions promotes symbiosis 

which is the most efficient way for legumes to acquire more nitrogen. Compared with non-

nodulated plants, symbiosis provides a competitive advantage by increasing soil nitrogen pool. 

However, some grain legumes, notably winter pea, are rarely studied, especially in the 

Normandy region where no reference has been published for this crop.  

The objective of this study is to compare two crop successions for a period of two years 

(winter pea-wheat and rapeseed-wheat), in order to assess the effect of replacing rapeseed by 

winter pea at the head of the rotation .We evaluated the effect of these two crops (winter pea vs 

rapeseed) on the biological state of the soil and nitrogen fluxes at different spatio-temporal 

scales. The results showed a significant spatio-temporal effect on the response of soil microbial 

communities and highlighted the importance of the pedoclimatic context in determining the 

abundance and activity of soil microbial communities. A positive effect of winter pea has been 

demonstrated on the availability of mineral nitrogen during the crop cycle and for following 

crops (wheat and barley). The supply of nitrogen to the soil is linked to the rhizodeposition of 

nitrogen via plants roots and the degradation of crop residues after harvest. Our results showed 

that winter pea exhibited the greatest amount of nitrogen rhizodeposition. However, 

rhizodeposition did not have a significant impact on rhizospheric microbial communities. 

Contrary to these observations, the degradation of crop residues significantly modified the 

composition of bacterial communities linked to their initial biochemical composition.  

Crop succession including winter pea enriched the soil with mineral nitrogen but simulation 

with STICS software revealed a nitrogen leaching around of 23 kg N. ha-1 during the cropping 

cycle. These findings underline the importance of adapting an adequate crop management 

system, including winter pea, to limit nitrogen losses. The results showed also that wheat yields 

after winter pea without the use of nitrogen fertilizers were equivalent to those obtained after 

rapeseed. However, rapeseed required significant nitrogen fertilization. Including winter pea in 

crop rotation in Normandy region may be a key to enhance productivity, to respond to the 

challenges of agroecological transition, regional protein autonomy, and to reduce 

environmental and economic costs, by reducing notably, the costs of fertilizers production and 

uses. 

 

 


