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- Résumé -
La symbiose mycorhizienne à arbuscules est une association mutualiste qui s’établit entre 

les racines de la majorité des plantes terrestres et les champignons souterrains du sous-phylum 

des Gloméromycetes. Cette interaction est bénéfique pour les deux partenaires : le champignon 

fournit à la plante des minéraux (principalement phosphore et azote) et il obtient en retour des 

molécules carbonées (sous forme de lipides et d’oses), indispensables à sa survie. Cette 

interaction est initiée par un dialogue moléculaire, impliquant d’une part des molécules 

chitiniques d’origine fongique et d’autre part des hormones secrétées par la plante, les 

strigolactones. Une fois la symbiose établie, elle est contrôlée par des hormones végétales, qui 

favorisent ou inhibent son maintien. De manière intéressante, malgré que de nombreuses espèces 

bactériennes et fongiques du sol aient été décrites comme capables de produire des hormones 

végétales, pour moduler leurs interactions avec les plantes, peu d’études décrivent la capacité 

des champignons mycorhiziens à arbuscules à biosynthétiser de telles molécules. Pourtant, des 

gènes codants pour des récepteurs putatifs à deux phytohormones – Cytokinines et Ethylène - 

ont été identifiés chez certains champignons endomycorhiziens.  
Le premier objectif de ce travail a été d’identifier des hormones végétales chez le 

champignon endomycorhizien modèle Rhizophagus irregularis. Ce champignon étant biotrophe 

obligatoire, incapable de se développer en absence de partenaire végétal, nous avons utilisé des 

spores en germination axénique afin d’éviter toute contamination issue de la plante. A l’aide de 

méthodes d’analyses biochimiques, sensibles et précises, nous avons mis en évidence la présence 

de quatre hormones végétales dans les extraits fongiques : une auxine (acide indole-3-acétique), 

une cytokinine (isopentenyl-adénosine), un acide gibbérellique (GA4) et l’éthylène. Nos 

expériences suggèrent, de plus, que comme chez la plupart des champignons, R. irregularis utilise 

une voie KMBA-dépendante pour biosynthétiser l’ethylène. Le deuxième objectif a été de 

déterminer l’origine de biosynthèse de ces hormones. Elles peuvent soit être métabolisées par le 

champignon, soit être importées durant les échanges symbiotiques avec la plante. Pour 

démontrer une éventuelle biosynthèse fongique, nous avons initié des expériences 

d’incorporation et de suivi de marquages isotopiques, en faisant germer des spores en présence 

de sources de carbones marqués. Un troisième objectif a visé à initier des travaux sur les effets 

des cytokinines et de l’éthylène sur R. irregularis, puisqu’il possède des récepteurs putatifs à ces 

deux phytohormones.  
La preuve biochimique de la présence d’hormones chez R. irregularis constitue une 

découverte importante pour la communauté. Cette découverte ouvre de nouvelles perspectives 

quant à leurs rôles et leurs régulations lors de la symbiose. Celles-ci pourraient avoir un impact 

direct sur la physiologie des champignons endomycorhiziens, contribuer au dialogue 

moléculaire plante-champignon ou inter-plantes, via le réseau mycélien, mais également 

influencer les communautés microbiennes du sol. Ces résultats encourageront à davantage 

étudier les plantes dans leur microbiome naturel et permettront de mieux comprendre comment 

un langage hormonal commun, qui s'est développé au cours de l'évolution, a contribué à 

l’interaction entre les plantes et les champignons mycorhiziens depuis qu'elles ont colonisé le 

milieu terrestre.  

Mots clés : Symbiose, Champignon mycorhizien à arbuscules, Rhizophagus irregularis, Hormones 

végétales, Spectrométrie de masse, Auxine, Cytokinine, Ethylène, Gibbérelline.  



 

 

 



- Abstract -
Arbuscular mycorrhizal symbiosis is a mutualistic association established between the 

roots of most of land plants and soil fungi of the Glomeromycete subphylum. This interaction is 

beneficial for both partners: the fungus provides the plant with minerals (mainly phosphorus and 

nitrogen) and in return obtains carbon molecules (in the form of lipids and oses), which are 

essential for its survival. This interaction is initiated by a molecular dialogue, involving chitinic 

molecules from fungal origin and phytohormones secreted by the plant, the strigolactones. Once 

the symbiosis is established, it is controlled by plant hormones, which promote or inhibit its 

maintenance. Interestingly, although many soil bacterial and fungal species have been able to 

produce plant hormones to modulate their interactions with plants, few studies describe the 

ability of arbuscular mycorrhizal fungi to biosynthesize such molecules. Furthermore, genes 

encoding two putative phytohormone receptors - Cytokinins and Ethylene - have however been 

identified in certain endomycorrhizal fungi.  
The first objective of this work was to identify plant hormones in the model 

endomycorrhizal fungus Rhizophagus irregularis. As this fungus is an obligate biotroph, unable to 

develop in the absence of a plant partner, we used Rhizophagus irregularis germinating spores in 

axenic conditions in order to avoid any contamination from the plant. Using sensitive and 

precise biochemical analysis methods, we have demonstrated the presence of four 

phytohormones in fungal extracts: an auxin (indole-3-acetic acid), a cytokinin (isopentenyl-

adenosine), a gibberellic acid (GA4) and ethylene. Our experiments further suggest that, like in 

most fungi, R. irregularis uses a KMBA-dependent pathway to biosynthesize ethylene. The 

second objective was to determine the origin of biosynthesis of these hormones. They can either 

be metabolized by the fungus, or can be imported during symbiotic exchanges with the plant. 

To demonstrate a possible fungal biosynthesis, we initiated isotopic labelling experiments, by 

germinating spores in the presence of labelled carbon sources. A third objective was to initiate 

work on the effects of cytokinins and ethylene on R. irregularis, since it has putative receptors for 

these two phytohormones.  
Biochemical evidence for the presence of hormones in R. irregularis is an important 

discovery for the community. This discovery opens up new perspectives to understand their roles 

and regulations during the symbiosis. These could have a direct impact on the physiology of 

endomycorrhizal fungi, contribute to the plant-fungus or inter-plant molecular dialogue, via the 

mycelial network, but also influence the microbial communities in the soil. These results will 

further encourage the study of plants in their natural microbiome and will provide a better 

understanding of how this common hormonal language, has contributed to this symbiosis 

through the evolution, that started when plants colonized the land and interacted with soil fungi. 

Keywords: Symbiosis, Arbuscular mycorrhizal fungi, Rhizophagus irregularis, Phytohormones, 

Mass spectrometry, Auxine, Cytokinine, Ethylene, Gibberelin 





- Liste des abréviations -

ABA : Acide abscissique 

ABA-GE : Acide abscissique glucose esther 

ACC : Acide 1-aminocyclopropane-1-carboxylique 

ACN : Acétonitrile 

ACO : ACC oxidase 

ACS : ACC synthase 

AKG : α-keto-glutarate 

BAP : Benzyladenine 

BAPG : Benzyladénine glucoside 

BAPR : Benzyladénosine 

BL : Brassinolide 

BRs : Brassinostéroïdes 

CKs : Cytokinines 

CMA(s) : Champignon(s) mycorhizien(s) à arbuscules 

CMN : Réseau mycélien commun 

COs : Chito-oligosaccharides 

CSSP : Voie de signalisation symbiotique commune 

cZ : cis-Zéatine 

cZR : cis-Zéatine riboside 

Da : Dalton 

DC : Double compartiment  

DHZ : dihydrozéatine 

DHZG : dihydrozéatine glucoside 

DHZR : dihydrozéatine riboside 

DMAPP : Diméthylallyl-pyrophosphate 

EFE : Ethylene forming enzyme 

ELISA : Dosage d'immunoabsorption par enzyme liée 

ERM : Mycélium extra racinaire 

ET : Ethylène 

FAS : Fatty acid synthase 



FT-ICR : Spectrométrie de masse à résonance cyclonique ionique 

GAs : Acide gibbérellique / Gibbérellines 

GC : Chromatographie en phase gazeuse 

GSE : Exsudat de spores germées 

HRMS : Spectrométrie de masse en haute résolution 

IAA : Acide indole 3-acétique 

IAA-ala : Acide indole 3-acétique alanine 

IAA-asp : Acide indole 3-acétique aspartate 

IAAs : Auxines 

IAM : Indole-3-acétamide 

IAox : l’indole-3-acetaldoxime 

IBA : Acide indole 3-butyrique 

iP : Isopentenyladénine 

iP9G : Isopentenyladénine 9-glucoside 

IPA : Acide indole 3-propanoïque 

iPR : Isopentenyladénosine 

IPT : Isopentenyl transferase 

IPyA : Acide indole-3-pyruvic  

JA-ile : Jasmonate isoleucine 

JAs : Jasmonates 

KG : Kinétine glucoside 

Ki : Kinétine 

KMBA : Acide α-keto γ-methylthiobutyrique 

KR : Kinétine riboside 

LC : Chromatographie en phase liquide 

LCOs : Lipochito-oligosaccharides 

LLE : Extraction liquide-liquide 

LOG : Lonely Guy 

LPME : Micro-extraction en phase solide 

LRR-RLK : Leucine-rich repeat receptor like kinase 

m/z : Rapport masse sur charge 

MCP : 1-methylcyclopropène 

MeJA : Methyl-jasmonate 

MeOH : Méthanol 



MeSA : Methyl-salicylate 

MRM : Multiple reaction monitoring 

MS : Spectrométrie de masse 

mT : meta-Topoline 

NAA : Acide naphtalène 1-acétique 

Pi : Phosphate inorganique 

PPA : Appareil de pré-pénétration 

ppm : Partie par million  

Qtrap : Quadripôle-cellule de collision-trappe à ion linéaire 

SA : Acide salicylique 

SAM : S-adénosylmethionine 

SAs : Salicylates  

SLs : Strigolactones 

SPE : Extraction en phase solide 

SPME : Micro-extraction en phase liquide  

TG : Topoline glucoside 

TOF : Temps de vol 

TR : Topoline riboside 

TSQ : Triple quadripôles 

tZ : trans-Zéatine 

tZR : trans-Zéatine riboside 

VOCs : Composés organiques volatils 

Xic : Chromatogramme d’ion extrait 

Z : Zéatine 

ZG : Zéatine glucoside 

ZR : Zéatine riboside 
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- Introduction - 
Issu des mots grecs σύν et βίος signifiant respectivement ensemble et vie, le mot 

symbiose définit une association durable et intime entre deux organismes de différentes 

espèces. Cette définition comprend donc les interactions parasitiques ou commensalistes, 

mais le mot symbiose réfère plus souvent à une interaction mutualiste, c’est-à-dire 

bénéfique pour les deux organismes. Ce type d’interaction est largement retrouvé dans le 

monde du vivant, et fait intervenir des acteurs des différents royaumes, bactéries, archées, 

animaux, plantes et champignons. Par exemple, on retrouve chez l’homme plus de 1300 

espèces de bactéries différentes dans le microbiome intestinal, représentant jusqu’à un 

kilogramme de biomasse. Ce microbiome participe à certaines fonctions digestives, 

comme la dégradation des polysaccharides ou la production d’acides aminés essentiels, 

mais joue également un rôle physiologique et immunitaire (Cresci and Bawden, 2015). 

Chez certains organismes, ce type de symbiose est indispensable à la survie de l’hôte et 

du symbionte, comme chez les termites. Ceux-ci sont incapables de dégrader 

intégralement la cellulose et la ligno-cellulose et font intervenir différentes bactéries, 

archées et champignons « termitomycètes » dans ce processus (Nobre and Aanen, 2010; 

Maurice and Erdei, 2018). Cette relation symbiotique est dite « obligatoire » lorsqu’elle 

est indispensable à la survie d’un des partenaires. 

De nombreuses relations symbiotiques sont également retrouvées dans le règne 

végétal, entre les plantes et certaines espèces présentes dans leur microbiome. La 

symbiose fixatrice d’azote fait partie des symbioses les plus connues. Cette interaction 

s’établit entre les racines des plantes des familles des Fabales, Fagales, Cucurbitales et 

Rosales (Griesmann et al., 2018) et les bactéries Rhizobia et Actinohizobia présentes 

naturellement dans le sol. Ces bactéries sont internalisées dans les racines, qui vont 

développer des nodules pour les y accueillir. Les bactéries se multiplient et se 

différencient en bactéroïdes à l’intérieur des cellules nodulaires et vont alors être en 

mesure de capter l’azote atmosphérique gazeux et, grâce à l’hydrogène de l’eau, vont le 

transformer en ammoniac puis en ammonium hydrosoluble, assimilable par la plante. En 

échange, la plante fournit du carbone issu de la photosynthèse. Cette symbiose est dite 

facultative, car les deux organismes impliqués sont capables de se développer seuls,  



Figure 1 : Illustration des symbioses mycorhiziennes 

Lors de la symbiose ectomycorhizienne (en bleu), les hyphes se développent à l’extérieur 
et autour de la racine en formant un manchon et colonisent l’espace intra-racinaire 
épidermal (vert), jusqu’aux cellules corticales (marron), formant le réseau de Hartig. Lors 
de la symbiose mycorhizienne à arbuscules (en rouge), les hyphes, issus d’une spore, 
forment une structure d’adhésion, appelée hyphopode, au contact de la racine, avant de 
coloniser l’espace inter-racinaire jusqu’aux cellules corticales où ils forment des structures 
hyper-ramifiées appelées arbuscules. 

Issu de (Bonfante and Genre, 2010) 
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indépendamment de leur partenaire. Toutefois, cette interaction s’avère bénéfique pour 

l’hôte et le symbionte : elle permet d’améliorer la nutrition azotée de la plante et celle-ci 

fournit en retour un environnement anaérobique pour les bactéries, ainsi que des 

nutriments.  

A la différence de la symbiose fixatrice d’azote, qui concerne un nombre d’espèces 

limité chez les Angiospermes, un autre type de symbiose est retrouvé chez presque 

l’ensemble des plantes terrestres. Celle-ci implique des champignons présents dans le sol 

et est appelée symbiose mycorhizienne ; elle se distingue en deux catégories différentes. 

Quand les champignons se développent à la surface de l’épiderme et dans les espaces 

intercellulaires de la racine, il s’agit d’ectomycorhize. Les hyphes forment un manchon 

autour de la racine, et pénètrent jusqu’aux parois des cellules corticales (Figure 1). Ce 

réseau mycélien intra-racinaire, appelé réseau de Hartig, sert d’interface d’échange entre 

les deux organismes (Nehls, 2008). Les ectomycorhizes sont formées par des 

champignons appartenant aux phylums des Basidiomycètes et des Ascomycètes au sein des 

racines de certains arbres des forêts tempérées et boréales (Smith and Read, 2008; Martin 

et al., 2017). Par opposition on distingue l’endomycorhize, pour laquelle il existe 

différents types : les symbioses mycorhiziennes éricoïdes, orchidoïdes, ou 

jungermanniales, mais la symbiose endomycorhizienne la plus répandue est la symbiose 

mycorhizienne à arbuscules. En plus de se propager dans l’apoplasme, les hyphes des 

champignons mycorhiziens à arbuscules (CMAs) établissent dans les cellules corticales 

des structures extrêmement ramifiées, appelées arbuscules, qui donnent leur nom à cette 

symbiose. Ils servent de lieux d’échange privilégiés entre la plante et le champignon 

(Figure 1).  

Les CMAs seront au cœur de ce projet de recherche. Par extension, l’appellation 

« symbiose » fera donc ici référence à la symbiose mycorhizienne à arbuscules.  

1 - La symbiose mycorhizienne à arbuscules 

1.1 - Une interaction ancienne et très répandue 

La symbiose mycorhizienne à arbuscules est une interaction entre la plupart des 

plantes terrestres et les champignons du sous-phylum des Glomeromycotina (Schüßler et 

al., 2001; Spatafora et al., 2017). Elle est considérée comme la symbiose la plus ancienne,  



Figure 2 : Etablissement de la symbiose mycorhizienne à arbuscules 

La germination des spores est suivie de la croissance d’un tube germinatif à la recherche 
d’un partenaire végétal (phase a-symbiotique). La perception d’exsudats racinaires, 
principalement des strigolactones, induit une forte ramification des hyphes. Les CMAs 
exsudent des molécules chitiniques (les facteurs Myc : COs et LCOs), perçues par la plante. 
Ceci déclenche la voie de signalisation symbiotique commune (CSSP), induisant des 
oscillations calciques nucléaires et la transcription de gènes nécessaires à l’établissement 
de la symbiose (noyaux verts) (phase pré-symbiotique). Une fois au contact de la racine, le 
CMA forme une structure d’adhésion appelée hyphopode, et la membrane de la cellule 
épidermique s’invagine pour former l’appareil de pré-pénétration (PPA) afin de permettre 
l’invasion racinaire par le champignon. Le champignon est guidé à l’intérieur de la racine, 
et développe ses hyphes dans l’apoplasme jusqu’aux cellules corticales. La membrane 
plasmique des cellules corticales s’invagine formant avec le champignon des structures 
ramifiées appelées arbuscules, constituant le principal lieu d’échange de nutriments entre 
les deux partenaires (phase symbiotique). Grâce au carbone fournit par la plante, le 
mycélium extra-racinaire (ERM) se développe dans le sol et forme de nouvelles spores. 

Adapté de (Parniske, 2008; Bonfante and Genre, 2010) 
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datée, à l’aide de données fossiles, de plus de 450 millions d’années (Remy et al., 1994; 

Redecker, 2000), et coïncide avec l’émergence des plantes terrestres (Wellman et al., 

2003). Plusieurs auteurs proposent que les CMAs auraient favorisé la colonisation des 

sols par les plantes, grâce à la mise en place d’interactions symbiotiques (Pirozynski and 

Malloch, 1975; Rensing, 2020). Cette interaction est retrouvée chez de nombreuses 

plantes présentant des caractères ancestraux, telles que les plantes non vasculaires de la 

famille des anthocérotes et des hépatiques (Brundrett, 2002; Field et al., 2012). Cette 

symbiose se distingue donc par son large spectre d’hôtes. Il est estimé que 72% des 

plantes terrestres sont capables de réaliser des interactions symbiotiques avec les CMAs 

(Brundrett and Tedersoo, 2018) et la perte de la capacité à mycorhizer serait associée à la 

perte de gènes indispensables à sa mise en place, comme par exemple chez la plante 

« modèle » Arabidopsis thaliana (Delaux et al., 2014; Bravo et al., 2016).  

D’un point de vue phylogénétique, les Gloméromycètes (ou plus exactement les 

Glomeromycotina), comprenant l’ensemble des CMAs, font partie du phylum des 

Mucoromycota (Spatafora et al., 2017), au sein des « early diverging fungi » (Berbee et al., 

2017). Les 250 espèces de Gloméromycètes sont réparties dans quatre ordres : les 

Archéosporales, les Paraglomérales, les Glomérales et les Diversisporales (Schüßler, 

2002). Rhizophagus irregularis, notre CMA modèle, est issu des Glomérales, il a été le 

premier à avoir son génome séquencé (Tisserant et al., 2013). 

1.2 - Développement de la symbiose 

1.2.1 - Phase a-symbiotique 

Avant toute rencontre avec une plante, les spores des CMAs ont la capacité de 

germer seules dans le sol. Leur germination peut être déclenchée par des facteurs 

environnementaux, tels que des variations de température, d’humidité, de pH, ou encore 

la concentration en nutriments (Giovannetti, 2000), ou encore des signaux d’origine 

végétale comme les strigolactones, une hormone végétale dont le rôle sera détaillé ci-

après. Un tube germinatif va alors se former à partir de l’hyphe porteur, puis se 

développer et se ramifier, en puisant dans les réserves énergétiques de la spore (Bécard et 

al., 2004) (Figure 2 et 3A). En absence de partenaire végétal, l’hyphe germinatif va se 

septer et le cytoplasme se rétracter dans la spore, qui peut également re-sporuler et 



Figure 3 : Différentes structures fongiques typiques des CMAs 

(A) Spore de Rhizophagus irregularis en germination (barre d’échelle = 60 μm). (B) Spore de
R. irregularis, dont les noyaux sont marqués au SYTO10 et observée en microscopie à
fluorescence (barre d’échelle = 10 μm). (C) Racine de Medicago truncatula mycorhizée par
R. irregularis. Les structures fongiques sont marquées à l’encre de Schaeffer (barre échelle
= 100 μm). (D) Arbuscule de R. irregularis, marqué au Wheat Germ Agglutin-Fluorescein
isothiocyanate et observé en microscopie à fluorescence (barre d’échelle = 10 μm). (E)
Spores de R. irregularis nouvellement formées (barre d’échelle = 100 μm).

Crédit : Aurélie Le Ru, Bruno Guillotin et (Tisserant et al., 2013) 

A 

B 

C 

D 

E 

- 6 -



- Introduction -

- 7 - 

produire des spores plus petites (Hildebrandt et al., 2002). Les réserves lipidiques des 

spores (Olsson and Johansen, 2000) permettent une autonomie énergétique pour la 

germination, mais permettent également aux spores de germer plusieurs fois 

successivement (Koske, 1981) favorisant ainsi les rencontres avec un hôte (Bécard et al., 

2004). 

1.2.2 - Dialogue moléculaire, la phase pré-symbiotique 

Initialement, il a été observé qu’au voisinage de la racine d’une plante hôte, les 

hyphes des CMAs se ramifient (Graham, 1982; Bécard and Piché, 1989b; Giovannetti et 

al., 1996). La purification partielle des exsudats racinaires a permis de mettre en évidence 

une fraction contenant un « branching factor » (Buée et al., 2000). Une purification de 

cette fraction, couplée à des analyses de biochimie analytique, telles que la spectrométrie 

de masse, ont permis de mettre en évidence que les Strigolactones (SLs) étaient des 

molécules actives sur le CMA (Akiyama et al., 2005). Initialement remarquées par leur 

rôle stimulateur dans la germination des graines de plantes parasites (Cook et al., 1972), 

elles ont aussi été identifiées plus tardivement comme des hormones végétales, capables 

d’inhiber le développement des bourgeons axillaires et donc la ramification des parties 

aériennes (Gomez-Roldan et al., 2008; Umehara et al., 2008). Aujourd’hui, les SLs sont 

connues pour jouer de très nombreux rôles physiologiques chez la plante (Yang et al., 

2019). Chez les CMAs, il est aujourd’hui clairement établi que les SLs sont capables, à 

elles seules, de provoquer la germination des spores et la ramification des hyphes, en 

stimulant l’activité mitochondriale et la synthèse d’ATP (Besserer et al., 2006, 2008). 

Cette ramification étendue permettrait au champignon d’augmenter les chances de 

rencontre avec des racines hôtes afin d’établir la symbiose. Toutefois, les SLs ne sont pas 

indispensables à l’établissement de la symbiose puisque des mutants incapables de les 

synthétiser, bien que faiblement colonisés, sont toujours capables de mettre en place la 

symbiose (Gomez-Roldan et al., 2008). 

Les CMAs sont également capables de sécréter des molécules de signalisation, 

perçues par la plante et impliquées dans l’établissement de la symbiose. Généralement 

appelées « Myc-factor », ces molécules sont composées de fragments de chitines, un 

enchainement d’unités de β-1,4 N-Acétylglucosamines. Ce type de molécules, de la 

famille des chitines, qui composent les parois fongiques, a d’abord été identifié comme 



- 8 -

sécrété par les bactéries rhizobiennes et indispensable à la signalisation et à l’initiation de 

la symbiose nodulaire, et appelé « Nod-factors » (Lerouge et al., 1990; Gough and 

Cullimore, 2011). Ils ont été décrits comme des lipochito-oligosaccharides (LCOs). Des 

légumineuses mutantes dans la voie de signalisation des facteurs Nod présentent 

également un phénotype mycorhizien réprimé (Oldroyd, 2013). L’hypothèse que les 

CMAs produiraient également ce type de molécules, pour déclencher une voie de 

signalisation commune aux deux symbioses, appelée CSSP (Common Symbiotic 

Signalling Pathway) a alors été émise. Ainsi, des « Myc-LCOs » ont été caractérisés en 

tant que premiers signaux fongiques favorisant la symbiose (Maillet et al., 2011). Les 

LCOs sont capables d’activer des gènes symbiotiques, de stimuler la formation des 

racines latérales et d’augmenter le taux de mycorhization (Maillet et al., 2011; Camps et 

al., 2015). En plus des LCOs, les CMAs produisent également des chito-oligosaccharides 

(COs) courts capables de déclencher également la CSSP et leur production est induite en 

réponse aux strigolactones (Genre et al., 2013; Volpe et al., 2020). De manière combinée, 

il a récemment été démontré que la perception des COs et des LCOs par la plante hôte 

favorise l’établissement de la symbiose mycorhizienne (Feng et al., 2019). De plus, il a été 

montré que de nombreux champignons du sol sont capables de produire ces molécules 

chitiniques, pouvant stimuler la germination des spores et inhiber la ramification des 

hyphes secondaires (Rush et al., 2020). 

Les modes de perception des signaux symbiotiques par les CMAs restent encore à 

être explorés. Pour les plantes, la perception des COs et LCOs se fait à l’aide de 

récepteurs de type Leucine-Rich Repeat Receptor-Like Kinase (LRR-RLK) (Zipfel and 

Oldroyd, 2017). Cette reconnaissance entraine des oscillations calciques dans le noyau 

(Kosuta et al., 2008), qui sont décodées par des protéines kinases Ca2+/calmoduline-

dépendante (Hayashi et al., 2010). Celles-ci vont alors moduler l’activité de facteurs de 

transcription et induire l’expression de gènes symbiotiques, pour permettre la mise en 

place de la symbiose (Yano et al., 2008).  

1.2.3 - Etablissement des structures fongiques 

Une fois le contact établi entre les deux partenaires, plusieurs mécanismes rentrent 

en jeu pour permettre la colonisation des racines hôtes par les CMAs. Au contact des 

racines, les hyphes vont former une structure d’adhésion et de pénétration appelée 
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hyphopode, qui sera leur point d’entrée dans la racine (Genre et al., 2005). Les cellules 

épidermiques, au contact de ces structures fongiques, vont opérer, de façon 

concomitante, une restructuration cellulaire pour accueillir le CMA, grâce au dialogue 

moléculaire précédemment établi. Un pont cytoplasmique est ainsi formé par remodelage 

du cytosquelette, formant un canal intracellulaire appelé appareil de pré-pénétration 

(PPA). Une fois le PPA formé, l’hyphe en contact avec la cellule épidermique va pouvoir 

franchir la paroi et être guidé au travers de l’épiderme vers les couches plus internes de la 

racine (Genre et al., 2005). L’hyphe va alors se développer dans les espaces 

intracellulaires, jusqu’à atteindre les cellules corticales pour y former les arbuscules 

(Figure 2, 3C et D). 

L’arbuscule est une structure fongique hyper-ramifiée qui s’établit au sein des 

cellules corticales, jusqu’à occuper la quasi-totalité du volume cellulaire. Les mécanismes 

cellulaires et moléculaires contrôlant l’élaboration de cette structure fongique sont encore 

largement méconnus. Du point de vue de la plante, il est toutefois établi que la formation 

de l’arbuscule, comme pour celle du PPA, qui est corrélée à une réorganisation 

structurale importante, est provoquée par une reprogrammation transcriptomique 

(Siciliano et al., 2007). La membrane plasmique va s’invaginer pour permettre au 

champignon de se développer dans la cellule, sans pour autant lui permettre l’accès au 

cytoplasme (Genre et al., 2008). L’arbuscule est alors contenu dans un nouvel espace 

apoplastique, appelé espace péri-arbusculaire, qui constituera l’interface principale 

d’échange entre les deux partenaires (Paszkowski, 2006) (Figure 4B). Ces évènements 

nécessitent un repositionnement de l’appareil de Golgi à proximité des structures 

fongiques (Pumplin and Harrison, 2009), permettant d’adapter et réguler l’extension de la 

membrane péri-arbusculaire en fonction du développement fongique (Genre et al., 2012). 

De nombreux gènes de plantes contrôlent la progression du champignon dans la 

racine et l’établissement des structures d’échanges. On peut par exemple citer des facteurs 

de transcription de la famille des GRAS, comme « Required for Arbuscular 

Mycorhization 1 » (RAM1), « Nodulation Specific Pathway 1 and 2 » (NSP1/2), 

DELLA1/2, « Reduced Arbuscular Devellopment 1» (RAD1) (Maclean et al., 2017). 

D’autres gènes impliqués dans les réarrangements membranaire et cellulaire ont 

également été décrits comme EXO70I, SYP132, VAMP721, VAPYRIN (Harrison and 
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Ivanov, 2017). Enfin de nombreux gènes régulant le transport de nutriments pour les 

échanges symbiotiques ont été caractérisés (Maclean et al., 2017), et seront décrits ci-

après. 

1.2.4 - Croissance extra-racinaire 

Une fois que les premiers arbuscules se sont développés et que les échanges 

symbiotiques s’opèrent, le champignon va alors développer un réseau mycélien extra-

racinaire (ERM) (Bago, 2000). Les hyphes vont se développer et croitre dans le sol à la 

recherche de nutriments à fournir à la plante en agissant comme une extension des 

racines. En fonction de l’environnement, on peut retrouver entre 2 et 100 mètres de 

mycélium de CMA par gramme de sol, ou jusqu’à plusieurs centaines de mètres d’hyphes 

par mètre de racine hôte colonisée (Leake et al., 2004). Comme les ERM explorent un 

volume de sol bien plus important que les racines et que leur surface totale d’échange 

avec leur environnement est bien plus grande, ils captent plus efficacement les nutriments 

(Leake et al., 2004; Sawers et al., 2017), qu’ils pourront échanger par la suite. 

Les ERM ont également la capacité de coloniser une ou plusieurs plantes hôtes 

formant un réseau mycélien commun (CMN) (Selosse et al., 2006). Deux plantes 

distinctes peuvent alors être interconnectées par le biais d’un seul et même champignon, 

permettant l’étude d’échanges tripartites. Un transfert de carbone entre deux plantes par 

le biais d’un CMN ectomycorhizien a par exemple été observé (Simard et al., 1997; 

McKendrick et al., 2000). Dans le cas des endomycorhizes, l’importance du CMN 

comme vecteur d’information, en cas d’attaque pathogène (champignon nécrotrophe, 

insectes) a pu être mis en évidence : le CMN permet un transfert d’information, de nature 

encore inconnue, entre une plante attaquée par le champignon pathogène Altenaria solani, 

ou différents insectes herbivores tels que des larves de Manduca sexta, de Spodoptera litura 

ou Acrythosiphon pisum, et une plante saine distante (Lycopersicon esculentum, Nicotiana 

attenuata, Vicia faba), permettant à cette dernière d’activer préemptivement les 

mécanismes de défense pour y faire face (Song et al., 2010, 2015, 2019; Babikova et al., 

2013). Les CMAs peuvent donc jouer un rôle bien plus vaste que celui de simple 

biofertilisant et permettre aux différentes plantes d’interagir, grâce à eux, comme une 

communauté à part entière. 
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Pour finir, grâce aux ressources carbonées fournies par la plante hôte, le CMA va 

pouvoir produire de nouvelles spores au niveau des ERM, qui pourront germer à leur 

tour et ainsi poursuivre le cycle de vie du CMA (Bago et al., 1998; Fortin et al., 2005) 

(figure 2 et 3E). 

1.3 - Echanges symbiotiques entre la plante et le champignon 

Les échanges bidirectionnels de nutriments entre les deux partenaires sont au 

cœur de la symbiose mycorhizienne à arbuscules (Figure 4). Les CMAs sont des 

biotrophes obligatoires et ne peuvent pas se développer sans cette interaction, tandis que 

la plante bénéficie d’un avantage nutritif qui améliore sa croissance et sa résistance aux 

stress. 

1.3.1 - Des échanges allant du champignon vers la plante… 

Chez les plantes, comme chez tous les autres organismes vivants, le phosphore 

sert à la fabrication d’acides nucléiques, de membranes et joue un rôle dans le 

métabolisme énergétique et dans les processus de signalisation cellulaire. Sa disponibilité 

influence donc grandement le développement des plantes. Dans les sols, le phosphore est 

largement présent sous forme insoluble, non assimilable par les plantes (Schachtman et 

al., 1998). Le phosphate inorganique (Pi) est en revanche assimilable par la plante, et est 

généralement retrouvé en concentrations suffisantes (>10 µM) (Bieleski, 1973). 

Cependant, il s’agit d’un élément peu mobile, et une zone de carence va se développer à 

proximité des racines au fur et à mesure que celles-ci l’assimilent (Schachtman et al., 

1998). En revanche, comme les CMAs explorent un volume de sol bien plus important, 

ils sont capables d’assimiler du phosphate -alors inaccessible pour la plante- supposément 

par le biais de transporteurs exprimées dans les ERM (Benedetto et al., 2005; Fiorilli et al., 

2013) (Figure 4A). Cette assimilation est réalisée en synergie avec des bactéries capables 

de solubiliser le phosphore minéral, le rendant accessible aux CMAs (Zhang et al., 2016). 

Le phosphate est ensuite transporté par voie vacuolaire, sous forme de polyphosphate 

jusqu’au lieu d’échange avec la plante (Hijikata et al., 2010). Dans les arbuscules, les 

polyphosphates sont dépolymérisés, et le Pi est libéré dans l’espace péri-arbusculaire 

(Ezawa et al., 2001; Liu et al., 2013). L’import du Pi par la plante est réalisé à l’aide de 

transporteurs spécifiquement exprimés dans la membrane péri-arbusculaire, tels que 



Figure 4 : Echanges trophiques entre la plante et les CMAs 

(A) Le champignon développe dans le sol un réseau d’hyphes extra-racinaires (ERM), lui
permettant d’assimiler de l’eau et des nutriments (principalement phosphore et azote) hors
d’atteinte pour les racines seules. Il les transfère à la plante et reçoit en retour des molécules
carbonées issues de la photosynthèse. (B) Schéma des échanges ayant lieu dans les cellules
arbusculaires. L’arbuscule est contenu dans la cellule corticale par la membrane plasmique
qui s’est invaginée, pour former l’espace péri-arbusculaire. C’est dans cet espace que le
champignon relache pour la plante du phosphate et de l’azote (initialement convertis
respectivement en poly-phosphate et en arginine, pour leur transport). De même, la plante
transfère dans cet espace des oses et des lipides que le champignon importe et stocke sous
forme de tri-glycérides, glycogène et tréhalose. Ils sont échangés à l’aide de transporteurs
spécifiques végétaux (PT4 pour le phosphate, AMT2 pour l’azote, ou des ABC
transporteurs tels que STRs pour les lipides) ou fongiques (MST2 pour les oses).

Adapté de (Luginbuehl and Oldroyd, 2017) 

A B
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 MtPT4, ou OsPT11 (Harrison et al., 2002; Paszkowski et al., 2002; Javot et al., 2007; 

Yang et al., 2012) (Figure 4B). Le phosphate est l’élément principal échangé par le 

champignon durant la symbiose et le CMA peut fournir, en fonction des espèces, jusqu’à 

90% des besoins en phosphore de la plante (van der Heijden et al., 2008). 

L’azote est également un des éléments fournis par les CMAs à leur plante hôte. 

Bien que plus mobile que le phosphate dans le sol, son assimilation par le champignon 

plutôt que par les racines sera privilégiée par la plante (Kobae et al., 2010; Koegel et al., 

2013). L’affinité des transporteurs d’ammonium fongiques est plus importante que celle 

observée chez les plantes et permet l’assimilation d’azote même en faible concentration 

(Pérez-Tienda et al., 2012). L’azote est transporté jusqu’aux arbuscules sous forme 

d’arginine, pour y être relâché dans l’espace péri-arbusculaire (Govindarajulu et al., 2005; 

Tian et al., 2010). Il est alors assimilé par la plante hôte via des transporteurs localisés 

dans la membrane péri-arbusculaire (Koegel et al., 2013; Breuillin-Sessoms et al., 2015) 

(Figure 4B). 

Pour finir, l’eau fait également partie des apports du champignon à la plante. En 

effet, la symbiose a pour effet d’augmenter la résistance des plantes mycorhizées face au 

stress hydrique (Augé, 2001). Deux aquaporines fongiques ont été identifiées et 

caractérisées. Elles sont exprimées dans les ERM et les cellules arbusculaires et leur 

expression est stimulée en cas de stress hydrique (Li et al., 2013). Côté plante, on retrouve 

également des aquaporines dans les membranes des cellules arbusculaires (Giovannetti et 

al., 2012), laissant penser qu’un transport actif d’eau entre les deux partenaires 

symbiotiques peut avoir lieu. 

1.3.2 - … et de la plante vers le champignon 

En échange des nutriments que les CMAs lui fournissent, la plante fournit 

l’entièreté des besoins carbonés du champignon. Cette contribution représente jusqu’à 

20% du carbone fixé durant la photosynthèse (Bago et al., 2000). Ce transfert était 

initialement considéré comme étant uniquement de nature glucidique. Le transfert direct 

d’hexose et l’expression d’un transporteur fongique de forte affinité dans les hyphes 

intracellulaires et les arbuscules, ont été démontrés (Pfeffer et al., 1999; Helber et al., 

2011). Le champignon reçoit du glucose et du fructose, qu’il stocke sous forme de 

glycogène et de tréhalose (Bécard et al., 1991; Bago et al., 2003) (Figure 4B). De plus, 
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plusieurs transporteurs de sucre indispensables au maintien de la symbiose sont exprimés 

dans les arbuscules (Zhang et al., 2010; Gutjahr et al., 2012; Wipf et al., 2019). Des 

données génomiques récentes ont révélé que les Gloméromycètes ont perdu le gène 

codant pour l’enzyme responsable de la biosynthèse des lipides, la fatty acid synthase 

(FAS) (Wewer et al., 2014; Ropars et al., 2016; Rich et al., 2017). Or, les CMAs stockent 

majoritairement des lipides dans leurs spores, jusqu’à 70% de leur poids sec (Beilby and 

Kidby, 1980). Récemment, le transfert direct de lipides entre la plante hôte et son 

symbionte a pu être mis en évidence (Jiang et al., 2017; Luginbuehl et al., 2017; Keymer et 

al., 2017) (Figure 4B). Les CMAs sont donc auxotrophes aux acides gras, que la plante 

est en mesure de leur fournir. Toutefois, les CMAs possèdent les fatty acid elongases et 

desaturases nécessaires pour permettre l’élongation et la désaturation des lipides fournis 

par la plante, ainsi que toutes les enzymes impliquées dans la ß-oxydation indiquant que 

leur mobilisation en tant que source de carbone et d’énergie est possible (Trépanier et al., 

2005; Tisserant et al., 2012; Wewer et al., 2014). La biotrophie obligatoire de ces 

champignons pourrait donc principalement être due à la perte de la FAS. Par ailleurs, le 

transfert de molécules complexes, comme potentiellement les mono-acyl glycerols (Rich 

et al., 2017), suggère que d’autres molécules de taille similaire pourraient être également 

échangées par les deux partenaires durant la symbiose. 

1.4 - Particularité, défi, et importance de l’étude des champignons 
endomycorhiziens à arbuscules 

1.4.1 - Particularités notables des CMAs 

Les champignons endomycorhiziens à arbuscules sont des organismes avec des 

particularités qui les rendent complexes à étudier. Comme présenté précédemment, les 

CMAs sont des organismes biotrophes obligatoires : leur croissance dépend 

intégralement des interactions symbiotiques avec leur hôte. Il est aujourd’hui impossible 

de produire des spores et du mycélium sans que le CMA soit en interaction avec une 

plante hôte. Récemment, la production in vitro de nouvelles spores de R. irregularis, sans 

que celui-ci soit en interaction avec une plante, a été accomplie (Kameoka et al., 2019; 

Abdellatif et al., 2019). Pour cela, les auteurs de ces études ont enrichi le milieu de culture 

avec différents lipides, comme l’acide (S)-12-methyltetradecanoique, l’acide 
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palmitoléique, le L-α-dimyristoylphosphatidyl-choline et –ethanolamine, ou en utilisant 

des souches bactériennes de Variovorax paradoxus, ce qui a permis d’induire la re-

sporulation de spores mères de R. irregularis en spores filles. Cependant, celles-ci sont 

d’un diamètre plus petit que la spore mère et présentent des taux de germination plus 

faibles (Kameoka et al., 2019). Ces nouveaux milieux de culture ne permettent donc pas 

une production de masse de spores de CMA en absence d’un partenaire végétal. 

Un système de culture a été développé pour permettre la production de matériel 

fongique, en utilisant des racines de carottes transformées par Agrobacterium rhizogenes 

(Mugnier and Mosse, 1987). Cette rhizobactérie possède un ADN de transfert qui peut 

être intégré de façon stable dans le génome de la plante cible (Chilton et al., 1982), 

induisant une croissance indéfinie des racines transformées, même en absence de parties 

aériennes, si du sucre est fourni dans le milieu de culture. Ces racines transgéniques sont 

appelées « hairy roots ». Cette propriété peut être exploitée pour créer un système de 

culture in vitro, axénique, en inoculant des hairy roots avec des spores de CMA, pour 

produire en quantité des spores et du mycélium (Chabot et al., 1992; St-Arnaud et al., 

1996; Declerck et al., 1996) (Figure 5). Les racines sont cultivées dans des boîtes de Petri 

à double compartiment (DC) : elles vont pouvoir se développer dans le premier 

compartiment, mais la barrière physique les isole du deuxième compartiment. En 

revanche, après colonisation des hairy roots, des ERM vont eux pouvoir franchir la 

séparation physique, et coloniser le deuxième compartiment. Ce système permet d’isoler 

d’un côté un compartiment contenant les racines mycorhizées et de l’autre des ERMs qui 

forment des spores. Malgré une croissance lente, les cultures DC permettent d’obtenir un 

matériel vierge de toute contamination d’origine végétale. On peut alors en collecter les 

spores nouvellement formées pour étudier ultérieurement leur germination, la croissance 

des hyphes germinatifs, leur réponse à différents traitements, et leur aptitude à coloniser 

une nouvelle plante hôte. 

In vitro, en absence de plante hôte, la croissance des hyphes germinatifs est 

cependant limitée à quelques jours seulement (Smith and Read, 2008) et le métabolisme 

fongique reste dormant jusqu’à la perception des signaux symbiotiques d’origine végétale 

(Besserer et al., 2006). 



 
 

Figure 5 : Systèmes de culture et de germination des CMAs 

(A) Système de culture des CMAs in vitro dans des boîtes à double compartiment (DC).
Des racines de carotte transformées « hairy roots » sont inoculées avec des spores de R.
irregularis dans le premier compartiment de la boîte, séparé du second par une barrière
physique. Les racines ne peuvent pas franchir cette barrière, à l’inverse des ERM qui
pourront se développer et produire des spores dans le compartiment fongique, tout en
restant connectés à leur hôte (barre d’échelle = 500 μm). En haut, photo d’une boîte vue
de dessus, avec un agrandissement du compartiment fongique (barre d’échelle = 500 μm),
obtenue après plusieurs mois de co-culture. En bas, schéma d’une coupe d’une boîte, dont
les racines sont représentées en marron et noir, et le champignon en rouge. (B) Production
des exsudats de spores germées (GSE). Après rinçage du tampon de stockage, 10 000
spores sont mises à germer dans 25 mL d’eau Milli-Q pendant 7 jours. Les exsudats et les
spores sont ensuite collectés indépendamment pour être analysés.

Compartiment racinaire 
(racines + champignon) 

Compartiment fongique 
(champignon seul) 
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Dans les boîtes DC, les ERM peuvent être considérés comme un compartiment 

« fongique ». Il est toutefois important de noter que les ERM sont toujours reliés à leur 

plante hôte et que les échanges symbiotiques ont toujours lieu. Des molécules d’origine 

végétale peuvent être importées par le champignon et transférées dans le compartiment 

fongique. De même, lorsque les spores sont formées, elles sont connectées à un hyphe 

porteur et reliées à leur hôte. Dès lors, quand nous travaillons avec des spores axéniques, 

celles-ci peuvent exsuder des molécules fournies par la plante et stockées dans les spores. 

Il est également important de prendre en compte que l’import de molécules carbonées à 

partir du milieu de culture par les CMAs est très limité. Bien que l’assimilation de 

glucose ou d’acétate exogène par des spores en germination ait été rapportée (Bücking et 

al., 2008), celle-ci est peu efficace. La source principale de carbone des CMAs provient 

des échanges avec la plante.  

Les CMAs sont des champignons cœnocytiques, c’est-à-dire que les hyphes sont 

non cloisonnés. Plusieurs centaines de noyaux coexistent et circulent dans un même 

cytoplasme. De même pour les spores, certaines peuvent contenir plusieurs milliers de 

noyaux (Bécard and Pfeffer, 1993; Hosny et al., 1998; Tisserant et al., 2013) (figure 3B). 

Même si une transformation stable pourrait être réalisée en isolant des noyaux dans des 

protoplastes, la biotrophie obligatoire de ce champignon empêchera le développement de 

ce fragment isolé. A ce jour, aucune transformation génétique stable de CMA n’as pu 

être réalisée, bien que des transformations transitoires ont pu être obtenues, avec des 

efficacités très faibles, à l’aide de transformations médiées par Agrobaterium tumefaciens et 

par transformation biolistique (Forbes et al., 1998; Helber and Requena, 2007). Ceci 

explique le faible nombre de gènes fongiques caractérisés au niveau fonctionnel, 

impliqués dans l’établissement de la symbiose, alors que de nombreux mutants de plantes 

ont permis d’identifier et de caractériser différents processus régulés par l’hôte. Il existe 

malgré tout des outils nous permettant de contourner ces limitations et de réprimer 

l’expression de gènes fongiques. La stratégie de « Host-Induced Gene Silencing » (HIGS) 

permet d’exploiter la machinerie de production d’ARN interférant de la plante, après 

transformation de ses racines, pour exprimer une structure tige boucle d’intérêt, qui sera 

maturée en ARNi pour cibler un transcrit fongique. Cependant, cette stratégie n’a montré 

son efficacité que sur quelques gènes fongiques uniquement (Helber et al., 2011; Tsuzuki 
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et al., 2016; Sun et al., 2018; Voß et al., 2018; Hartmann et al., 2020). La stratégie 

comparable du « Virus-Host-Induced Gene Silencing » (VHIGS), utilise l’infection d’une 

plante hôte et ses mécanismes de défense face à un virus génétiquement modifié pour 

cibler un transcrit fongique (Kikuchi et al., 2016). Bien que le succès de ces techniques 

semble variable, et leur application lourde, ces approches ont tout de même permis de 

mettre en évidence le rôle de gènes fongiques clés dans la symbiose, tel que le 

transporteur de sucre MST2. 

1.4.2 - Choix de l’organisme d’intérêt 

Durant ce projet nous avons choisi d’utiliser Rhizophagus irregularis (anciennement 

Glomus intraradices) comme CMA modèle. Pour nos besoins expérimentaux, nous avons 

eu besoin d’utiliser de grandes quantités des spores axéniques, vierges de toutes traces de 

tissu végétal. Parmi les différents CMAs modèles utilisés dans d’autres travaux, tels que 

Gigaspora rosea ou gigantea, Funeliformis mossae, ou encore Rhizophagus clarus, R. irregularis 

a vu son génome être séquencé en premier (Tisserant et al., 2013) et présente l’avantage 

d’être l’espèce la plus performante pour la production de spores in vitro (Bécard and 

Fortin, 1988; Bécard and Piché, 1989a; Chabot et al., 1992; St-Arnaud et al., 1996). Cette 

propriété est exploitée par un partenaire industriel local, Agronutrition, pour produire et 

vendre des inocula stériles de R. irregularis. Un partenariat privilégié (ANR Mycormones, 

coordonnée par Dr Soizic Rochange au LRSV) a été établi avec cette société, ce qui nous 

permet de bénéficier de millions de spores stériles pour nos recherches. Toutefois, chaque 

lot de spores est unique, et continue d’évoluer durant son stockage indépendamment des 

autres lots. Nous avons donc pu observer des différences de réponses mycorhizienne ou 

métabolique en fonction des lots analysés.  

Durant cette thèse, nous avons choisi de travailler principalement avec des spores 

axéniques isolées, plutôt qu’avec des ERM en interaction symbiotique. Celles-ci 

permettent l’étude de molécules d’origine fongique, comme cela a été réalisé pour 

l’identification des LCOs (Maillet et al., 2011), sans pour autant risquer la contamination 

des échantillons par des molécules d’origine végétale. 
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1.4.3 - Impact et utilisation de la mycorhize en agriculture durable 

Grace aux échanges de nutriments qu’ils réalisent avec leur hôte, les CMAs 

peuvent être considérés comme des biofertilisants naturels. Comme présenté 

précédemment, les CMAs participent entre autre à la nutrition phosphatée et azotée de la 

plante, et la mycorhize permet un rendement plus important de la plante hôte (Koide et 

al., 2000). Les engrais chimiques utilisés en agriculture intensive sont responsables de la 

pollution des cours d’eau et des nappes phréatiques, tout en étant disponibles de manière 

limitée et/ou nécessitant des coûts importants pour leur production. La production 

alimentaire est aujourd’hui dépendante de la disponibilité de ces ressources, mais la 

promotion d’une agriculture durable et responsable, exploitant les propriétés des CMAs, 

pourrait permettre de diminuer l’apport d’engrais chimiques. De même, la symbiose a un 

impact positif sur la résistance des plantes face à un stress hydrique modéré (Augé, 2001). 

Les dérèglements climatiques que nous observons depuis un siècle vont induire une 

diminution de la disponibilité en eau et des périodes de sècheresse seront de plus en plus 

fréquentes (Dai, 2011). La promotion de l’exploitation des mycorhizes en agriculture 

devrait permettre une meilleure résistance des cultures face à ces évènements climatiques 

(Compant et al., 2010; Berruti et al., 2016; Begum et al., 2019). Bien sûr, la seule 

contribution de ces champignons sera insuffisante pour contrer l’ensemble des 

conséquences négatives directement et indirectement induites par le réchauffement 

climatique. 

Il est également important de noter que la relation symbiotique entre les CMAs et 

les plantes permet une meilleure résistance de ces dernières face à des attaques de 

pathogènes (Whipps, 2004; Pozo and Azcón-Aguilar, 2007). Cet effet peut être dû à une 

nutrition améliorée des plantes, à l’influence des exsudats symbiotiques sur la 

rhizosphère, à la signalisation médiée par le réseau mycélien, ou encore à une induction 

des défenses initiée par la colonisation fongique (Hassan Dar et al., 1997; Kasiamdari et 

al., 2002; Whipps, 2004; Babikova et al., 2013). 

En considérant l’ensemble des avantages fournis par les CMAs (Berruti et al., 

2016; Begum et al., 2019), leur exploitation pour une agriculture durable semble évidente. 

Cependant, leur promotion demande de mettre en place des expériences en champ qui 

démontreraient leur efficacité afin d’adapter les pratiques de culture actuelles. Enfin, si 

nous voulons utiliser efficacement et sur le long terme la symbiose endomycorhizienne 



Figure 6 : Les hormones végétales 

Représentation d’une structure caractéristique de chacune des neuf familles d’hormones 
végétales. Le nom de chaque molécule est précisé en italique, ainsi que le nom de la famille 
hormonale en gras. 
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 pour une production agricole durable et respectueuse de l’environnement, une meilleure 

compréhension de la biologie de cette interaction est indispensable (Gosling et al., 2006). 

En apportant de nouvelles connaissances sur les CMAs, ce travail de thèse s’inscrit donc 

dans cet objectif.  

2 - Les hormones végétales 
Les hormones sont des molécules de signalisation, synthétisées par un organisme 

et agissant à faible concentration. Elles régulent la physiologie, le développement et les 

réponses de cet organisme face aux différents stress biotiques et abiotiques. Chez les 

plantes, neuf familles de phytohormones différentes ont été identifiées et caractérisées 

(Figure 6), issues de différentes voies de biosynthèse (Figure 7), et chacune participe à 

différents rôles, de la germination des graines, jusqu’à la senescence des fruits.  

2.1 - Fonctions, structures et voies métaboliques des hormones 
végétales 

2.1.1 - Auxines 

La famille des auxines (IAAs) est la première classe d’hormone végétale à avoir 

été identifiée comme telle (Went, 1926; Went and Thimann, 1937). Les auxines jouent 

de nombreux rôles dans le développement de la plante, contrôlant principalement 

certaines étapes de la division, l’élongation et la différenciation cellulaire dans la mise en 

place du système racinaire et des parties aériennes de la plante (Den Boer and Murray, 

2000; Benková et al., 2003; Overvoorde et al., 2010; Sauer et al., 2013). L’acide indole-3-

acétique (IAA) (Figure 6A) est la forme active d’auxine la plus communément trouvée et 

étudiée chez les plantes, mais d’autres formes naturelles et biologiquement actives 

comme l’acide indole-3-butyrique, l’acide 4-chloroindole-3-acétique ou l’acide 

phénylacétique sont également retrouvées (Sauer et al., 2013). Il existe également 

plusieurs formes conjuguées avec des sucres ou des acides aminés, pour permettre 

l’inactivation et le stockage des formes initialement actives (Korasick et al., 2013). La 

synthèse de l’IAA fait intervenir le tryptophane en tant que précurseur (Figure 7), mais 

plusieurs voies peuvent aboutir à sa biosynthèse. La voie de l’acide indole-3-pyruvic  



Figure 7 : Voies des biosynthèses végétales des phytohormones 

Carte KEGG de la biosynthèse des phytohormones par les plantes. 

Issu de genome.jp/kegg/ - Kanehisa Laboratories 
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(IPyA), qui semble être la voie principalement utilisée par les plantes pour la biosynthèse 

d’IAA, nécessite l’action successive de deux enzymes, une tryptophane aminotransferase, 

et une flavine mono-oxygénase de la famille YUCCA (Zhao, 2012). La voie de l’indole-

3-acetaldoxime (IAox) quant à elle requiert l’action d’enzymes cytochromes P450 mono-

oxygénases, CYP79B 2 et 3, et permet également de produire de l’auxine par la voie de 

l’indole-3-acétamide (IAM) (Sugawara et al., 2009), mais l’ensemble des enzymes 

impliquées dans ces deux dernières voies n’ont pas encore été caractérisées. Enfin, il 

existe une voie de biosynthèse « tryptophane indépendant », médiée par une indole 

synthase cytosolique, mais le reste des acteurs enzymatiques demeure encore inconnu 

(Wang et al., 2015). 

2.1.2 - Cytokinines 

La famille des cytokinines (CKs) est impliquée dans la division cellulaire, dans le 

développement des parties aériennes, l’inhibition du développement des racines 

secondaires, et régule d’autres processus développementaux comme le développement 

vasculaire, des gamétophytes, des feuilles et leur senescence (Den Boer and Murray, 

2000; Kyozuka, 2007; Kieber and Schaller, 2014). Généralement, cette famille agit de 

façon antagoniste avec la famille des auxines (Kurepa et al., 2019). Les CKs sont des 

dérivés isoprénylés de l’adénine. L’adénine est substituée en N6 par une chaine 

isoprénoïde hydroxylé ou non (sous-famille des Zéatines (Z) ou isopentenyl-adénine (iP) 

(figure 6B), les formes les plus abondantes naturellement), mais peut également être 

substituée par des cycles aromatiques (Sakakibara, 2006). La biosynthèse des CKs est 

issue de l’isoprénylation d’une molécule d’ATP, ADP ou AMP par le diméthylallyl-

pyrophosphate (DMAPP), médié par une isopentényle-transférase (IPT) (Kakimoto, 

2001), pour donner une CK type iP (figure 7). L’intermédiaire réactionnel formé peut 

également être hydroxylé par une cytokinine trans-hydroxylase de la famille de 

cytochromes P450 mono-oxygénases, pour donner par la suite des CKs type Z (trans-

zéatine (tZ) ou dihydrozéatine (DHZ)) (Takei et al., 2004). Les CKs ribo-phosphatées 

sont ensuite converties en CKs actives libres via l’enzyme Lonely Guy (LOG) qui clive le 

ribo-phosphate (Kurakawa et al., 2007). Il existe également une voie de biosynthèse 

alternative des CKs, issue de l’isoprénylation d’ARN de transfert (Vreman et al., 1972). 

L’action de la tRNA-IPT (Golovko et al., 2002), puis de LOG permet d’obtenir l’isomère 
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cis de la zéatine, qui peut être retrouvé par exemple dans le maïs ou le pois-chiche (Emery 

et al., 1998; Veach et al., 2003) (figure 7). De la même manière que les IAAs, les CKs 

peuvent être conjuguées avec des sucres, pour désactiver les CKs actives et les stocker, 

mais également pour les transporter à longue distance (Hou et al., 2004; Kudo et al., 

2010). 

2.1.3 - Ethylène 

L’éthylène (ET) est une phytohormone responsable de la maturation des fruits, la 

floraison, le développement et l’abscission des feuilles et plus généralement de la 

senescence, mais joue également un rôle dans la réponse face à des stress biotiques et 

abiotiques (Hunter et al., 1999; Ogawara et al., 2003; Khan, 2005; Barry and Giovannoni, 

2007; Abeles et al., 2012; Shin et al., 2014; Valluru et al., 2016; Zapata et al., 2017). 

Structuralement parlant, l’éthylène est l’hormone la plus simple : il s’agit du plus petit des 

alcènes, composé uniquement de deux atomes de carbone et quatre d’hydrogène (Figure 

6C). Cependant, sa biosynthèse par les plantes est réalisée par un processus enzymatique 

complexe, où les deux premiers métabolites nécessaires sont produits dans le cycle de 

Yang (Yang and Hoffman, 1984; Pech et al., 2010). La méthionine, principal précurseur 

de biosynthèse de l’éthylène, est métabolisée en S-adénosylmethionine (SAM) par la 

SAM synthétase, qui est à son tour métabolisée en acide 1-aminocyclopropane-1- 

carboxylique (ACC) par l’ACC synthase (ACS), en libérant une molécule de 5-

methylthioadenosine (Figure 7). Cette dernière est alors enzymatiquement recyclée en 

acide α-ketomethylthiobutyrique (KMBA), qui redonnera par la suite de la méthionine 

via une aminotransférase. L’ACC sera quant à lui converti par l’ACC oxydase (ACO) en 

éthylène. Il existe également d’autres voies de biosynthèse de l’éthylène, exploitées 

principalement par des micro-organismes (Fukuda et al., 1993), présentées dans les 

paragraphes qui suivront. 

2.1.4 - Gibbérellines 

Les acides gibbérelliques (GAs), plus communément appelés Gibbérellines, sont 

impliqués dans la germination des graines, l’élongation des tiges, la croissance des 

feuilles, la maturation du pollen et l’initiation de la floraison (Cosgrove and Sovonick-

Dunford, 1989; Karssen et al., 1989; Singh et al., 2002; Tyler et al., 2004; Hedden and 
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Sponsel, 2015). Les GAs sont des acides diterpénoïdes tetracycliques (Figure 6D), 

synthétisés à partir de l’ent-kaurene, lui-même synthétisé à partir de DMAPP à travers la 

voie des terpénoïdes, à l’aide de terpène synthase (Figure 7). L’ent-kaurene est converti en 

GA12 par l’action successive de deux cytochromes P450 mono-oxygénases (CYP701A et 

CYP88A, appelées respectivement ent-kaurene oxydase et acide ent-kaurenoïque 

oxydase). La conversion du GA12 en GAs physiologiquement actifs est régulée par 

l’action successive de di-oxygénases 2-oxoglutarate dépendantes, principalement la 

GA20ox responsable de la production de 19C-GAs, et GA3ox introduisant la 3β-

hydroxylation rendant les gibbérellines physiologiquement actives (Yamaguchi, 2008). 

Jusqu’à 136 structures différentes de GA ont été identifiées chez les plantes et les 

microorganismes (MacMillan, 2001; Piotrowska and Bajguz, 2011), mais seulement un 

petit nombre présente une activité biologique, comme le GA1, le GA3, le GA4 ou le GA7 

(Yamaguchi, 2008). De plus, les GAs peuvent être conjugués avec des sucres, (O-

glycosylation), par estérification ou méthylation, pour la désactivation et le transport de 

ces hormones (Schneider and Schliemann, 1994; Varbanova et al., 2007; Piotrowska and 

Bajguz, 2011), ce qui augmente considérablement le nombre de structures GAs pouvant 

être naturellement présentes chez les plantes. 

2.1.5 - Strigolactones 

Les strigolactones (SLs) sont la dernière famille d’hormones végétales à avoir été 

identifiée (Umehara et al., 2008). Elles contrôlent le développement des graines et leur 

germination, inhibent le développement des bourgeons axillaires et la ramification des 

parties aériennes, favorisent la senescence des feuilles, régulent le développement de 

l’architecture racinaire, et comme détaillé précédemment, favorisent l’initiation des 

interactions symbiotiques avec les CMAs (Cook et al., 1972; Besserer et al., 2006, 2008; 

Gomez-Roldan et al., 2008; Umehara et al., 2008; Koltai, 2011; Stanga et al., 2013; Ueda 

and Kusaba, 2015; Waters et al., 2017). Les strigolactones sont des lactones tricycliques 

(cycles A, B et C) liées par une liaison énol-ether à un cycle buténolide hydroxyméthylé 

(cycle D) (Brooks et al., 1985) (Figure 6E). Les SLs sont dérivées du métabolisme des 

caroténoïdes (Figure 7). Leur biosynthèse débute par l’isomérisation du β-carotène par 

DWARF27. L’isomère formé est clivé par la Carotenoid Cleavage Dioxygenase 7 (CCD7), 

puis est pris en charge par CCD8 pour donner de la carlactone. Cette dernière sera 
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ensuite oxydée par une cytochrome P450 mono-oxygénase, puis enfin méthylée et 

oxydée (Seto and Yamaguchi, 2014). Il existe une certaine diversité de SLs, définie par 

les différentes méthylations et hydroxylations de la molécule, la stéréochimie du cycle C, 

ou de la structure non canonique prise par les cycles A, B et C (Bürger et al., 2020). 

Toutefois, la stéréochimie et la structure du cycle D restent invariable (Alder et al., 2012). 

2.1.6 - Acide abscissique 

L’acide abscissique (ABA) est capable d’induire et maintenir la dormance des 

graines et des bourgeons terminaux, est impliqué dans le développement embryonnaire et 

la réponse à certains pathogènes, mais régule surtout la réponse des plantes et leur 

adaptation face à de nombreux stress abiotiques, tels que la sécheresse, le froid, les stress 

induits par les sels ou les métaux lourds (Rikin and Richmond, 1976; Hilhorst, 1995; 

Zhu, 2002; Mohr and Cahill, 2003; Hsu and Kao, 2003; Fujii et al., 2007; Rakitin et al., 

2008; Lim et al., 2015). L’ABA agit généralement de façon antagoniste avec les GAs, 

notamment lors de la germination. L’ABA est une hormone isoprénoïque (Figure 6F) qui 

est produite à partir de la zeaxanthine, issue de la biosynthèse des caroténoïdes (Figure 

7). Celle-ci est métabolisée en époxyde, qui est clivée par une dioxygènase, libérant la 

xanthoxine. Cette dernière est transformée enzymatiquement en ABA par 

déshydrogénation, puis oxydation (Kushiro et al., 2004; Nambara and Marion-Poll, 

2005). L’ABA peut être ensuite hydroxylé sur trois positions différentes, permettant 

subséquentiellement l’inactivation de l’hormone (Nambara and Marion-Poll, 2005). Il 

peut également être conjugué et former un glucosyl-ester, pour être inactivé et stocké (Lee 

et al., 2006; Umehara et al., 2008; Liu et al., 2015; Waters et al., 2017). 

2.1.7 - Salicylates 

Les salicylates (SAs) sont une famille qui intervient dans certains processus 

développementaux comme la germination des graines, la sénescence des feuilles ou la 

floraison, mais ils sont surtout impliqués dans la résistance des plantes face aux 

pathogènes biotrophes (White, 1979; Gaffney et al., 1993; Morris et al., 2000; Martínez et 

al., 2004; Rajjou et al., 2006; Park et al., 2007; Bürger and Chory, 2019). L’acide 

salicylique (SA), qui est la principale forme active de cette famille, est un acide benzoïque 

mono-hydroxylé (Figure 6G). Sa biosynthèse est issue de l’acide shikimique puis de 
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l’acide chorismique. Deux voies de biosynthèse découlent de ce précurseur, la voie de 

l’iso-chorismate ou celle de la phenylalanine ammonia-lyase (Dempsey et al., 2011) 

(Figure 7). Ces deux routes aboutissent à la biosynthèse du SA libre, qui peut, comme la 

plupart des autres hormones, être conjugué avec un acide aminé ou par glycosylation, 

méthylation, pour être inactivé, transporté ou stocké (Hennig et al., 1993; Dean et al., 

2005; Park et al., 2007; Dempsey et al., 2011).  

2.1.8 - Jasmonates 

La famille des jasmonates (JAs) est, comme celle des SAs, impliquée dans la 

résistance de la plante face aux stress biotiques, mais régule la réponse face aux 

nécrotrophes et aux herbivores, et joue également un rôle dans l’inhibition de la 

croissance racinaire, ou encore le développement des organes reproductifs (Howe, 2004; 

Reymond et al., 2004; Acosta et al., 2009; Mandaokar and Browse, 2009; Avanci et al., 

2010; Kazan, 2015). Les JAs appartiennent à la famille des oxylipines et l’acide 

jasmonique (JA) est un cyclopentanone (Figure 6H) dérivé de l’acide α-linoléique, par 

l’action successive de lipoxygènase, oxyde synthase et oxyde cyclase. Le précurseur subit 

finalement trois cycles de ß-oxydation (Delker et al., 2006) (Figure 7). La conjugaison du 

JA avec l’isoleucine est alors nécessaire pour produire la structure physiologiquement 

active chez la plante (Fonseca et al., 2009), mais le JA peut également former un metyl-

esther ou être décarboxylé pour former des espèces volatiles (Dąbrowska and Boland, 

2007; Stitz et al., 2011). Il peut être hydroxylé ou carboxylé pour inactiver l’hormone 

(Miersch et al., 2008; Koo and Howe, 2012) ou encore être O-glycosylé (Glauser et al., 

2008) 

2.1.9 - Brassinostéroïdes 

Les brassinostéroïdes (BRs) sont impliqués dans de nombreux processus 

développementaux chez la plante, comme la division et l’élongation cellulaire, la 

différenciation vasculaire, la floraison et la reproduction (Mandava, 1988; Hottiger and 

Boller, 1991; Clause and Sasse, 1998; Fukuda, 2004; Yu et al., 2008; Ye et al., 2010; 

González-García et al., 2011). Les BRs sont des stéroïdes poly-hydroxylés (Figure 6I), 

présentant une grande variété de stéréo-isomères et de chaines latérales (Bajguz, 2007). 

Toutefois, leur biosynthèse suit une voie commune, impliquant la réduction du 
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campestérol jusqu’à l’obtention du campestanol (Figure 7). Deux voies divergent ensuite, 

faisant intervenir des hydroxylations, épimérisations et oxydations successives (Clouse, 

2011). Les BRs possèdent de nombreux sites de conjugaison, permettant méthylation, 

épimérisation, estérification ou glycosylation (Fujioka and Yokota, 2003; Bajguz, 2007), 

pour permettre comme pour les autres familles d’hormones, leur inactivation et 

probablement leur transport à travers la plante (Ohnishi et al., 2006) 

2.1.10 - Hormones peptidiques 

Pour finir, il existe une dernière famille de régulateur hormonal chez les plantes. Il 

s’agit d’hormones peptidiques, qui sont également impliquées dans plusieurs processus 

développementaux ou de résistance, comme les mécanismes de défense face aux 

herbivores, la division cellulaire, le maintien des méristèmes, le développement 

vasculaire ou du système racinaire, l’embryogenèse, etc. (Pearce et al., 1991; Fletcher, 

1999; Yang et al., 1999; Ito et al., 2006; Whitford et al., 2012; Yamaguchi et al., 2016; 

Gancheva et al., 2019). Ces peptides sont généralement issus de précurseurs protéiques de 

grande taille (> 100 acides aminés) possédant un peptide signal N-terminal et plusieurs 

sites protéolitiques (Matsubayashi, 2014). Ce précurseur peut alors être clivé pour libérer 

plusieurs copies d’un peptide de moins de 20 acides aminés, qui peut être modifié post-

traductionnellement (Pearce et al., 2001; Ito et al., 2006; Okamoto et al., 2013; Santiago et 

al., 2016). La famille des hormones peptidiques contient plusieurs sous familles, 

comprenant par exemple les Systémines, les Clavata/Embryo surrounding region-related 

(CLE), les phytosulfokines (PSK) (Figure 6J), les peptides early noduling (ENOD) 

(Gancheva et al., 2019). Ce champ d’étude est en pleine extension et de nombreux 

candidats restent à être découverts. 

2.1.11 - Un bref aperçu de la perception des phytohormones 

Chaque phytohormone est perçue par un ou plusieurs récepteurs spécifiques pour 

activer une cascade de signalisation (Haruta and Sussman, 2017). Les récepteurs des 

phytohormones peuvent être divisés en deux catégories. D’une part, on distingue les 

récepteurs transmembranaires pour les CKs, ET, BRs et les hormones peptidiques. Plus 

précisément, les CKs et l’ET sont perçus par des récepteurs à domaine histidine kinase 

(respectivement nommés CRE et ETR) localisés dans la membrane du réticulum 



- Introduction -

- 29 - 

endoplasmique (Chang et al., 1993; Inoue et al., 2001). Les BRs et les hormones 

peptidiques sont perçues par des LRR-RLK, localisés dans la membrane plasmique 

(Wang et al., 2001; Hirakawa et al., 2017). D’autre part, on trouve des récepteurs 

hydrosolubles pour les IAAs, ABA, GAs, JAs, SAs et SLs, comprenant respectivement 

les protéines à motif F-Box cytosoliques TIR (Ruegger et al., 1998), les pyrobactines 

cytosoliques PYRs (Park et al., 2009), l’ α/ß-hydrolases nucléaire GID1 (Ueguchi-Tanaka 

et al., 2005), les protéines à motif F-Box cytosoliques COI (Sheard et al., 2010), les 

protéines cytosoliques à domaine Ankyrin NPR (Wu et al., 2012), et l’ α/ß-hydrolases 

nucléaire D14 (Hamiaux et al., 2012). La liaison des phytohormones à leur récepteur 

respectif induit une cascade de signalisation spécifique, par phosphorylation du récepteur 

ou formation d’un complexe avec un co-récepteur, pour induire la transcription des 

différents gènes de réponse. 

Comme indiqué dans les paragraphes précédents, chacune des phytohormones 

participe simultanément à de nombreux rôles physiologiques, recouvrant parfois les 

fonctions d’une autre famille d’hormones. De nombreux « cross-talks » peuvent alors 

avoir lieu dans une plante, avec des hormones pouvant combiner leurs effets ou être 

antagonistes l’une de l’autre (Moubayidin et al., 2009; Thaler et al., 2012; Golldack et al., 

2013; Zdarska et al., 2015; Zwack and Rashotte, 2015; Ku et al., 2018; Omoarelojie et al., 

2019). En conséquence, cela peut influer sur la régulation d’une autre hormone par 

différents mécanismes, tels que la régulation de la biosynthèse, la conjugaison ou 

l’expression des enzymes impliquées, mais aussi par la régulation de l’expression des 

récepteurs et partenaires associés dans la signalisation. 

2.2 - Productions d’hormones végétales par des micro-organismes 

Les hormones végétales ne sont pas des métabolites exclusivement produits par les 

plantes. De nombreux micro-organismes présents dans les sols, champignons ou 

bactéries, pathogènes ou symbiotiques, peuvent également produire ces molécules 

(Costacurta and Vanderleyden, 1995; Tudzynski, 1997) tout en produisant des effecteurs 

perturbant l’homéostasie hormonale de la plante (Kazan and Lyons, 2014). Il a été 

estimé que 80% des micro-organismes présents dans la rhizosphère sont capables de 

produire de l’auxine (Patten and Glick, 1996), de manière à favoriser le développement 

des plantes ou diminuer leur résistance pour favoriser leur invasion (Glick, 1995; 
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Jameson, 2000). La régulation et la signalisation hormonale de la plante ne peuvent donc 

pas être étudiées sans tenir compte de l’influence des micro-organismes. Sans réaliser un 

catalogue exhaustif de la production de phytohormones chez l’ensemble des micro-

organismes, voici un descriptif de quelques exemples retrouvés dans la littérature. 

2.2.1 - Chez les bactéries 

Plusieurs bactéries sont capables de produire des hormones végétales 

(Kudoyarova et al., 2019). Le premier exemple notable se trouve chez les bactéries 

provoquant des galles chez les plantes, comme chez les Agrobacterium ou certains 

pathovares de Pseudomonas syringae, qui sont connus de longue date pour produire des 

IAAs et des CKs (Akiyoshi et al., 1987; Glickmann et al., 1998). Des CKs peuvent 

également être produites par Streptomyces turgidiscabies (Loria et al., 2006) ou encore 

Ralstonia solanacearum, qui est également capable de produire de l’éthylène (Valls et al., 

2006). De façon similaire, les rhizobactéries favorisant la croissance des plantes peuvent 

produire des phytohormones, principalement de l’auxine (Spaepen and Vanderleyden, 

2011) des CKs (García de Salamone et al., 2001) des GAs (Gupta et al., 2017), ou encore 

de l’éthylène via des ACC déaminases (Glick, 2005). 

2.2.2 - Chez les champignons 

A l’image des bactéries, les champignons sont également capables de produire des 

hormones (Chanclud and Morel, 2016). La découverte des GAs repose initialement sur 

l’identification d’un symptôme d’élongation extrême du riz causé par l’infection d’un 

champignon, Gibberella fujikuroi, qui a donné son nom à la molécule (Hori, 1898; 

Takahashi et al., 1955). La production d’auxine a été identifiée chez certains 

champignons ectomycorhiziens, tels que Laccaria bicolor (Karabaghli et al., 1998) ou 

encore Tuber brochii et mélanosporum (Splivallo et al., 2009). De plus, ces derniers sont 

aussi capables de produire de l’éthylène, comme le champignon nécrotrophe Botrytis 

cinerea, à l’aide d’une voie de biosynthèse dépendante de la méthionine et de la lumière, 

en photo-oxydant du KMBA relâché dans leur milieu (Chagué et al., 2002; Splivallo et al., 

2009). Les CKs sont également produites par divers champignons, pathogènes comme 

symbiotiques (Murphy et al., 1997; Morrison et al., 2015b; Chanclud et al., 2016), tout 

comme l’ABA (Crocoll et al., 1991; Jiang et al., 2010). 
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2.2.3 - Fonctions et rôles 

Les effets des hormones végétales sur la biologie des champignons peuvent être 

très variables. Elles peuvent par exemple inhiber ou stimuler la germination des spores, 

en fonction de l’espèce fongique et de la famille d’hormone considérée. Par exemple, les 

IAAs et les GAs stimulent la germination des conidies de Neurospora crassa, de la même 

manière que l’éthylène chez Alternaria alternata, ou l’ABA chez Magnaporthe oryzae. A 

l’inverse, l’IAA inhibe la germination des spores de Fusarium oxysporum, de la même 

manière que l’IAA, les GAs, le SA et les CKs chez Harpophora maydis (Nakamura et al., 

1978; Kępczyńska, 1994; Sharaf and Farrag, 2004; Degani et al., 2014; Spence et al., 

2015). Les phytohormones peuvent également réguler positivement ou négativement la 

croissance des hyphes, en fonction de la concentration. L’ACC favorise la croissance des 

hyphes de Alternaria alternata, comme l’IAA chez Fusarium delphinoides. Chez Harpophora 

maydis en revanche, l’IAA et une CK répriment la croissance fongique (Kępczyńska, 

1994; Kulkarni et al., 2013; Degani et al., 2014), et stimulent la ramification des hyphes, 

comme les CKs chez Boletus edulis, ou les strigolactones chez les R. irregularis et G. rosea 

(Barker and Tagu, 2000; Akiyama et al., 2005; Besserer et al., 2006) 

Les hormones produites par les champignons peuvent évidemment avoir un 

impact sur les plantes avec lesquelles ils interagissent, et les effets sont variables en 

fonction de leur mode de vie (Chanclud and Morel, 2016). Chez les champignons 

ectomycorhiziens, la production d’auxine peut être associée à une stimulation de 

croissance des racines de la plante hôte (Frankenberger and Poth, 1987; Tan and Zou, 

2001; Splivallo et al., 2009), et il est proposé que la production de CKs puisse induire un 

meilleur développement des parties aériennes pour promouvoir la photosynthèse 

(Wullschleger and Reid, 1990). Des phytohormones, comme l’ABA ou les CKs, jouent 

également un rôle dans l’initiation et la translocation des nutriments de la plante vers les 

cellules envahies par des champignons symbiotiques comme pathogènes (Blee and 

Anderson, 1998; Chanclud et al., 2016). Enfin, la production fongique d’hormones 

végétales, comme la production d’IAA chez le champignon ectomycorhizien Hebeloma 

cylindrosporum, ou le 12-OHJA chez Magnaporthe oryzae, peut également servir à perturber 

l’homéostasie hormonale de la plante hôte afin de favoriser sa colonisation (Gay et al., 

1994; Patkar et al., 2015), et permettre au champignon pathogène l’induction de 

symptômes, comme les GAs produits par Gibberela fujikoroi, l’IAA chez fusarium 



Figure 8 : Impact des hormones végétales sur la symbiose mycorhizienne à 
arbuscules 

Rôles connus des hormones végétales sur la symbiose endomycorhizienne. Certaines 
hormones ont un impact bien caractérisé (traits épais), par rapport à d’autres où l’impact 
est moins documenté (traits fins). Pour les jasmonates et les cytokinines, le rôle de ces 
hormones reste encore débattu. 
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 oxysporum et arthrosporioides ou encore Puccinia graminis, les CKs chez Ustilago maydis, et 

l’éthylène chez Cochliobolus miyabeanus (Desjardins et al., 2000; Cohen et al., 2002; Yin et 

al., 2014; Morrison et al., 2015a; Van Bockhaven et al., 2015). 

2.3 - Les hormones dans la symbiose mycorhizienne à arbuscules 

2.3.1 - Chez la plante hôte 

Dans la symbiose endomycorhizienne, l’impact des hormones végétales a été 

étudié de manière inégale entre les différentes classes, et la grande majorité des études 

menées se focalise sur l’effet des phytohormones sur la plante, en utilisant principalement 

des traitements exogènes ou des plantes mutantes dans les voies de biosynthèse ou de 

perception des hormones. Bien que leurs rôles, et leurs modes d’action ne soient pas 

encore parfaitement établis, et que des résultats contradictoires aient pu être obtenus en 

fonction des mutants choisis, des plantes modèles, et des conditions de traitement et de 

culture, un certain consensus se dégage concernant l’effet général de chacune des familles 

d’hormones sur la symbiose (Bedini et al., 2018). On peut donc distinguer les hormones 

ayant généralement un rôle positif sur l’établissement et le maintien de la symbiose, celles 

ayant un rôle négatif, et enfin celles dont le rôle n’est pas encore clairement défini, ou 

variable suivant les conditions expérimentales (Figure 8). 

Hormones favorisant la symbiose : 

Parmi les hormones ayant un effet positif sur la symbiose, la famille des SLs est 

probablement la mieux documentée et caractérisée. Plusieurs expériences de traitement 

exogènes au GR24, un analogue synthétique des strigolactones, ont permis d’accroitre le 

taux de colonisation des racines par le CMA (Gomez-Roldan et al., 2007; Breuillin et al., 

2010; Balzergue et al., 2011; Illana et al., 2011; Foo et al., 2013b), et les mutants de 

biosynthèse des SLs, comme chez le pois PsCCD8, le pétunia Psdad1 ou les lignées de 

tomate silencées pour Sl-IAA27 (un facteur de transcription de réponse à l’auxine, qui 

contrôle positivement la biosynthèse des SLs) présentent un phénotype mycorhizien 

réduit (Gomez-Roldan et al., 2008; Breuillin et al., 2010; Illana et al., 2011; Foo et al., 

2013b; Guillotin et al., 2017). Les SLs ont un effet direct sur les CMAs, mais la perception 

de ces hormones par la plante pourrait également jouer un rôle dans la régulation de la 
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symbiose, car le mutant de perception du riz Osd3 présente également un phénotype 

mycorhizien réduit (Yoshida et al., 2012). 

L’IAA a également un effet positif sur la symbiose. Les traitements exogènes avec 

de l’IAA, ou des analogues synthétiques induisent une augmentation du taux de 

mycorhization des racines (Niranjan et al., 2007; Etemadi et al., 2014) tandis que le 

traitement avec un inhibiteur de la réponse à l’auxine réduit ce pourcentage de 

colonisation (Liu et al., 2014b), tout comme la répression du récepteur TIR1 grâce à la 

surexpression de miRNA (Etemadi et al., 2014). L’utilisation de mutants bushy de Pisum 

sativum ou dgt de Solanum lycopersicum, respectivement déficient et résistant à l’auxine, 

présentent un phénotype mycorhizien réduit (Hanlon and Coenen, 2011; Foo, 2013b). 

L’ABA a également été montré comme jouant un rôle positif sur la régulation de 

la symbiose en utilisant principalement le mutant déficient en ABA sitiens de L. 

esculentum. Ces études mettent en lumière un phénotype mycorhizien réduit par rapport 

aux plantes sauvages, ainsi que des arbuscules moins développés (Herrera-Medina et al., 

2007; Martín-Rodríguez et al., 2011; Fracetto et al., 2017). 

Bien que très peu étudiés, les BRs semblent également avoir un impact positif sur 

la symbiose. Un traitement exogène de la plante hôte permet d’augmenter le nombre 

d’évènement de mycorhization (Tofighi et al., 2017) et les études menées avec des 

mutants DWARF (tomate, moneymaker) ou lk (pois, Torsdag), déficients en 

brassinostéroïdes, montrent qu’ils sont moins mycorhizés que les plantes témoins 

(Bitterlich et al., 2014; Foo et al., 2016). 

Hormones inhibant la symbiose : 

Parmi les hormones ayant un impact négatif sur la symbiose, les GAs font partie 

de celles qui sont les mieux caractérisées. Les ajouts exogènes de GAs ont pour effet de 

réduire les taux de mycorhization et l’abondance des arbuscules chez plusieurs plantes 

(El Ghachtouli et al., 1996; Foo et al., 2013a; Floss et al., 2013; Takeda et al., 2015; 

Martín-Rodríguez et al., 2015; Khalloufi et al., 2017) et un traitement de la plante avec un 

inhibiteur de leur biosynthèse favorise la symbiose (Martín-Rodríguez et al., 2015). Les 

études employant des mutants de biosynthèse (PsNa-1), de perception (Sl-procera) ou de 

signalisation (MtDella1-Δ18 ou PsCry-1), permettent d’aboutir à des résultats similaires 
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(Foo, 2013a; Floss et al., 2013; Martín-Rodríguez et al., 2015). La perception des GAs par 

la plante induit la dégradation des facteurs de transcription DELLA, qui contrôlent un 

grand nombre de gènes nécessaires à l’établissement de la symbiose (Floss et al., 2013; 

Pimprikar et al., 2016; Maclean et al., 2017). Les GAs jouent donc un rôle de régulateur 

négatif. 

L’éthylène est également une phythormone présentant un rôle de régulateur 

négatif de la symbiose. Des traitements exogènes avec de l’éthylène ou de l’éthéphon, un 

analogue synthétique, ont pour effet de réduire les taux de mycorhization et l’abondance 

des arbuscules (Azcon-Aguilar et al., 1981; Geil et al., 2001; Geil and Guinel, 2002; Foo et 

al., 2016). Les mutants epinastic surproduisant cette hormone ont un phénotype 

mycorhizien réduit (Zsögön et al., 2008; Torres de Los Santos et al., 2011; Fracetto et al., 

2013, 2017). Cependant, des résultats opposés peuvent être obtenus en analysant le 

phénotype de mutants insensibles comme never ripe (tomate micro-tom), ein2 (pois torsdag) 

ou etr1 (tomate Rheinland ruhm), dont les phénotypes mycorhiziens peuvent être 

respectivement réduits (Zsögön et al., 2008), inchangés (Fracetto et al., 2013; Foo et al., 

2016) ou augmentés (Martín-Rodríguez et al., 2011) et il en va de même chez les mutants 

déficients en éthylène. Ces disparités peuvent s’expliquer par le « crosstalk » et l’action 

antagoniste d’autres hormones, comme l’ABA (Herrera-Medina et al., 2007; Martín-

Rodríguez et al., 2011) ou l’IAA (Foo et al., 2016) qui peuvent inhiber la production 

d’éthylène par la plante hôte. 

Le SA est également un inhibiteur de la symbiose. De la même manière que pour 

les autres phytohormones décrites dans cette partie, les traitements exogènes au SA 

permettent de réduire le taux de mycorhization (de Román et al., 2011; Ojha et al., 2012), 

et de plus, le mutant surproducteur NtCSA présente un phénotyphe mycorhizien plus 

faible que le contrôle. A l’inverse, les racines du mutant déficient en SA NtnahG son plus 

mycorhizées que celles du contrôle (Herrera Medina et al., 2003). 

Hormones dont le rôle reste incertain : 

L’acide jasmonique est une hormone qui présente un rôle ambigu dans la 

régulation de la symbiose. Les expériences d’ajout exogène ont montré à la fois une 

augmentation (Regvar et al., 1996; Tejeda-Sartorius et al., 2008; Greco et al., 2012) ou une 
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diminution (Ludwig-Müller et al., 2002; Herrera-Medina et al., 2008; Gutjahr et al., 2015) 

de la colonisation des racines par les CMAs, en fonction de la dose choisie et des 

conditions de culture (Gutjahr and Paszkowski, 2009). De plus, aucun phénotype 

mycorhizien notable n’a été observé dans les mutants de riz déficient en JA comme 

OsCpm2 (Gutjahr et al., 2015), alors que le mutant de tomate déficient SlSpr2 présente une 

colonisation réduite de ses racines (Tejeda-Sartorius et al., 2008), et celui insensible aux 

JAs SlJa-1 possède quant à lui un phénotype mycorhizien supérieur au contrôle (Herrera-

Medina et al., 2008). Des clarifications sont donc nécessaires pour comprendre 

pleinement le rôle de cette hormone, d’autant plus que le JA est reconnu pour jouer un 

rôle important dans la symbiose car il est accumulé dans les racines mycorhizées et 

pourrait permettre d’inhiber la réponse SA-dépendante, induite par le contact cellulaire 

entre l’hôte et le symbionte, qui pourrait inhiber l’initiation de la symbiose (Gutjahr and 

Paszkowski, 2009). 

L’implication des CKs dans la symbiose reste encore débattue dans la 

communauté. Les expériences menées avec les mutants bushy roots insensibles aux 

cytokinines, ou cre1 muté sur le récepteur des CKs, n’ont révélé aucun phénotype par 

rapport aux plantes sauvages (Zsögön et al., 2008; Laffont et al., 2015). L’utilisation d’une 

lignée de N. tabacum déficiente en CK, 35S:CKX2, semble favoriser la colonisation des 

racines (Cosme and Wurst, 2013), mais des résultats contradictoires ont été obtenus avec 

des plantes Sym15 surproduisant des CKs, présentant un phénotype mycorhizien 

également amélioré (Jones et al., 2015; Goh et al., 2019). De plus, l’application exogène 

de CK semble réprimer ou ne pas avoir d’effet sur la mycorhization (Rabie, 2005; 

Bompadre et al., 2015). L’utilisation d’inhibiteurs pharmacologiques a pu en revanche 

mettre en évidence un rôle positif des CKs. Le PI-55, inhibiteur de la perception des CKs, 

induit une diminution de la mycorhization chez le mutant de pois PsSym15. L’INCYDE, 

inhibiteur de la dégradation des CKs endogène, induit une augmentation de la 

mycorhization chez les plantes sauvages (Goh et al., 2019). L’ensemble de ces données ne 

permet donc pas de proposer un consensus évident. De nouvelles études sont donc 

indispensables pour pouvoir déterminer le rôle de cette famille de phytohormone.  
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2.3.2 - Chez le symbionte fongique 

Dans la symbiose endomycorhizienne, l’impact des hormones végétales sur le 

champignon, et sa contribution dans la production de phytohormones ont été négligés 

par la communauté. La plupart des études, cherchant à établir l’impact d’une hormone 

sur la symbiose qui ont été citées précédemment, sont menées d’un point de vue phyto-

centré, et n’ont pas cherché à évaluer l’impact de celles-ci sur le développement des 

CMAs. Toutefois, les effets de quelques hormones végétales sur la biologie des CMAs 

ont pu être identifiés dans certains travaux et des expériences anciennes de chimie 

analytique peuvent même laisser penser que les CMAs seraient également capables de 

produire des phytohormones. 

Comme présenté précédemment, les hormones végétales les plus documentées 

comme ayant un effet sur les CMAs sont les strigolactones. La perception des SLs par le 

champignon induit la ramification des hyphes et active son métabolisme mitochondrial 

stimulant ainsi la germination des spores, la croissance des hyphes ainsi que la division 

nucléaire. Cette perception stimule également la sécrétion de COs, et améliore ainsi la 

colonisation de la plante hôte (Akiyama et al., 2005; Besserer et al., 2006, 2008; Kountche 

et al., 2018; Taulera et al., 2020). D’autres hormones ont été identifiées comme pouvant 

avoir un effet physiologique sur les CMAs. L’éthylène, en faible concentration (environ 

0.05 ppm), est susceptible de stimuler la croissance des hyphes de Glomus mossea et 

Gigaspora ramisporophora, et améliore également le pourcentage de mycorhization de ce 

dernier, dans les racines de certains agrumes (Ishii et al., 1996). De même, le JA a été 

montré comme stimulant la croissance des hyphes de R. irregularis (Nagata et al., 2016). 

Plus récemment, l’ABA a été identifié comme pouvant induire la re-sporulation de spores 

de R. irregularis en stade a-symbiotique (Liu et al., 2019) et comme pouvant inhiber la 

germination des spores, à l’inverse du GA3 qui la stimule (Mercy et al., 2017). 

Concernant la production de phytohormones, les premières données suggérant la 

production de GAs et CKs ont été obtenues à l’aide de bio-essais, suite à la séparation de 

GSE par chromatographie sur couche mince (Barea and Azcón-Aguilar, 1982). Plus 

tardivement, de l’ABA a été détecté par chromatographie liquide couplée à un 

spectrophotomètre et par immuno-détection, à partir d’un extrait de Glomus non 

identifiés (Esch et al., 1994). Par la suite, l’IAA a également été identifié dans des extraits 

de spores de R. irregularis par GC-MS (Ludwig-Müller et al., 1997). Depuis, aucune  



Figure 9 : Récepteurs putatifs fongiques à l’éthylène et aux cytokinines 

(A) Domaines protéiques présents dans le récepteur à l’éthylène ETR1 de Arabidopsis
thaliana (At), comparativement à ceux pour le récepteur putatif à l’éthylène de R. irregularis
(Ri), (B) et le récepteur aux cytokinines. Les domaines bleus représentent les domaines
transmembranaires, ceux surmontés d’une étoile rouge forment le domaine de liaison à
l’éthylène. GAF : domaine cGMP-phosphodiesterases-adenylyl cyclase-FhIA. H(X) :
domaine histidine kinase. NG2FG2 : domaine catalytique ATPase histidine-kinase-like.
CHASE : Cyclase/Histidine kinase Associated Sensing Extracellular PAS : domaine Per-
Arnt-Sim. DDK : domaine receveur.

Issu de (Hérivaux et al., 2017) 

A 

B 
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analyse biochimique plus précise ou sensible n’a été réalisée. Plus récemment, des gènes 

codant pour une hormone peptidique de la famille CLE a été identifiée dans le génome 

de R. irregularis et G. rosea, mais la présence de ce peptide dans des échantillons fongiques 

n’a pas encore été mise en évidence (Le Marquer et al., 2019). 

2.3.3 - Des récepteurs putatifs fongiques 

Enfin, une étude comparative des génomes des champignons early diveging a 

permis de mettre en évidence deux gènes codant pour des histidines kinases putatives 

chez R. irregularis et G. rosea. Ces deux gènes comportent de forts degrés d’identité avec 

les récepteurs de l’éthylène éthylène (ETR) et des cytokinines (CRE), retrouvés chez les 

plantes (Hérivaux et al., 2017). HHK6 (identifié chez R. irregularis) code pour les trois 

domaines transmembranaires de liaison à l’éthylène en conservant les acides aminés 

nécessaires à sa fixation, ainsi que les autres domaines nécessaires à la transduction du 

signal (Figure 9A). HHK7 (identifié chez R. irregularis et G. rosea) code, de la même 

manière, pour le domaine de liaisons aux cytokinines avec les acides aminés essentiels 

conservés, ainsi que les autres motifs retrouvés chez le récepteur végétal (Figure 9B). Ces 

données suggèrent donc que R. irregularis possède deux récepteurs pour percevoir à la fois 

de l’éthylène et des cytokinines. Bien que des études fonctionnelles soient nécessaires 

pour prouver que ces récepteurs sont bel et bien capables de reconnaitre ces deux 

hormones et de transduire un signal, ces données suggèrent que des phytohormones, 

autres que les SLs, pourraient jouer un rôle déterminant dans la physiologie des CMAs. 

Combinées avec une potentielle production de ces hormones par les CMAs, cela pourrait 

signifier que les hormones végétales pourraient également jouer le rôle d’hormones 

fongiques, et permettrait de mettre en évidence un langage commun entre ces deux 

royaumes du vivant. 

3 - Analyse des hormones végétales 
L’identification et la quantification des hormones végétales requièrent des moyens 

d’analyse sensibles et efficaces. De par leurs faibles abondances dans les tissus végétaux, 

pouvant varier entre 1 nmol/g et 1 fmol/g de poids frais en fonction de la molécule (Huo 
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et al., 2012; Luo et al., 2017), au milieu de matrices complexes, l’analyse des 

phytohormones est contrainte par la préparation des échantillons (extractions et 

purifications) et les méthodes de détection. Face à la diversité de propriétés physico-

chimiques des hormones, deux stratégies d’extractions et purifications peuvent être 

employées. La première est une stratégie ciblée, visant l’étude d’une seule phytohormone, 

voire d’une famille de phytohormones (forme libre et formes conjuguées). Dans ce cas, 

tout le protocole est optimisé pour l’analyse de cette hormone, sa détection sera donc 

optimale. Cependant, comme les phytohormones possèdent des fonctions synergiques ou 

antagonistes (Kohli et al., 2013) et qu’une plante fait face à plusieurs stress biotiques et 

abiotiques simultanés, il peut être important d’obtenir une image globale de son profil 

hormonal à un temps t. La seconde stratégie consiste à appliquer des protocoles 

d’extractions et purifications « globaux », permettant l’analyse simultanée de plusieurs 

classes d’hormones. Cependant, l’extraction ne sera pour autant pas optimale, à cause 

des compromis effectués pour réaliser l’analyse la plus globale possible, mais cette 

stratégie permet toutefois de comparer de façon relative la concentration d’une même 

hormone contenue dans différents échantillons de même nature. Concernant l’analyse de 

ces hormones, plusieurs méthodes sont utilisables et seront discutées (analyses indirectes 

et analyses directes). 

3.1 - Les extractions et purifications des phytohormones 

3.1.1 - Extractions et purifications ciblées 

Bien que différentes méthodologies aient été développées en accord avec différents 

besoins expérimentaux, en général, après récolte de l’échantillon biologique, la première 

étape consiste à broyer les tissus (frais ou lyophilisés) tout en les conservant à froid pour 

éviter la dégradation -d’origine enzymatique ou chimique- des hormones (Ljung et al., 

2010).  

Après broyage, un solvant d’extraction est ajouté, adapté pour solubiliser le 

contenu hormonal d’intérêt, suivi en général d’une agitation et d’une incubation à froid. 

Le choix du solvant d’extraction doit être adapté en fonction de la famille d’hormone 

ciblée et des besoins expérimentaux. Par exemple, dans le cas des auxines, une grande 

variété de solvants organiques et tampons aqueux ont été utilisés (Porfírio et al., 2016) 
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mais un alcool relativement polaire, comme le méthanol ou l’isopropanol, est 

recommandé (Fu et al., 2011). En revanche, des solvants plus apolaires comme le 

chloroforme ou l’acétonitrile sont recommandés pour l’extraction spécifique de 

brassinostéroïdes, molécules hydrophobes (Bajguz and Piotrowska, 2009; Ding et al., 

2013).  

Plusieurs stratégies de purification des phytohormones ont été développées, mais 

les extractions liquide-liquide (LLE) et les extractions sur phase solide (SPE) sont les plus 

communément utilisées (Ramos, 2012; Cui et al., 2015). Ces stratégies peuvent s’adapter 

facilement aux besoins expérimentaux, grâce à une large gamme de solvants et de phases 

stationnaires. Dans la bibliographie, différents protocoles basés sur ces méthodes sont 

disponibles pour extraire différentes familles d’hormones (Chu et al., 2017), comme les 

IAAs (Porfírio et al., 2016), les CKs (Svačinová et al., 2012), les GAs (Csukasi et al., 

2011), l’ABA (Liu et al., 2019), les JAs (Böttcher et al., 2015), les SAs (Kim et al., 2006), 

les SLs (Foo and Davies, 2011), les BRs (Ding et al., 2013). Les avancées et le 

développement des miniaturisations et du haut débit permettent par ailleurs la 

démocratisation de la micro-extraction en phase liquide (LPME) ou en phase solide 

(SPME).Ces nouvelles approches permettent de réduire les quantités de matériel 

biologique nécessaires (Liu et al., 2012, 2014a) et tendent également à être exploitées dans 

des protocoles d’extractions globales, pour analyser plusieurs familles d’hormones à 

l’aide d’une seule extraction. 

3.1.2 - Extractions et purifications globales 

Pour extraire simultanément un maximum de phytohormones de familles 

différentes, divers solvants ont été comparés. L’objectif a été de trouver le meilleur 

compromis entre la solubilisation du plus grand nombre de phytohormones, sans pour 

autant extraire trop d’autres molécules, en particulier des contaminants lipidiques ou 

chlorophylliens. 

Le solvant Bieleski modifié (méthanol/eau/acide formique, 75/20/5 v/v/v 

(Hoyerova et al., 2006)) est privilégié pour extraire simultanément plusieurs familles 

d’hormones –IAA, CKs, ABA, GAs, SAs et JAs- (Kojima et al., 2009; Izumi et al., 2009; 

Bulíčková et al., 2013; Schäfer et al., 2016). Ce mélange permet une bonne solubilisation 

de ces différentes hormones, même des plus apolaires comme les GAs, mais la polarité  



Figure 10 : Exemple d’un protocole d’extraction globale des phytohormones, 
proposé par (Kojima et al., 2009) 

Protocole d’extraction globale de quatre familles d’hormones végétales (GAs, ABA, IAA 
et CKs). L’échantillon, sous forme de poudre congelée, est extrait à l’aide du solvant 
Bieleski modifié. L’extrait brut subit ensuite deux étapes d’extraction sur phase solide 
(SPE), d’abord sur une phase hydrophile/lipophile (HLB), puis sur une phase inverse 
échangeuse de cations (MCX). Trois fractions sont obtenues à l’issue de la deuxième SPE. 
La première contient les hormones acides (GAs, ABA et IAAs), la deuxième contient les 
CKs ribo-phosphatées et la troisième contient les CKs libres ou conjuguées avec un ose. 
Des étapes supplémentaires de purification peuvent être ajoutées pour purifier d’autant 
plus certaines fractions ou analyser les CKs nucléotides. 
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élevée permet d’éviter l’extraction des lipides (Tarkowská et al., 2014). Un pH acide, 

apporté par l’ajout d’une faible proportion d’acide formique, permet de stabiliser 

certaines phythormones comme les GAs (Urbanová et al., 2013), sans trop impacter sur la 

stabilité des molécules des autres familles. D’autres solvants, tels que les mélanges 

propanol/eau/acide chlorhydrique, méthanol/eau, ou tout simplement de l’acétonitrile 

peuvent être également utilisés (Pan et al., 2010; Chen et al., 2011b,a). Plus récemment, 

(Šimura et al., 2018) ont augmenté l’apolarité de leur solvant d’extraction par rapport au 

solvant Bieleski modifié, en utilisant un mélange acétonitrile/eau, pour permettre en plus 

des hormones précédemment citées, de solubiliser les brassinostéroïdes, tout en limitant 

l’extraction de contaminant comme la chlorophylle. 

Après extraction, l’extrait brut est purifié, cette fois-ci à l’aide d’un protocole 

« global », pour concentrer le maximum d’hormones différentes tout en éliminant les 

contaminants. (Kojima et al., 2009) ont développé un protocole permettant d’extraire et 

purifier 43 phytohormones issues de quatre familles différentes, en utilisant deux SPE 

successives (Figure 10). L’extrait brut est pré-purifié sur une première SPE de phase 

hydrophile/lipophile, capable de retenir à la fois les contaminants les plus hydrophobes 

et les plus hydrophiles, tandis que les hormones, n’interagissant pas avec la phase, sont 

immédiatement éluées. La deuxième SPE permet de séparer l’extrait en trois fractions, 

afin de réduire sa complexité. Une phase inverse échangeuse de cation est utilisée et 

permet les élutions successives des hormones acides ou neutres dans une première 

fraction (IAAs, ABA, GAs, SAs et JAs), l’élution des CKs ribo-phosphatées dans une 

deuxième fraction, puis finalement, l’élution des CKs et CKs glyco-conjuguées dans une 

troisième fraction. Récemment, un protocole permettant l’extraction et la purification de 

101 phytohormones différentes (adapté de Kojima et al., 2009), propose de réduire le 

processus d’extraction en éliminant la deuxième étape de SPE, réduisant 

considérablement le temps requis pour la préparation de l’échantillon (Šimura et al., 

2018). 
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3.2 - Détection et quantification des hormones végétales 

3.2.1 - Les bio-essais, ancêtres de la détection des phytohormones 

La détection, voire la quantification d’hormones végétales présentes dans des 

extraits biologiques ont d’abord été réalisées par bio-essais. Leurs principes résidaient 

dans l’observation et/ou la mesure d’une réponse biologique spécifique induite après 

traitement d’une plante par une ou plusieurs fractions actives (Reeve and Crozier, 1980). 

Par exemple, la présence de CKs dans un extrait a été évaluée par l’expansion des 

cotylédons de radis (Letham, 1971) ou encore, la présence de GAs a été identifiée par la 

mesure de l’extension des hypocotyles de laitue (Frankland and Wareing, 1960). Bien 

que la limite de détection soit satisfaisante, ces expériences restent lourdes, variables, peu 

quantitatives mais surtout peu sélectives car plusieurs autres molécules, présentes dans les 

matrices complexes en plus de l’hormone d’intérêt, peuvent induire ou participer à 

l’induction des réponses observées. 

3.2.2 - Détection par immuno-affinité 

Afin d’améliorer la sensibilité de détection et de surmonter la faible sélectivité des 

bio-essais, les méthodes de détection par immuno-affinités ont été développées, comme 

les tests de dosages d'immuno-absorption par enzyme liée (ELISA) (Weiler, 1984). Ces 

protocoles reposent sur l’obtention d’anticorps spécifiques d’hormones. La sélectivité de 

ce type de méthode est importante, mais plusieurs hormones issues d’une même famille 

peuvent se lier à un même anticorps (Li et al., 2005), réduisant la précision des résultats 

obtenus. Toutefois, ces tests sont relativement peu coûteux, grâce à la disponibilité de kits 

d’immuno-detection pour les différentes familles d’hormones et permettent une détection 

sensible, sans dépendre d’appareillages lourds de chimie analytique (Prado et al., 2014; 

Pradko et al., 2015). Cependant, ils ne permettent pas de répondre à la demande 

croissante d’analyses simultanées de plusieurs familles d’hormones dans un même 

échantillon. 

3.2.3 - Analyses chromatographiques 

Les techniques de chimie analytique utilisant les chromatographies liquides (LC) 

ou gazeuses (GC), couplées à un détecteur, sont actuellement utilisées pour réaliser la 

séparation, l’identification et la quantification d’hormones végétales. Elles offrent une 
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bonne reproductibilité, efficacité, résolution avec une durée de vie suffisamment longue 

et se sont donc imposées comme outils de choix pour ces analyses (Müller et al., 2002; 

Zadra et al., 2006; Liu et al., 2007; Tansupo et al., 2010; Fu et al., 2011). La GC permet 

l’analyse des hormones gazeuses, comme pour la détection et quantification de l’éthylène 

(Le Henry et al., 2017), mais nécessite en revanche, une étape de dérivatisation pour 

l’analyse des autres hormones hydrosolubles, afin de les rendre volatiles, et certaines 

hormones sensibles à la température élevée de l’injecteur seront dégradées rapidement 

(Fu et al., 2011).  

La LC reste la méthode séparative la plus universelle pour des analyses globales 

de phytohormones. Différentes chimies de phases stationnaires pourront être utilisées, 

mais en général une phase inverse est choisie (C18). Elle est associable à une grande 

variété de détecteurs différents comme les spectromètres (UV ou infrarouges), 

spectrofluororimètres, refractomètres, etc… (Reeve and Crozier, 1980), mais aujourd’hui 

c’est principalement la détection par spectrométrie de masse (MS) qui est privilégiée. Des 

doubles ou triples détections peuvent être utilisées pour augmenter le degré de confiance 

dans l’identification ou la quantification des hormones, en apportant des informations 

structurales complémentaires. 

3.2.4 - Analyses par spectrométrie de masse couplée à une séparation 
chromatographique 

La spectrométrie de masse est aujourd’hui une des méthodes de chimie analytique 

parmi les plus sensibles permettant de réaliser des détections de métabolites présents en 

faibles concentrations (Lei et al., 2011). Son principe repose d’abord sur l’ionisation des 

molécules, pour ensuite mesurer le rapport masse sur charge (m/z) de chaque ion et son 

abondance. Le m/z de chaque ion est déterminé par sa composition atomique, donc sa 

formule brute, et son état de charge après ionisation (généralement mono-chargé pour les 

phytohormones).  

Parmi les sources d’ionisation existantes, l’ionisation par Electrospray (ESI) reste 

la plus communément utilisée dans l’analyses des phytohormones (Kojima et al., 2009; 

Izumi et al., 2009; Pan et al., 2010; Šimura et al., 2018). Les métabolites contenus dans la 

phase mobile, à l’issue de la séparation LC, sont pulvérisés en fines gouttelettes à 

l’extrémité d’un capillaire chauffé (entre 200 et 600°C) en présence d’un gaz  



Figure 11 : Source d’ionisation Electrospray 

Cette source est utilisée pour ioniser les métabolites en spectrométrie de masse. A l’issue 
de la séparation des métabolites par chromatographie liquide, l’échantillon est ionisé pour 
être analysable en spectrométrie de masse. La tension appliquée entre le capillaire et 
l’orifice du détecteur (+ve et –ve) induit une séparation des charges à la surface du liquide. 
La solution liquide prend la forme d’un cône à l’extrémité du capillaire, qui se détache et 
se disperse sous forme de gouttelettes chargées. La taille des gouttelettes se réduit 
progressivement -par évaporation grâce aux gaz et à la température élevée, ainsi que par 
fission de Coulomb-, permettant l’obtention de métabolites ionisés et désolvatés, qui 
peuvent ensuite être analysés par le spectromètre de masse.  

Issu de (Banerjee and Mazumdar, 2012) 
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(généralement de l’azote) pour favoriser l’évaporation du solvant. Les molécules en 

suspension dans les gouttelettes sont attirées vers l’entrée de l’analyseur par un haut 

potentiel électrique (entre ±2 kV et ±5 kV). La réduction de la taille des gouttelettes, par 

fission de Coulomb ou par évaporation du solvant (selon les modèles proposés (Dole et 

al., 1968; Iribarne and Thomson, 1976)), libère les ions désolvatés avant leur entrée dans 

l’analyseur du spectromètre de masse (Awad et al., 2015) (Figure 11). Ce mode 

d’ionisation est considéré comme « doux », et limite les fragmentations des molécules en 

source (El-Aneed et al., 2009). Les ions créés peuvent correspondre à l’addition ou la 

perte d’un ou plusieurs hydrogènes, et sont notés [M + nH]n+ ou [M - nH]n-, ou par la 

formation d’adduits (Keller et al., 2008). Le nombre et la nature de la charge obtenue sont 

définis par la polarité du courant appliqué au capillaire, mais également par la 

composition du solvant et de la matrice, la nature chimique de la molécule et sa capacité 

à accepter ou céder un proton ou former un adduit. Par exemple, les molécules 

présentant une fonction acide seront plus facilement chargées négativement et 

observables en mode négatif et les molécules possédant une fonction amine seront 

majoritairement chargées positivement et observables en mode positif. 

Les ions formés en source sont ensuite focalisés par une succession de lentilles 

dans le spectromètre de masse jusqu’aux différents analyseurs. Comme pour les sources 

d’ionisation, il existe une grande variété d’analyseurs, présentant différents avantages et 

inconvénients (Haag, 2016). Les quadripôles et les pièges à ions sont des analyseurs de 

basse résolution, permettant de mesurer les valeurs de m/z des ions à une unité près, 

tandis que les analyseurs à temps de vol (TOF), à résonance cyclotronique d’ion (FT-

ICR) ou les trappes orbitales (ou orbitrap) sont considérés comme des analyseurs de 

haute résolution. En mode balayage, (MS simple, mesure d’une gamme de m/z), ils 

permettent de mesurer la valeur de m/z des ions avec une précision proche d’une partie 

par million (ppm), permettant de proposer, de ces mesures, les formules brutes des 

métabolites analysés. 

Ces analyseurs peuvent également être montés en tandem (mode MS/MS) pour 

augmenter la sélectivité et la précision de l’analyse. Dans ce cas, un ion d’intérêt (ion 

parent) repéré en MS, est sélectionné dans le premier analyseur, puis fragmenté en ions 

fils dans le second analyseur (cellule de collision). Les ions fils formés sont ensuite  



Figure 12 : Principe des trois mode d’analyses : balayage, MS/MS et MRM 

Représentation de différents modes d’analyses utilisés couramment en spectrométrie de 
masse. (A) Mode balayage (full-scan) : tous les ions issus de la source d’ionisation sont 
analysés par le dernier analyseur (trappe linéaire ou orbitrap) sans fragmentation. Si un 
m/z d’intêret est détecté, l’ion associé sera ensuite selectionné pour être fragmenté en mode 
MS/MS ou MRM. (B) Mode MS/MS : l’ion parent précédement identifié est selectionné 
par le premier quadripôle, pour être fragmenté dans la cellule de collision. L’ensemble des 
ions fils formés est analysé par l’orbitrap, leurs m/z et leurs intensités sont enregistrés. (C) 
Mode MRM : l’ion parent d’intêret est sélectionné par le premier quadripôle, pour être 
fragmenté dans la cellule de collision. Parmi les ions fils formés, un seul sera selectionné 
par le troisième quadripôle, et son intensité sera enregistrée.  

B 

A 

C 
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mesurés dans un troisième analyseur. Ces analyses en MS/MS sont possibles en mettant 

en ligne plusieurs analyseurs (par exemple un couplage triple-quadripôles (Figure 12A)) 

et permettent de proposer ou confirmer une structure associée à un ion parent (Kind et al., 

2018), ainsi que de quantifier des métabolites. Pour finir, ces analyseurs sont finalement 

associés à un détecteur qui permet de transformer le signal ionique en signal numérique 

amplifié. 

Spectrométrie de masse en haute résolution, pour l’identification des 

molécules 

Comme expliqué précédemment, les spectromètres de masse haute résolution sont 

capables de déterminer le rapport m/z des ions avec une grande précision, de l’ordre du 

ppm (Makarov and Scigelova, 2010) tant sur les ions précurseurs que sur les ions fils, 

obtenus après fragmentation. Grâce à ces mesures précises, il est possible de déterminer 

la formule brute des ions parents et fils, et ainsi proposer une structure de la molécule 

identifiée, comparativement aux standards ou à des banques de données. Dans le cas où 

on recherche des molécules connues, les analyses sont réalisées en mode balayage de m/z 

(mode MS), suivies d’une analyse après fragmentations ciblées (mode MS/MS), grâce à 

une liste d’inclusion d’ions précurseurs d’intérêt pré-enregistrée. Par ailleurs, le mode full-

scan présente l’avantage d’aller rechercher a posteriori dans les données déjà enregistrées, 

de nouvelles molécules en recherchant des valeurs d’ions précises. Ces spectromètres sont 

toutefois souvent relativement peu sensibles, les limites de détections (LOD) sont élevées 

et ils sont souvent assez sensibles aux matrices complexes, d’où la nécessité de réaliser 

des séparations chromatographiques efficaces en amont de l’analyse. 

Plusieurs niveaux de confiance peuvent être accordés en fonction de l’analyse et 

de l’identification d’un composé, en fonction de la quantité et qualité de l’information 

apportées par l’analyse (Schymanski et al., 2014) (Figure 13). Le niveau de confiance le 

plus élevé, niveau 1, est obtenu quand la molécule est identifiée au même temps de 

rétention chromatographique qu’un standard et que l’analyse menée en MS et MS/MS 

ou une autre méthode d’analyse complémentaire, produit des résultats similaires. Si 

aucun standard n’est disponible, mais que les spectres MS/MS peuvent être comparés à 

des banques de données expérimentales ou théoriques, alors, le niveau d’identification est 



Figure 13 : Différents niveaux de confiance accordés à une analyse en 
spectrométrie de masse en haute résolution proposés par (Schymanski et al., 
2014) (exemple pour l’analyse de la zéatine) 

Le degré de certitude d’identification d’une molécule augmente en fonction de la quantité 
de données expérimentales à disposition, allant de 1 pour une analyse menée en LC-MS, 
avec des données de MS, de MS/MS et un temps de rétention (RT) comparés à ceux 
obtenus avec un standard, jusqu’à 5 quand seulement une masse exacte a pu être obtenue. 
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de 2. Le niveau 3 signifie que la structure de la molécule est probable, mais des 

incertitudes isomériques demeurent. Au niveau 4, seule la formule brute a pu être 

identifiée, mais aucune structure moléculaire ne peut être déterminée. Le niveau 5 

correspond seulement à l’enregistrement d’une masse exacte (avec une précision de 5 

ppm ou moins) sans pour autant pouvoir proposer une formule brute (Schymanski et al., 

2014). 

Spectrométrie de masse en basse résolution, pour la quantification des 

molécules 

Les analyses en mode Multiple Reaction Monitoring (MRM) sont privilégiées sur 

un spectromètre de masse triple quadripôles (TSQ) ou quadripôle-cellule de collision-

trappe à ions linéaire (Q-Trap), pour détecter des molécules connues en faibles 

abondances, ou dans des matrices complexes. Le premier quadripôle permet de 

sélectionner un ion présentant un m/z spécifique (ion parent), qui sera ensuite fragmenté 

dans la cellule de collision (Figure 12B). Le troisième quadripôle, sert ensuite à 

sélectionner un des ions fils formés. Ainsi, ce mode d’analyse permet d’atteindre une 

sensibilité élevée en éliminant l’ensemble des ions non spécifiques, tout en permettant 

également une double sélectivité qui permet une identification des molécules avec un fort 

degré de certitude malgré l’absence de détecteur haute résolution (Vidova and Spacil, 

2017). Cette méthode requiert en amont l’analyse de standards, afin de confirmer le 

temps de rétention du composé à analyser, de sélectionner les transitions MRM les plus 

intenses, optimiser les différents paramètres de guidage des ions et de fragmentation et de 

déterminer les énergies de collision optimales à appliquer à chaque ion parent pour 

obtenir les ions fils en plus grande abondance. L’absence de standards peut toutefois être 

compensée par des données bibliographiques, listant les transitions, les paramètres 

adaptés et les temps de rétention, mais le degré de certitude accordé à l’analyse diminue. 

Ces analyses ne peuvent être réalisées que sur des molécules connues, elles sont donc 

dédiées à la quantification, ou à la recherche de leur présence à l’état de traces. Ces 

spectromètres de masse présentent une grande gamme de linéarité, permettant une 

quantification relativement précise de plusieurs molécules en mélanges et en 

concentrations variées. 
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4 - Hypothèses et objectifs 
Les champignons mycorhiziens et les plantes ont évolué en interaction depuis plus 

de 450 millions d’années et mis en place des moyens de communication, à l’échelle 

moléculaire, pour établir et maintenir leur relation symbiotique. Les hormones végétales, 

produites par la plante, sont connues pour être impliquées dans la régulation de la 

symbiose. Il est probable que les CMAs produisent aussi des hormones végétales, mais 

qu’en est-il réellement ? Et s’ils en produisent, quelle sont leurs fonctions biologiques sur 

le champignon, et sur la symbiose ? 

Le premier objectif de cette thèse a consisté à détecter la présence de 

phytohormones dans des échantillons fongiques purs. Pour cela, une analyse ciblée, la 

plus exhaustive possible, a été réalisée. Cette analyse a été faite en recherchant, par 

chromatographie liquide couplée à la spectrométrie de masse et par chromatographie 

gazeuse, le plus grand nombre de phytohormones présentes dans des exsudats et des 

extraits de spores axéniques de R. irregularis. Ces expériences nous ont conduit à 

l’identification et la validation de la présence de quatre phytohormones chez ce CMA. 

Le deuxième objectif de ma thèse a été d’accumuler des données pour tenter de 

déterminer l’origine de biosynthèse des phytohormones précédemment identifiées, qui 

peuvent être exportées de la plante vers le champignon durant les échanges symbiotiques, 

ou biosynthétisées par le CMA lui-même. Nous avons cherché à déterminer si R. 

irregularis est capable de synthétiser ces hormones végétales à travers différentes 

expériences, allant de cinétiques d’exsudations, d’analyses d’hormones produites par le 

champignon par rapport à celles présentes dans la plante mycorhizée, ou encore à l’aide 

de premières expériences utilisant des marquages isotopiques. 

Pour finir, nous avons initié la description du rôle de ces hormones dans la 

physiologie du champignon. R. irregularis possède deux récepteurs putatifs histidine 

kinase, lui permettant potentiellement de percevoir les cytokinines et l’éthylène. A l’aide 

d’ajouts exogènes de ces deux hormones, nous avons mis en place différentes expériences 

pour commencer à identifier leur impact sur la germination des spores, l’établissement de 

la symbiose et enfin la régulation transcriptomique. 
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- Chapitre 1 - 
Détection d’hormones végétales 

chez R. irregularis 

Préambule 

Ce chapitre se consacre à la détection d’hormones végétales par des approches 

biochimiques. Le premier objectif de ma thèse était de vérifier si les champignons 

mycorhiziens à arbuscules (CMA) étaient capables de « produire » des hormones 

végétales. Certaines études ont démontré la présence de certaines hormones chez ces 

champignons, la plupart du temps par des procédés indirects ou peu spécifiques (Barea 

and Azcón-Aguilar, 1982; Esch et al., 1994; Ludwig-Müller et al., 1997). De nombreux 

autres micro-organismes sont capables de produire et sécréter des hormones végétales 

(Gay et al., 1994; Chanclud and Morel, 2016; Kudoyarova et al., 2019). Nous avons donc 

entrepris la recherche et l’identification d’hormones végétales dans des échantillons 

fongiques par des approches biochimiques sensibles et précises. 

Les CMA sont des organismes biotrophes obligatoires, et leur survie dépend 

intégralement de leurs interactions symbiotiques. La présence d’une plante hôte dans les 

cultures fongiques nous empêche de distinguer les hormones produites par la plante de 

celles produites par le champignon. De plus, une grande quantité de matrice fongique est 

requise pour permettre par la suite l’extraction et l’analyse des hormones végétales. Notre 

partenaire, l’entreprise Agronutrition, a été en mesure de produire de grandes quantités 

de spores de CMA in vitro dans des boîtes DC. Les hyphes extra-racinaires se 

développent dans le second compartiment, produisant ainsi des spores et du mycélium. 

Ce second compartiment est inaccessible pour les racines, et le champignon s’y développe 

en absence de tissu végétal, en étant toutefois toujours connecté à son hôte. Afin 

d’éliminer d’éventuelles contaminations d’origine végétale, les spores sont rincées avec de 

l’eau Milli-Q stérile au début de chaque expérience. Les échantillons sont donc 
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analysables sans craindre une contamination d’hormones produites par la plante hôte, ou 

d’autres micro-organismes. 

Les hormones végétales étant généralement présentes en faible concentration, leur 

analyse nécessite des moyens de détection sensibles, couplés à des processus de 

concentration et d’échantillonnage efficaces. De plus, les hormones sont réparties dans 

neuf familles, présentant des caractéristiques physico-chimiques très variées. Avant le 

début de ce projet, la plateforme MétaToul, et plus précisément le plateau AgromiX, 

rattaché au laboratoire, a développé un protocole d’extraction globale des hormones 

végétales (Pons et al., 2020). L’application de ce protocole à nos matrices fongiques, la 

mise à disposition de spectromètres de masse, ainsi que l’accès à de grande quantités de 

matériel biologique, nous ont permis de réaliser l’analyse des hormones végétales dans 

des échantillons de CMA. 

Résumé de l’article 

Dans cet article, nous avons analysé par spectrométrie de masse, les hormones 

présentes dans des échantillons de spores de R. irregularis et dans leurs exsudats. Par 

comparaison avec 38 standards et modèles théoriques de fragmentation de 

phytohormones, nous avons identifié et confirmé la présence de trois hormones végétales 

chez R. irregularis. Une auxine (l’IAA) et une cytokinine (isopentenyl-adénosine (iPR)) 

ont été retrouvées dans les exsudats et dans les spores, tandis qu’une gibbérelline (acide 

gibbérellique 4 (GA4)) n’a été identifiée que dans les échantillons de spores. 

Nous avons également montré la production d’éthylène par des spores en 

germination de R. irregularis, détecté par GC-FID dans l’espace de tête des tubes 

contenants les spores en germination. L’exposition des spores à la lumière induit la 

production d’éthylène, et celle-ci est amplifiée par des ajouts exogènes de méthionine au 

milieu de germination. Enfin, l’acide α-keto γ-methylthiobutyrique (KMBA), molécule 

photo-oxydable en éthylène et issue de la déamination de la méthionine, a été identifiée 

dans des exsudats de spores traitées à la méthionine. L’ensemble de ces résultats suggère 

que R. irregularis produit de l’éthylène par la voie de biosynthèse du KMBA. 
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Ainsi, nous avons démontré la présence de quatre hormones végétales chez un 

CMA, dont trois étant relâchées dans le milieu extracellulaire, et une piégée dans les 

spores. L’éthylène est effectivement produit par les spores en germination, mais l’origine 

de biosynthèse, fongique ou végétale, de l’auxine, de la cytokinine et de la gibbérelline 

reste à démontrer, et leurs rôles dans la biologie des CMA restent à explorer. 
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Abstract

Arbuscular mycorrhizal symbiosis is a mutualistic interaction between most land plants and

fungi of the glomeromycotina subphylum. The initiation, development and regulation of this

symbiosis involve numerous signalling events between and within the symbiotic partners.

Among other signals, phytohormones are known to play important roles at various stages of

the interaction. During presymbiotic steps, plant roots exude strigolactones which stimulate

fungal spore germination and hyphal branching, and promote the initiation of symbiosis. At

later stages, different plant hormone classes can act as positive or negative regulators of

the interaction. Although the fungus is known to reciprocally emit regulatory signals, its

potential contribution to the phytohormonal pool has received little attention, and has so far

only been addressed by indirect assays. In this study, using mass spectrometry, we ana-

lyzed phytohormones released into the medium by germinated spores of the arbuscular

mycorrhizal fungus Rhizophagus irregularis. We detected the presence of a cytokinin (iso-

pentenyl adenosine) and an auxin (indole-acetic acid). In addition, we identified a gibberellin

(gibberellin A4) in spore extracts. We also used gas chromatography to show that R. irregu-

laris produces ethylene from methionine and the α-keto γ-methylthio butyric acid pathway.

These results highlight the possibility for AM fungi to use phytohormones to interact with

their host plants, or to regulate their own development.

Introduction

Arbuscular mycorrhizal (AM) symbiosis is a 460 million-year-old interaction [1] between glo-

meromycotina fungi and over 70% of land plants [2]. In angiosperms, AM fungi colonize the

inner root cortex of their host to develop intracellular ramified structures called arbuscules.

These arbuscules are the main site for nutrient exchange between the plant and the fungus.

AM fungi provide their host plant with water and minerals, and in return receive carbon

sources (mainly sugars and lipids) [3, 4]. As AM fungi are obligate biotrophs, this interaction

is essential for their growth, development and reproduction. On the plant side, this interaction

is most often beneficial as it can improve nutrition and/or resistance to biotic and abiotic

stresses [5–7].
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Prior to physical contact, the two partners of the AM symbiosis interact via signalling mole-

cules [8, 9]. Host roots release several types of compounds affecting the presymbiotic develop-

ment of AM fungi, such as some flavonoids, phenolic compounds, hydroxy fatty acids [10, 11].

Particular attention has been paid to the root-exuded strigolactone phytohormones: they stim-

ulate the germination of AM fungal spores, the oxidative metabolism and branching of germi-

nating hyphae, and finally root colonization [12–15]. In addition, N-acetylglucosamine-based

compounds could be exchanged in two directions. Lipochitooligosaccharides (LCOs) and chit-

ooligosaccharides (COs) are released by germinating spores of AM fungi and stimulate the ini-

tiation of the symbiosis via the activation of the common symbiosis signalling pathway and the

activation of lateral root formation [16–18]; and a plant exporter of N-acetylglucosamine has

been shown to be required for the first steps of the interaction [19]. Finally, additional, yet

unidentified, signals of plant or fungal origin may act prior to root colonization [20–23].

Later stages of AM interactions are regulated by a number of factors, including nutrient

exchange [23] and phytohormones [24, 25]. Analysis of AM symbiosis regulation by phytohor-

mones has revealed a complex pattern of modified hormonal contents or altered response to

hormones in mycorrhizal plants. Reciprocal effects of exogenous hormone application on the

symbiotic interaction have also been found. Although observations were made across a wide

range of combinations of plant/fungal species and experimental conditions, it is possible to

draw broad conclusions about the role of the different hormone families. Auxins (AUX),

abscisic acid (ABA) and brassinosteroids (BRs) have been identified as positive regulators of

the AM symbiosis [26–28]. On the contrary, gibberellins (GAs) and salicylic acid (SA) have

been described as negative regulators of the interaction [29–31]. The effects of cytokinins have

not yet been clearly established [32]. Finally, the role of ethylene (ET) and jasmonic acid (JA)

seems to vary with their concentration [33–36].

Importantly, these studies have addressed the role of phytohormones in the AM symbiosis

by two main approaches: the analysis of plant mutants affected in phytohormone synthesis or

perception, and the treatment of mycorrhizal plants with exogenous hormones. The study of

hormone perception mutants clearly addresses the effects of hormones on the plant. In con-

trast, both exogenous treatments and hormone deficiency in the plant result in modified hor-

monal contents in colonized roots, which could impact either or both symbionts. In spite of

this, and because phytohormones are generally seen as plant signals, results of such studies are

commonly interpreted exclusively in terms of impacts on the plant. Likewise, changes in hor-

monal contents measured in mycorrhizal plants are usually attributed to modifications of hor-

monal metabolism in plant cells. This interpretation ignores a potential contribution of the

fungal partner to the hormonal pool. Yet, many microorganisms can produce phytohormones

and this could also be the case of AM fungi. Among soil microorganisms interacting with

plants, plant growth-promoting rhizobacteria and fungi have been shown to produce auxin,

cytokinins, ABA and gibberellins [37, 38], and this can contribute to their growth-promoting

effects [39]. In the fungal kingdom, phytohormone production has been documented in sym-

bionts like ectomycorrhizal fungi [40, 41], as well as in pathogens [37]. Ethylene is quite com-

mon among phytohormones produced by fungi [42–45] and in some cases the biosynthetic

pathways have been characterized. The α-keto γ-methylthio butyric acid (KMBA) pathway,

well described in Botrytis cinerea [44], requires the deamination of methionine into KMBA.

Subsequently, KMBA can be oxidised into ethylene through different means. It can either be

oxidized by hydroxyl radicals [46], by peroxidases [47], or by the photo-oxidation of flavins

[48]. In contrast, the second ethylene-producing pathways in microorganisms involves a very

specific enzyme. The Ethylene Forming Enzyme (EFE), described in Penicillium digitatum, or

Fusarium oxysporum [42, 49], produces ethylene through two simultaneous reactions using L-

arginine and 2-oxoglutarate as co-substrates. Both pathways differ from the main pathway for
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ethylene production in plants which involves a light-independent and methionine-dependent

pathway requiring the aminocyclopropane-carboxylate (ACC) synthase (ACS) and ACC oxi-

dase (ACO).

The fact that many plant-associated microorganisms produce phytohormones raises the

possibility of a similar behaviour in AM fungi which have co-evolved with plants for over 400

million years. This question is challenging to address experimentally, essentially because of the

obligate biotrophy of these fungi. This feature implies that isolated fungi can only be kept in

culture for short periods of time, and limits the availability of biological material. Nevertheless,

previous studies have provided indirect evidence for the presence of phytohormones in AM

fungi. ELISA tests indicated that spores and hyphae of Rhizophagus (formerly Glomus) species

could contain aglycone and glycosylated ABA [50], while indirect bioassays suggested the pres-

ence of gibberellin-like and cytokinin-like molecules [51]. A direct analysis by GC-MS of

spore extracts revealed the presence of small amounts of IAA in Glomus intraradices, but in

this study spores were directly taken from maize pot cultures, hence not in axenic conditions,

and may have been contaminated with root fragments or other microorganisms [52].

In this study, we analysed the presence of phytohormones in germinating spores, or in their

exudates, of the model AM fungus Rhizophagus irregularis grown axenically. We used a combi-

nation of gas/liquid chromatography and mass spectrometry to allow unambiguous com-

pound identification. In the case of ethylene, we investigated the putative biosynthetic

pathways through the use of metabolic precursors.

Materials & methods

Chemicals, reagents and standards

Phytohormone standards were purchased from Olchemim [isopentenyl adenine (iP), isopen-

tenyl adenosine (iPR), isopentenyl adenine-9-glucoside (iP9G), kinetine (Ki),meta-topoline

(mT), trans-zeatine (tZ), cis-zeatine (cZ), trans-zeatine riboside (tZR), cis-zeatine riboside

(cZR), dihydrozeatine (DHZ), benzyladenine (BAP), gibberellic acid 1 (GA1), indole-3-acetic

acid aspartate (IAA-Asp), abscisic acid glucose ester (ABA-GE), brassinolide (BL)], Fluka

[indole-3-butyric acid (IBA), naphtalenic acetic acid (NAA)], Acros Organics [indole-3-acetic

acid (IAA), indole-3-propionic acid (IPA), abscisic acid (ABA)], Sigma-Aldrich [indole-3-ace-

tic acid alanine (IAA-Ala), jasmonic acid (JA), strigol], Fisher chemical [gibberellic acid 3

(GA3)] and Duchefa [gibberellic acid 4 (GA4)]. We prepared the standards following the man-

ufacturer’s recommendations, and stored solutions at -20˚C. L-Methionine and α-keto-γ-

methylthio butyrate (KMBA) were purchased from Sigma-Aldrich. LC/MS-grade acetonitrile

and HPLC-grade methanol were purchased from Fisher Chemical, formic acid from Acros

Organics, and ammonium hydroxide from Sigma-Aldrich.

Fungal culture and exudate preparation

Rhizophagus irregularisDAOM 197198 sterile spores were purchased from Agronutrition

(Labège, France). The spores were produced in axenic conditions. Spore numbers were deter-

mined by the supplier by counting spores in an aliquot of the sold suspension with a binocular

microscope. Spores were rinsed from their storage buffer using a 40 μm nylon cell strainer

(VWR) by five washes with sterile UHQ water. Spores were resuspended in sterile UHQ water

and stored at 4˚C before use.

For the production of germinated spore exudates (GSE), spores were germinated in sterile

UHQ water in a CO2 incubator (30˚C, 2% CO2) for 7 days with a concentration of 400 spores.

mL-1 in 25 mL Petri dishes. GSE were filtered through a glass-fiber frit (Chromabond,
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Macherey-Nagel, France), then frozen in liquid nitrogen and freeze-dried. Filtered spores were

collected and stored at -80˚C.

Phytohormone and KMBA extraction

From germinated spore exudates. Freeze-dried GSE from 10,000 spores or 250,000

spores of R. irregularis were reconstituted in 100 μL of 1 M formic acid and stored at -20˚C

before MS analysis.

From ground spores. The protocol of phytohormone extraction and separation by Solid

Phase Extraction (SPE) was adapted from Kojima et al. [53] as follows. Two hundred and fifty

thousand spores were hand-ground in liquid nitrogen with a mortar and pestle, resuspended

in 1 mL of cold modified Bieleski’s solvent (methanol/water/formic acid 75:20:5, v:v:v; [54])

and left overnight at -20˚C to achieve complete extraction. The crude extracts were centrifuged

for 15 min at 10,000 x g, at 4˚C. The pellet was reextracted in 200 μL modified Bieleski’s solvent

for 30 min at -20˚C, centrifuged 15 min at 10,000 x g, and the supernatant pooled with the first

one. Extracts were pre-purified on SPE Oasis HBL cartridges (1 mL per 30 mg, Waters). Car-

tridges were conditioned in 1 mL methanol and equilibrated in 1 mL of 1 M formic acid. Two-

mL samples were loaded and eluted with 1 mL modified Bieleski’s solvent. Eluates containing

phytohormones were dried under nitrogen stream and reconstituted in 1 mL of 1 M formic

acid. The separation of phytohormones was achieved with SPE Oasis MCX cartridges (1 mL

per 30 mg, Waters). Cartridges were conditioned in 1 mL methanol and equilibrated in 1 mL

of 1 M formic acid. Samples were successively eluted by 1 mL methanol (fraction 1, containing

neutral and acidic hormones), 1 mL of 0.35 M ammonium hydroxide (fraction 2) and 1 mL

methanol/0.35 M ammonium hydroxide 60:40 (fraction 3, containing cytokinins) [53]. The

three fractions were dried under nitrogen stream and kept at 4˚C before analysis. Fractions

were reconstituted in 100 μL 1 M formic acid and then analysed by LC-MS.

LC-MS analysis of phytohormones

Samples (GSEs or fractions obtained from ground spores as previously described) were ana-

lysed by UHPLC-MS with two types of mass spectrometers, a Q-Trap 5500 (AB Sciex) in

MRM mode for higher detection sensitivity, and a Q-Exactive Plus™ (Thermo Scientific) for

higher mass accuracy by high resolution analysis, each of them having their own advantages.

The Q-trap 5500 mass spectrometer allows to perform analysis in multiple reaction monitor-

ing (MRM) mode, which improves selectivity and detection sensitivity for targeted metabolites

[55], whereas the Q-Exactive plus is equipped with an orbitrap analyzer, allowing to measure

them/z ratio of each ion with greater mass accuracy for structural confirmation [56].

Twenty-one biological replicates of GSE were used to perform phytohormone detection.

IPR was consistently identified in GSE, but probably due to biological variability, IAA was

detected in 76% of them. Thirteen samples were used to perform quantification. Twelve repli-

cates of ground spores were used for detection of phytohormones. GA4 was detected in 66% of

them.

Multiple reaction monitoring (MRM) analysis. A UHPLC system (Dionex Ultimate

3000, Thermo Scientific) was equipped with a Kinetex C18 column (100 × 2.1 mm, 2.6 μm,

100 Å, Phenomenex) heated at 45˚C. Five-μL samples were injected. Separation was performed

at a constant flow rate of 0.3 mL.min-1, in a gradient of solvent A (water + 0.1% formic acid)

and B (acetonitrile + 0.1% formic acid): 1 min 5% B; 11 min 5% to 100% B; 2 min 100% B, and

re-equilibration to the initial conditions in 4 min. The Q-Trap 5500 mass spectrometer was

equipped with an electrospray source. Curtain gas was set to 30 psi, nebulizer to 40 psi and

turbo gas to 60 psi. Capillary voltage was set to 5.5 kV (positive mode) or -4.5 kV (negative
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mode) on Electrospray Ionization (ESI) source (400˚C). Samples were monitored in positive

and negative modes in scheduled Multiple Reaction Monitoring (MRM) mode (60s). Using 25

standards of free or conjugated hormones, in infusion mode (7 μL.min-1), the best parameters

for declustering potential, collision energy and collision cell exit potential were selected for

precursor and product ions measurement. Ionization mode, selected MRM transitions, limit

of detection (LOD) and retention time for each hormone are listed in S1 Table. Limits of

detection (signal to noise ratio > 3) were determined using standards diluted from 0.1 mM to

1pM in methanol. By this approach, we could perform an approximate quantification of phy-

tohormones in fungal samples. Data processing was performed using Analyst 1.6.2 software.

High resolution mass spectrometry (HRMS) analysis. A UHPLC system (Ultimate 3000

RSLC system, Thermo Scientific) was equipped with a Hypersil Gold aQ C18 column (100

mm x 2.1 mm, 1.9 μm, 175 Å, Thermo Scientific #25302102130), heated at 35˚C. Five-μL sam-

ples were injected. Separation was performed at a constant flow rate of 0.3 mL.min-1, in a gra-

dient of solvent A (water + 0.05% formic acid) and B (acetonitrile + 0.05% formic acid): 1 min

5% B; 7 min 5% to 96% B; 1 min 96% B and re-equilibration to the initial conditions in 3 min.

The Q-Exactive Plus™ mass spectrometer was equipped with a H-ESI II probe, heated at

256˚C. Sheath gas was set to 48, sweep gas to 2, auxiliary gas to 11, and heated at 413˚C. Capil-

lary voltage was set to 3.5 kV in positive mode and -2.5 kV in negative mode. Ionization was

performed in positive and negative modes, in full scan analysis (centroid), with a resolution of

35,000. Automatic Gain Control was set to 3.106, with a 50 to 600m/z scan range. A Target-

MS/MS scan of confirmation of the phytohormone, based on the specified inclusion list

(5 ppm), was triggered when the mass spectrometer detected a known phytohormone in an

MS spectrum. In this case, Automatic Gain Control was set to 2.105, and resolution to 17,500.

Data processing was performed by Xcalibur 3.0 and Tracefinder 3.2 softwares.

Ethylene detection

20,000 spores in 2 mL of sterile UHQ water, either untreated, or supplemented with 10 mM of

methionine or 1 μM of KMBA, were incubated in a sterilized glass tube (Ø = 1.35 cm, H = 6.10

cm, V = 7.5 mL, dead volume = 5.5 mL) wrapped in tinfoil to avoid light exposure, and sealed

with a porous silicone stopper (Hirschmann Instruments). They were germinated for three

days in a CO2 incubator (30˚C, 2% CO2). The stopper was then replaced by an air-tight rubber

stopper, and spores were confined for 1 day and exposed or not to light (100 μmol photons

m−2 s−1, 21˚C).

The headspace ethylene content was assayed by gas chromatography as described previ-

ously [57]. One mL of headspace gas was manually injected into a GC-FID (Agilent 7820a),

equipped with a 80/100 alumina column (1/8” x 2 mm x 1.5 m, Agilent) and set with the fol-

lowing parameters: oven temperature 70˚C, injector temperature 110˚C, N2 vector gas flow

rate 28 mL.min-1, flame ionization detector temperature 250˚C. Ethylene peak area was mea-

sured and normalized with the O2 injection peak area. Its retention time and calibration were

determined with an external standard of 4 ppm of ethylene.

For ethylene production assays: darkness without spores n = 13, light without spores

n = 16, darkness with spores n = 17, light with spores n = 18, light and methionine without

spores n = 7, darkness and methionine with spores n = 9, light and methionine with spores

n = 24, light and KMBA without spores n = 6, light and KMBA with spores n = 6.

KMBA detection by LC-MS

A UHPLC system (Dionex Ultimate 3000, Thermo Scientific) was equipped with a reverse-

phase column Acquity UPLC BEH-C18 (2.1 × 150 mm, 1.7 μm, Waters) heated at 45˚C. Ten-
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μL samples were injected. Separation was performed at a constant flow rate of 0.3 mL.min-1, in

a gradient of solvent A (water + 0.1% formic acid) and B (acetonitrile): 1 min 5% B; 8 min 5%

to 100% B; 2 min 100% B, and re-equilibration to the initial conditions in 2 min.

A Q-Trap 4500 mass spectrometer (AB Sciex) was used with an electro-spray ionization

source in the negative ion mode. Curtain gas was set to 30 psi, nebulizer to 40 psi and turbo

gas to 60 psi. Capillary voltage was set to -3.5 kV (negative mode) on Electrospray Ionization

(ESI) source (400˚C). Optimizations of the source parameters were done using the KMBA

standard at 10−5 M water by infusion at 7 μL.min-1, using a syringe pump. Three GSE sample

were analysed for each condition. Data processing was performed using Analyst 1.6.2

software.

Sequence analysis

Glomeromycotina (taxid:214504) nucleotide and protein sequences were analysed using

TBLASTN and BLASTP searches with default parameters on the NCBI website. The 2-oxoglu-

tarate-dependent ethylene/succinate-forming enzyme from Penicillium digitatum
XP_014538251.1 was chosen as query to identify putative EFEs in R. irregularis.

Statistical analysis

The version 4.0.0 of R [58], with the version 1.3–1 of package Agricolae [59] and the version

3.1.0 of package GGPlot2 [60] were used for statistical analysis. In order to compare ethylene

production between all groups, a non-parametric analysis was carried out using Kruskal-Wal-

lis test and pairwise comparisons were performed using FDR adjustment for multiple

comparisons.

Results

Detection of phytohormones in germinated spore exudates and germinated

spore extracts

The aim of this study was to investigate the production of phytohormones by the model AM

fungus R. irregularis. To avoid any contamination with plant-borne phytohormones, it was

crucial to start from pure fungal material. We used spores of R. irregularis produced in axenic

conditions, and the spores, free of root debris, were carefully rinsed to eliminate the storage

solution.

We started with an analysis of exudates produced by R. irregularis spores germinated in

water for seven days. At this stage, although not stimulated by root exudates, the germinating

hyphae continue to grow a little and the spores resemble in all respects (shape, density, pres-

ence of lipid droplets) to what they were on the first day. These germinated spore exudates

(GSE) were concentrated and analysed by Liquid Chromatography (LC) coupled to Mass

Spectrometry (MS). The detection of a total of 38 compounds, covering eight hormone fami-

lies (S1 Table), was attempted. Synthetic standards were available for 25 of these compounds,

allowing direct comparison of retention times and MS data. Two types of MS analyses were

successively carried out. The highly sensitive Multiple Reaction Monitoring (MRM) mode was

used to look for characteristic precursor-to-product-ionm/z transitions upon fragmentation.

The retention times associated with thesem/z transition signals were compared with the reten-

tion times of corresponding standards. To further ascertain hormone identification, High-Res-

olution Mass Spectrometry (HRMS) was then used to extract signals for precursor and

product ions of the expected accuratem/z (+/- 5 ppm), and again was performed in compari-

son with standards.
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Using these two approaches, we identified two hormones in GSE samples produced by

10,000 spores: the cytokinin isopentenyl adenosine (iPR) and the auxin indole-acetic acid

(IAA) (Fig 1A and 1D). In the MRM mode, iPR was detected with them/z transitions

Fig 1. Detection by LC-MS of iPR and IAA exuded by R. irregularis spores. (A) Structure and fragmentation pattern of iPR. (B) UPLC-MRM-MS chromatograms of

iPR in positive mode. Blue lines represent the signals obtained for iPR external standard (100 nM). Red lines represent the signals obtained with GSE produced by

10,000 R. irregularis spores. Plain lines are form/z transition 336> 204. Dashed lines are form/z transition 336> 136. (C) LC-HRMS extracted ion chromatogram

(XIC) form/z = 336.1666 (+/-5ppm). The blue line represents the signal obtained for iPR external standard (300 nM). The red line represents the signal obtained with

GSE produced by 250,000 R. irregularis spores. (D) Structure and fragmentation pattern of IAA. (E) UPLC-MRM-MS chromatograms of IAA in positive mode. Blue

lines represent the signals obtained for IAA external standard (100 nM). Red lines represent the signals obtained with GSE produced by 10,000 R. irregularis spores.

Plain lines are form/z transition 176> 131. Dashed lines are form/z transition 176> 77. (F) LC-HRMS XIC form/ z = 176.0705 (+/-5ppm). The blue line represents

the signal obtained for IAA external standard (300 nM). The red line represents the signal obtained with GSE produced by 250,000 R. irregularis spores. Signal

intensities are displayed in counts per second (cps).

https://doi.org/10.1371/journal.pone.0240886.g001
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336> 204 and 336> 136; IAA was identified with them/z transitions 176 > 130 and 176 > 77

(Fig 1B and 1E). For both compounds, the observed retention times matched those of the cor-

responding standards (Fig 1B and 1E). We were able to detect accurately iPR and IAA in 16

out of 21 biological replicates. The other phytohormones presented in S1 Table were not

detected in the GSE samples. According to external standard curves, we estimated that one

spore could on average exude 1.2 x 10−18 mol of iPR (+/- 1.3 x 10−18 mol) and 29 x 10−18 mol

of IAA (+/- 25 x 10−18 mol), during seven days of germination. Compound identification was

confirmed through HRMS using GSE from 250,000 spores. The precursor ion ofm/z 336.1662

for iPR, detected at a retention time of 5.78 min (Fig 1C), yielded after selection and fragmen-

tation a product ion ofm/z 204.1246 (S1 Fig). The precursor ion ofm/z 176.0706 for IAA,

detected at a retention time of 6.18 min (Fig 1F), yielded after selection and fragmentation a

product ion ofm/z 130.0650 (S2 Fig). The mass data, as well as retention times, matched those

of the corresponding standards (Fig 1C and 1F).

To investigate whether additional hormones could be present in R. irregularis spores, but

not released (or in very low amounts) into GSE, we next analysed extracts of 250,000 ground

spores. Extracts were pre-purified through two solid-phase extraction (SPE) steps and the frac-

tions where hormones were expected (in the first fraction for acidic and neutral hormones

such as auxins and gibberellic acids, and in the third fraction, for basic hormones such as cyto-

kinins) were analysed by LC-MS/MS. In these samples, IAA and iPR were detected, but as

trace amounts, perhaps due to the complex nature of the matrix. However, this approach

allowed the detection in MRM mode of MS-MS transition signals characteristic of a third phy-

tohormone, gibberellic acid 4 (GA4). Transitionsm/z 331 > 257 and 331 > 213 (Fig 2A) were

detected in our samples, at almost the same retention time as the standard (retention time shift

= -0.09 min, Fig 2B). To investigate whether this slight shift was due to matrix interactions

[61], we spiked our sample with the GA4 standard. This addition yielded a single chro-

matographic peak without any splitting, at the same retention time as the spore sample alone

and with a doubled intensity. We can therefore attribute the slight retention time difference in

Fig 2B to matrix interactions during chromatographic separation.

Production of ethylene by R. irregularis germinated spores

The release of ethylene by germinating spores was analysed by gas chromatography. To this

end, spores were first allowed to germinate for three days in water, in test tubes closed with a

gas-permeable stopper. The stopper was then replaced by a gas-tight rubber stopper, and

spores were incubated for an additional 24 hours. Gas in the headspace was then sampled for

ethylene analysis. We used light dependency as a criterion to distinguish between ethylene bio-

synthesis pathways. Indeed, light exposure allows to reveal KMBA-dependent ethylene pro-

duction [44, 45]. Therefore, ethylene production was assessed comparatively in spores

protected or not from light.

We noticed in control tubes containing no spores that a background quantity of ethylene

was produced in the dark as well as in the light (Fig 3, conditions 1 and 2) [62]. The presence

of spores slightly enhanced ethylene production in the dark (Fig 3, conditions 1 and 5). When

exposed to light, germinating spores produced about 3 times more ethylene than in the dark,

suggesting that this production was dependent on the KMBA pathway (Fig 3, conditions 5 and

7) [44, 46, 48].

To investigate whether the KMBA pathway for ethylene synthesis was used by R. irregularis,
we tested the effects of adding methionine into the incubation medium. In the dark, methio-

nine addition increased ethylene production by 55% (Fig 3, conditions 5 and 6). While in the

light, methionine addition did not increase ethylene production in the absence of spores (Fig

PLOS ONE AM fungi produce phytohormones

PLOS ONE | https://doi.org/10.1371/journal.pone.0240886 October 16, 2020 8 / 18

https://doi.org/10.1371/journal.pone.0240886


3, conditions 2 and 3), this addition in the presence of spores increased ethylene production by

56% (Fig 3, conditions 7 and 8). We then tested the effects of added KMBA. In the light and in

the absence of spores, KMBA did not yield ethylene (Fig 3, conditions 2 and 4). In contrast, in

the presence of spores, KMBA addition stimulated an ethylene production (Fig 3, conditions 7

and 9) similar to the methionine treatment.

Finally, we analysed by LC/MS the presence of KMBA in the exudates of spores germinated

in the presence or not of methionine. This experiment was carried out in the dark to avoid

light oxidation of KMBA. We could not detect the presence of KMBA in samples without

methionine whereas we detected a strong KMBA signal in the methionine-treated samples, at

a retention time of 3.7 min in MRM mode (m/z transitions 147> 46 and 147 > 99) (S3 Fig).

Genomic sequences of Glomeromycotina were analysed for the presence of genes associ-

ated with the different ethylene biosynthesis pathways. The KMBA pathway requires the

Fig 2. GA4 detection in multiple reactions monitoring (MRM) mode. (A) Structure and fragmentation pattern of GA4. (B) UPLC-MRM-MS

chromatogram of GA4 in negative mode. Top (blue lines): External standard (30 nM) of GA4. Middle (red lines): pre-purified SPE fraction from 250,000

ground spores of R. irregularis. Bottom (purple lines): pre-purified SPE fraction from 250,000 ground spores of R. irregularis spiked with GA4 standard

to a final concentration of 30 nM. Plain lines are form/z transition 331> 213. Dashed lines are form/z transition 331> 257. Signal intensities are

displayed in counts per second (cps).

https://doi.org/10.1371/journal.pone.0240886.g002
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deamination of methionine into KMBA, which can be mediated by any transaminase, and the

oxidation of KMBA into ethylene can be carried out non-specifically by peroxidases, or chemi-

cally [46, 63, 64]. Therefore, sequence analyses are not suitable to investigate the existence of

this pathway. To look for genes associated with the major ACC pathway used by plants,

AtACS1, AtACS8 and AtACS7 were chosen as representative of the three ACS clades described

in Arabidopsis [65]. In the three cases, a tyrosine aminotransferase (GLOIN_2v1675208) and a

pyridoxal phosphate-dependent transferase (GLOIN_2v1486204) were found as the best hits

in R. irregularis genome, with only a maximum of 24% identity at the amino acid level with the

query sequence. We also used AtACO2, AtACO1 and AtACO5 as representative of the three

ACC oxidases (ACO) clades [66]. With these three queries, only hypothetical proteins with

less than 26% of identity were found in R. irregularis datasets. To look for genes of the EFE

pathway, BLAST analysis using the Penicillium digitatum EFE protein as query allowed the

identification of two isoforms of a protein annotated as Fe (2+) and 2-oxoglutarate (2OG)-

dependent dioxygenases in R. irregularis (GBC41587.1 and GBC41586.1). However, the simi-

larity with the P. digitatum protein was very low (23–24% of identity).

Discussion

Germinated spore exudates of AM fungi are known to trigger a number of symbiotically rele-

vant responses in host root cells (e.g.: activation of nuclear calcium spiking in the root epider-

mis, transcriptional reprogramming in root cells [67–69]). This indicates that these spore

exudates contain molecular signals released by isolated AM fungal spores within a few days of

Fig 3. Ethylene production by R. irregularis in response to different treatments. 20,000 spores were germinated for

three days in the dark, in the presence or absence of 10 mM methionine (Met) or 1 μM α-keto γ-methylthio butyric

acid (KMBA). Tubes were then sealed with a gas-tight stopper and exposed to light or darkness for 24h. One mL of the

headspace gas was then analysed by gas chromatography. Different letters indicate different statistical groups (pairwise

Kruskal-Wallis test with FDR correction, P< 0.05).

https://doi.org/10.1371/journal.pone.0240886.g003
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incubation. GSE form a matrix of relatively low complexity, which favours sensitive compound

detection through mass spectrometry. We thus started our study by analysing GSE for the

presence of a wide variety of phytohormones. The presence of iPR and IAA was unambigu-

ously demonstrated by a combination of MRM and HRMS analyses, in GSE samples obtained

from relatively small amounts of fungal material (10,000 spores). The estimated concentrations

are in the same range as those already observed with ectomycorhizal fungal species or in plants

[70, 71]. Although the presence of cytokinin-like compounds and of IAA was already sus-

pected or hypothesized in AM fungi [51, 52, 72], the present study is to our knowledge the first

conclusive report for the release of these two phytohormones by an AM fungus. It is of course

possible that other phytohormones are present in low amounts in GSE, and have escaped

detection despite the high sensitivity of the MRM approach (see S1 Table for detection limits).

Analysis of spore extracts was undertaken as a complementary approach to look for hor-

mones that would not be released into GSE. This allowed the detection of MRM signals corre-

sponding to GA4, at a retention time very close to that of the standard. Despite pre-

purification, the fractions of spore extracts remain a complex matrix, which can induce slight

shifts in chromatographic retention times. Using a GA4 standard to spike our sample allowed

us to observe that the retention times recorded in the spore sample for both MRM transitions

were identical to those of the standard in this matrix (Fig 2). Unfortunately, complex matrices

decrease the sensitivity of HRMS analysis. We were thus unable to confirm the identity of this

compound through accuratem/z determination. Our preliminary observations are however

consistent with the previous bioassay-based detection of gibberellin-like compounds in AM

fungi [51]. Given that gibberellins can be synthesised (and were actually discovered) in other

fungi [73], it would make evolutionary sense to find them also in AM fungi.

In contrast with Esch et al. [50], we did not detect the presence of ABA or glycosylated

ABA. This difference might be due to the use of different fungal materials. The study of Esch

et al. was carried out on an unspecified species of the genus Rhizophagus (formerly Glomus),
and perhaps more importantly, the analysed material consisted of extraradical mycelium and

spores obtained non axenically after several weeks of culture in pots. Furthermore, in this

study, ABA detection was based on indirect ELISA tests, which likely differ from mass spec-

trometry in terms of sensitivity and specificity.

The detection of an auxin, a cytokinin and a gibberellin in R. irregularis does not mean that

this fungus is actually able to synthesize these molecules. They could have been produced by

the host plant (here the hairy roots of Daucus carota), imported by the fungus during the sym-

biotic exchanges between the two partners and stored in spores. Isotopic labelling experiments

could be used to investigate the biosynthetic origin of these hormones, and these approaches

could benefit from a very recent work revealing that myristate can be used as an exogenous

carbon source and support in vitro growth of R. irregularis [74].

Unlike the above hormones, there is no doubt about the fungal biosynthetic origin of ethyl-

ene. De novo ethylene production was measured over a period of 24 h and could be stimulated

by the addition of methionine, a metabolic precursor. The addition of methionine strongly

enhanced the synthesis of KMBA by the fungus (S3 Fig) and acted synergistically with expo-

sure to light to promote ethylene production (Fig 2). Light- and methionine-dependency are

characteristic features of the KMBA pathway described in other fungi [44]. Hence, although

we cannot rule out the existence of additional ethylene biosynthetic pathways, our biochemical

data support the KMBA pathway as being involved in the synthesis of ethylene in R. irregularis.
Interestingly, KMBA-derived ethylene was also demonstrated in the ectomycorrhizal fungi

Tuber brochii and T.melanosporum [45]. To further investigate the existence of alternative

pathways for ethylene synthesis in R. irregularis, we analysed Glomeromycotina genomic

sequences. BLAST analyses failed to identify genes with a high homology with those involved
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in the classical ACC pathway found in plants. Similarly, the best hits obtained when searching

for a fungal EFE exhibited limited identity with the query sequence. The fact that enzymes in

the EFE family can be involved in the biosynthesis of a multitude of products [75] sheds fur-

ther doubt on the role of their Rhizophagus homologs in ethylene synthesis. Further studies

would be necessary to formally exclude the existence of these two biosynthetic pathways in R.

irregularis, but in view of these initial investigations, their existence seems unlikely.

The observation that iPR, IAA and ethylene are released by germinating spores into their

environment is consistent with a signalling role in the AM symbiosis. A similar hypothesis was

proposed by Le Marquer et al. [76] with CLAVATA3/Embryo surrounding region-related

(CLE) peptides, another type of plant hormone potentially produced and excreted by AM

fungi. First, if these hormones are still released at late stages, they could contribute directly to

changes in hormonal contents in mycorrhizal plants. For example, AM colonization has been

shown to increase auxin concentration in roots ofM. truncatula, Zea mays and Glycine max
[52, 77, 78]. In tomato roots, the expression of the auxin-dependent reporter DR5-GUS was

higher in arbuscule-containing cells than in the surrounding cells [26]. This higher auxin con-

centration could be partly due to the AM fungus exudation and exportation to root tissues.

Second, the release of these hormones by AM fungi could have profound effects on the symbi-

osis itself, such as the positive effects observed upon auxin treatment, which improves mycor-

rhization frequency and arbuscule abundance [26, 79]. These hormones could also act through

a modulation of plant development. For example, the simultaneous exudation of IAA and

Myc-LCOs by the fungus could have synergistic effect on lateral root formation, as shown by

Buendia et al. [80] with exogenous treatments on Brachypodium distachyon. The possible

effects of ethylene released by the fungus are more difficult to predict. In arbuscular mycor-

rhiza, ethylene is mostly described as a negative regulator [30, 67, 81, 82]. This conclusion was

mainly drawn from studies using plant mutants disturbed in the production or perception of

ethylene. As already proposed, the negative downstream effect of these mutations on AM sym-

biosis may also result from crosstalks with additional phytohormones and not directly from

modifications in ethylene signalling per se [35]. Whether through direct or indirect mecha-

nisms, the production of ethylene by AM fungi could serve to prevent excessive colonization

of the root system. It is also important to note that ethylene inhibition of AM symbiosis was

shown to be concentration-dependent [35] and that, in some cases, a low ethylene concentra-

tion was able to stimulate root colonization [36].

In addition to hormonal signalling to the plant, it is also possible that AM fungi use phyto-

hormones to regulate their own development. In support of this hypothesis, candidate genes

putatively encoding ethylene and cytokinin receptors were recently identified in the genome

of R. irregularis [83] and await functional characterization. This study was focused on histidine

kinases, and thus does not exclude the existence of other types of receptors for other phytohor-

mones in AM fungi. Indeed, a variety of hormones can affect AM fungal development in vitro
[12–14, 36, 84, 85]. It can also be noted that phytohormone exudation by plant roots is not

restricted to strigolactones, and has also been reported for auxin, abscisic acid, jasmonate,

salicylate and a cytokinin [86–89]. Bringing together these observations, it is tempting to spec-

ulate on the exchange of several hormonal signals in both directions during AM symbiosis, in

addition to the well-known effects of phytohormones as internal regulators of plant physiol-

ogy. The use of a common language has also been reported in other contexts of host-microbe

interactions. For example, plant bacterial pathogens produce cytokinin and have evolved a cor-

responding receptor [90], and gut bacteria produce and possess sensors for neuroendocrine

hormones that were once thought to be specific of their host [91, 92]. In this line, it would be

tempting to reconsider the historical name “phytohormones” when these molecules trigger

bidirectional cross-kingdom activities. Plants have lived with AM symbionts since they
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colonized land, and the molecular language underlying this long-standing and intimate rela-

tionship is only beginning to be unravelled. Deciphering the hormonal biosynthesis and per-

ception pathways in AM fungi will certainly help to understand how this common language

developed through evolution.

Supporting information

S1 Table. List of molecules analyzed by LC-MS in highly sensitive MRM mode. The hor-

mone family, molecule name, abbreviation, formula, retention time, preferential detection

mode, precursor and product ions for MRM analysis and limit of detection (determined using

direct infusion of standards diluted from 0.1 mM to 1 pM in methanol) are indicated. Grey

lines correspond to theoretical fragmentation values when standards were not available [71,

93].

(XLSX)

S1 Fig. High resolution mass spectra (HRMS) of iPR in positive mode. (A) and (B) HRMS

spectra of iPR standard (300 nM), at 5.78 min. (C) and (D) HRMS spectra of 250,000 R. irregu-
laris GSE at 5.78 min. (A) and (C), MS spectra. (B) and (D) MS/MS (m/z 336.1666 +/- 0.5 Da)

spectra.

(EPS)

S2 Fig. High resolution mass spectra (HRMS) of IAA in positive mode. (A) and (B) HRMS

spectra of IAA standard (300 nM) at 6.19 min. (C) and (D) HRMS spectra of 250,000 R. irregu-
laris GSE, at 6.19 min. (A) and (C) MS spectra. (B) and (D) MS/MS (m/z 176.0705 +/- 0.5Da)

spectra.

(EPS)

S3 Fig. KMBA detection in multiple reaction monitoring (MRM) mode. (A) Structure and

fragmentation pattern of KBMA. (B) UPLC-MRM-MS chromatogram of KMBA in negative

mode. Top (blue lines): External standard (500 nM) of KMBA. Middle (red lines): GSE pro-

duced by 20,000 spores treated with 10 mM methionine. Bottom (green lines): GSE produced

by 20,000 untreated spores. Plain lines are form/z transition 147 > 47. Dashed lines are form/
z transition 147> 99. Signal intensity is displayed in counts per second (cps).

(EPS)
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45. Splivallo R, Fischer U, Göbel C, Feussner I, Karlovsky P. Truffles regulate plant root morphogenesis via

the production of auxin and ethylene. Plant Physiol. 2009; 150: 2018–2029. https://doi.org/10.1104/pp.

109.141325 PMID: 19535471

46. Ogawa T, Takahashi M, Fujii T, Tazaki M, Fukuda H. The Role of NADH:Fe(III)EDTA Oxidoreductase

in Ethylene Formation from 2-Keto-4-Methylthiobutyrate. J Ferment Bioeng. 1990; 69: 287–291. https://

doi.org/10.1016/0922-338X(90)90107-8

47. Yang SF, Ku HS, Pratt HK. Photochemical production of ethylene from methionine and its analogues in

the presence of flavin mononucleotide. J Biol Chem. 1967; 242: 5274–5280. PMID: 6065098

48. Billington DC, Golding BT, Pr1mroset SB, Primrose SB. Biosynthesis of ethylene from methionine. Iso-

lation of the putative intermediate 4-methylthio-2-oxobutanoate from culture fluids of bacteria and fungi.

Biochem J. 1979; 182: 827–836. https://doi.org/10.1042/bj1820827 PMID: 42392

49. Hottiger T, Boller T. Ethylene biosynthesis in Fusarium oxysporum f. sp. tulipae proceeds from gluta-

mate/2-oxoglutarate and requires oxygen and ferrous ions in vivo. Arch Microbiol. 1991; 157: 18–22.

https://doi.org/10.1007/BF00245329

50. Esch H, Hundeshagen B, Schneider-Poetsch H, Bothe H. Demonstration of abscisic acid in spores and

hyphae of the arbuscular-mycorrhizal fungus Glomus and in the N2-fixing cyanobacterium Anabaena

variabilis. Plant Sci. 1994; 99: 9–16. https://doi.org/10.1016/0168-9452(94)90115-5

51. Barea JM, Azcón-Aguilar C. Production of plant growth-regulating substances by the vesicular-arbuscu-

lar mycorrhizal fungus Glomus mosseae. Appl Environ Microbiol. 1982; 43: 810–3. https://doi.org/10.

1128/AEM.43.4.810-813.1982 PMID: 16345991

52. Ludwig-Müller J, Kaldorf M, Sutter EG, Epstein E. Indole-3-butyric acid (IBA) is enhanced in young

maize (Zea mays L.) roots colonized with the arbuscular mycorrhizal fungus Glomus intraradices. Plant

Sci. 1997; 125: 153–162. https://doi.org/10.1016/S0168-9452(97)00064-2

53. Kojima M, Kamada-Nobusada T, Komatsu H, Takei K, Kuroha T, Mizutani M, et al. Highly sensitive and

high-throughput analysis of plant hormones using ms-probe modification and liquid chromatographytan-

dem mass spectrometry: An application for hormone profiling in oryza sativa. Plant Cell Physiol. 2009;

50: 1201–1214. https://doi.org/10.1093/pcp/pcp057 PMID: 19369275

54. Hoyerova K, Gaudinova A, Malbeck J, Dobrev PI, Kocabek T, Solcova B, et al. Efficiency of different

methods of extraction and purification of cytokinins. Phytochemistry. 2006; 67: 1151–1159. https://doi.

org/10.1016/j.phytochem.2006.03.010 PMID: 16678229

55. Vidova V, Spacil Z. A review on mass spectrometry-based quantitative proteomics: Targeted and data

independent acquisition. 2017. https://doi.org/10.1016/j.aca.2017.01.059 PMID: 28351641

56. Makarov A, Scigelova M. Coupling liquid chromatography to Orbitrap mass spectrometry. J Chromatogr

A. 2010; 1217: 3938–3945. https://doi.org/10.1016/j.chroma.2010.02.022 PMID: 20299023

PLOS ONE AM fungi produce phytohormones

PLOS ONE | https://doi.org/10.1371/journal.pone.0240886 October 16, 2020 16 / 18

https://doi.org/10.2503/jjshs.65.525
https://doi.org/10.1111/mpp.12393
http://www.ncbi.nlm.nih.gov/pubmed/26950404
https://doi.org/10.1007/s10886-014-0472-7
http://www.ncbi.nlm.nih.gov/pubmed/25052910
https://doi.org/10.1111/nph.12590
http://www.ncbi.nlm.nih.gov/pubmed/24219779
https://doi.org/10.1111/j.1469-8137.1994.tb04029.x
https://doi.org/10.1111/j.1469-8137.1994.tb04029.x
https://doi.org/10.1007/s00572-014-0607-2
http://www.ncbi.nlm.nih.gov/pubmed/25260351
https://doi.org/10.1016/0003-9861%2873%2990391-3
http://www.ncbi.nlm.nih.gov/pubmed/4716963
https://doi.org/10.1139/m80-222
http://www.ncbi.nlm.nih.gov/pubmed/7214223
https://doi.org/10.1111/j.1574-6941.2002.tb00946.x
http://www.ncbi.nlm.nih.gov/pubmed/19709221
https://doi.org/10.1104/pp.109.141325
https://doi.org/10.1104/pp.109.141325
http://www.ncbi.nlm.nih.gov/pubmed/19535471
https://doi.org/10.1016/0922-338X%2890%2990107-8
https://doi.org/10.1016/0922-338X%2890%2990107-8
http://www.ncbi.nlm.nih.gov/pubmed/6065098
https://doi.org/10.1042/bj1820827
http://www.ncbi.nlm.nih.gov/pubmed/42392
https://doi.org/10.1007/BF00245329
https://doi.org/10.1016/0168-9452%2894%2990115-5
https://doi.org/10.1128/AEM.43.4.810-813.1982
https://doi.org/10.1128/AEM.43.4.810-813.1982
http://www.ncbi.nlm.nih.gov/pubmed/16345991
https://doi.org/10.1016/S0168-9452%2897%2900064-2
https://doi.org/10.1093/pcp/pcp057
http://www.ncbi.nlm.nih.gov/pubmed/19369275
https://doi.org/10.1016/j.phytochem.2006.03.010
https://doi.org/10.1016/j.phytochem.2006.03.010
http://www.ncbi.nlm.nih.gov/pubmed/16678229
https://doi.org/10.1016/j.aca.2017.01.059
http://www.ncbi.nlm.nih.gov/pubmed/28351641
https://doi.org/10.1016/j.chroma.2010.02.022
http://www.ncbi.nlm.nih.gov/pubmed/20299023
https://doi.org/10.1371/journal.pone.0240886


57. Chen Y, Althiab Almasaud R, Carrie E, Desbrosses G, Binder BM, Chervin C. Ethanol, at physiological

concentrations, affects ethylene sensing in tomato germinating seeds and seedlings. Plant Sci. 2020;

291: 110368. https://doi.org/10.1016/j.plantsci.2019.110368 PMID: 31928675

58. R core team. R: A language and environment for statistical computing. R Found Stat Comput Vienna,

Austria. 2020. Available: http://www.r-project.org/

59. de Mendiburu F. agricolae: Statistical Procedures for Agricultural Research. 2020. Available: https://

myaseen208.github.io/agricolae/

60. Wickham H. ggplot2—Elegant Graphics for Data Analysis. Springer. Springer International Publishing;

2016. https://doi.org/10.1007/978-3-319-24277-4

61. Fang N, Yu S, Ronis MJJ, Badger TM. Matrix effects break the LC behavior rule for analytes in LC-MS/

MS analysis of biological samples. Exp Biol Med. 2015; 240: 488–497. https://doi.org/10.1177/

1535370214554545 PMID: 25304311

62. Jacobsen J V, Mcglasson WB, Selby HB. Ethylene Production by Autoclaved Rubber Injection Caps

Used in Biological Systems. Plant Physiol. 1970.

63. Primrose SB. Evaluation of the Role of Methional, 2-Keto-4-methylthiobutyric Acid and Peroxidase in

Ethylene Formation by Escherichia coli. J Gen Microbiol. 1977; 98: 519–528. https://doi.org/10.1099/

00221287-98-2-519

64. Yang SF. Biosynthesis of ethylene. Ethylene formation from methional by horseradish peroxidase. Arch

Biochem Biophys. 1967; 122: 481–487. https://doi.org/10.1016/0003-9861(67)90222-6 PMID: 6066254

65. Booker MA, DeLong A. Producing the ethylene signal: Regulation and diversification of ethylene biosyn-

thetic enzymes. Plant Physiol. 2015; 169: 42–50. https://doi.org/10.1104/pp.15.00672 PMID: 26134162

66. Houben M, Van de Poel B. 1-aminocyclopropane-1-carboxylic acid oxidase (ACO): The enzyme that

makes the plant hormone ethylene. Frontiers in Plant Science. 2019. p. 695. https://doi.org/10.3389/

fpls.2019.00695 PMID: 31191592

67. Mukherjee A, Ané J-MM. Germinating Spore Exudates from Arbuscular Mycorrhizal Fungi: Molecular

and Developmental Responses in Plants and Their Regulation by Ethylene. Mol Plant-Microbe Interact

MPMI. 2011; 24: 260–270. https://doi.org/10.1094/MPMI-06-10-0146 PMID: 21043574

68. Giovannetti M, Mari A, Novero M, Bonfante P. Early Lotus japonicus root transcriptomic responses to

symbiotic and pathogenic fungal exudates. Front Plant Sci. 2015; 6: 480. https://doi.org/10.3389/fpls.

2015.00480 PMID: 26175746

69. Chabaud M, Genre A, Sieberer BJ, Faccio A, Fournier J, Novero M, et al. Arbuscular mycorrhizal

hyphopodia and germinated spore exudates trigger Ca2+ spiking in the legume and nonlegume root

epidermis. New Phytol. 2011; 189: 347–355. https://doi.org/10.1111/j.1469-8137.2010.03464.x PMID:

20880223

70. Morrison EN, Knowles S, Hayward A, Greg Thorn R, Saville BJ, Emery RJN. Detection of phytohor-

mones in temperate forest fungi predicts consistent abscisic acid production and a common pathway

for cytokinin biosynthesis. Mycologia. 2015; 107: 245–257. https://doi.org/10.3852/14-157 PMID:

25572099
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Article S1 Table. List of molecules analyzed by LC-MS in highly sensitive MRM 
mode 

The hormone family, molecule name, abbreviation, formula, retention time, preferential 
detection mode, precursor and product ions for MRM analysis and limit of detection are 
indicated. Grey lines correspond to theoretical fragmentation values when standards were 
not available (Urbanová et al., 2013; Šimura et al., 2018). 
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Article S1 Fig. High resolution mass spectra (HRMS) of iPR in positive mode 

(A) and (B) HRMS spectra of iPR standard (300 nM), at 5.78 min. (C) and (D) HRMS
spectra of 250,000 R. irregularis GSE at 5.78 min. (A) and (C), MS spectra. (B) and (D)

MS/MS (m/z 336.1666 +/- 0.5 Da) spectra.
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Article S2 Fig. High resolution mass spectra (HRMS) of IAA in positive mode 

(A) and (B) HRMS spectra of IAA standard (300 nM) at 6.19 min. (C) and (D) HRMS
spectra of 250,000 R. irregularis GSE, at 6.19 min. (A) and (C) MS spectra. (B) and (D)

MS/MS (m/z 176.0705 +/- 0.5Da) spectra.
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S3 Fig. KMBA detection in multiple reaction monitoring (MRM) mode 

(A) Structure and fragmentation pattern of KBMA. (B) UPLC-MRM-MS chromatogram
of KMBA in negative mode. Top (blue lines): External standard (500 nM) of KMBA.
Middle (red lines): GSE produced by 20,000 spores treated with 10 mM methionine.
Bottom (green lines): GSE produced by 20,000 untreated spores. Plain lines are for m/z
transition 147 > 47. Dashed lines are for m/z transition 147 > 99. Signal intensity is
displayed in counts per second (cps).
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Discussion et perspectives 

1 - Stratégie de purification 
Les phytohormones sont, par définition, des molécules agissant en faible 

concentration dans les plantes. Nous nous attendons donc également à les retrouver à de 

faibles concentrations chez Rhizophagus irregularis. Chez certains champignons 

ectomycorhiziens, la production totale de CKs est comprise entre 50 et 150 pmol.g-1 de 

poids frais, dont 5 à 10 pmol.g-1 d’iPR (Morrison et al., 2015b). T. brochii et melanosporum 

produisent respectivement 130 et 50 nM d’IAA en 10 jours de culture sur milieu solide 

(Splivallo et al., 2009). Magnaporthe grisea peut produire entre 16 et 195 pmol.g-1
 de poids 

frais d’ABA en fonction de la souche et de la structure fongique considérée (Jiang et al., 

2010). Il est donc important de purifier et d’enrichir les échantillons en hormones afin de 

dépasser la limite de détection par spectrométrie de masse de ces métabolites, tout en 

diminuant idéalement la concentration de toutes les autres molécules, souvent 

responsables de la réduction de la sensibilité de l’analyse, par compétition lors de 

l’ionisation. Nos deux matrices, les spores de CMA broyées et leurs exsudats, sont très 

différentes l’une de l’autre et ont été traitées différemment pour analyser leur profil 

hormonal. 

1.1 - Les Exsudats de spores germées 

Les GSE, contiennent un ensemble de molécules, sécrétées et non dégradées par 

les spores de R. irregularis pendant leur période de germination. Le ratio spores/volume le 

plus favorable a été déterminé dans des analyses précédentes dans l’équipe (Thèse de 

Coline Balzergue, 2012). Le volume est relativement important et nécessitera une étape 

de forte concentration, par lyophilisation, pour multiplier la concentration en hormones 

par 250. Les exsudats de spores peuvent être obtenus dans de l’eau, ou, pour favoriser la 

germination, dans du milieu M. Toutefois, les micro et macro éléments, présents dans le 

milieu M (Bécard and Fortin, 1988), en proportion relativement élevée après 

concentration des échantillons, induisent une compétition d’ionisation en spectrométrie 

de masse, réduisant drastiquement l’intensité du signal. Il serait alors indispensable de 

procéder à des étapes de dialyses pour éliminer les sels avant l’analyse. Les spores de R. 
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irregularis étant capables de germer dans de l’eau, c’est cette condition qui a été retenue. 

De plus, nous posons l’hypothèse que la quantité de métabolites exsudée durant les 7 

jours de germination est assez faible, du coup nous avons décidé de ne pas réaliser 

d’étape de purification après la lyophilisation. Les GSE peuvent être analysés de manière 

ciblée, par exemple pour identifier les hormones présentes, ou pour identifier des petits 

peptides, de séquences connues, sécrétés par R. irregularis (Le Marquer et al, in prep), 

mais aussi de manière globale, afin d’identifier toutes les molécules présentes dans ces 

GSE.  

1.2 -  Les spores germées 

Les spores germées constituent une matrice bien plus complexe que les GSE. La 

paroi extérieure des spores, très rigide, est principalement constituée de chitine (Frey et 

al., 1994; Bowman and Free, 2006), les rendant extrêmement résistantes aux extractions 

de métabolite directement par des solvants organiques. De plus, les spores sont un organe 

de réserve important pour ces champignons, qui y accumulent des lipides en grande 

quantité (Beilby and Kidby, 1980; Olsson and Johansen, 2000). Il est donc nécessaire de 

réaliser un broyage efficace, suivi d’une extraction, ainsi qu’une purification des 

phytohormones, pour en permettre l’analyse. 

Afin de permettre l’analyse simultanée du plus grand nombre, plusieurs protocoles 

d’extraction globale ont été développés ces dernières années. Le protocole d’extraction en 

phase solide (SPE), utilisé par la plateforme MétaToul AgromiX et adapté de (Kojima et 

al., 2009), permet une extraction simultanée des auxines (IAAs), cytokinines (CKs), acide 

abscissique (ABA), gibbérellines (GAs), salicylates (SAs) et jasmonates (JAs) (Figure 10). 

Il se base sur une double extraction par SPE pour éliminer dans un premier temps les 

contaminants majeurs retrouvés dans les matrices végétale et fongique, puis permet la 

séparation de l’échantillon en trois fractions en fonction de la charge et de la polarité des 

molécules. Ce protocole présente toutefois des limitations. En plus d’être relativement 

coûteux, l’utilisation successive des deux étapes de SPE implique deux étapes de 

séchages et reprises successives, allongeant considérablement le temps nécessaire pour 

réaliser l’extraction, augmentant ainsi le risque de dégradation des hormones. De plus, 

l’échantillon est fractionné en trois élutions finales, impliquant trois injections successives 

en spectrométrie de masse pour être analysé dans son entièreté. Des protocoles plus 
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récents (Šimura et al., 2018) proposent par exemple d’éliminer la deuxième étape de SPE, 

divisant ainsi par deux le coût, le temps consacré à la purification, et par trois le temps 

d’analyse, sans pour autant a priori sacrifier la sensibilité d’analyse. Il serait intéressant 

de tester cette simplification de protocole de purification pour les futures analyses. 

Pour finir, les brassinostéroïdes et les strigolactones ne sont pas extraits ou purifiés 

efficacement par ce protocole global. Afin de réaliser une analyse complétement 

exhaustive des hormones, différents protocoles d’extraction/purifications spécifiques 

pourraient être utilisés en parallèle du protocole d’extraction global. Faute de temps, ils 

n’ont pas été réalisés durant ma thèse. 

1.2.1 - Extraction et analyses des brassinostéroïdes 

Les Brassinostéroïdes sont des polyhydroxystéroïdes et présentent une hydrophobicité 

supérieure aux autres hormones végétales. Les protocoles d’extraction globale des 

hormones ne sont du coup pas bien adaptés pour elles. Dans celui proposé par (Šimura et 

al., 2018), sur la base d’une extraction puis d’une seule étape de purification SPE, la 

quantification des standards de brassinostéroïdes permet d’obtenir un rendement de 

l’ordre de 50%. Cela confirme que ces protocoles ne sont pas idéaux pour analyser les 

BRs présents en faible concentration dans des échantillons biologiques complexes, dont 

la quantité initiale est limitée. 

A l’issue de l’analyse que nous avons faite, au même temps de rétention 

chromatographique obtenu avec le standard, un ion, de m/z correspondant au 

brassinolide (<5 ppm) a été observé dans des GSE produits par 250 000 spores, sans avoir 

été confirmé par une deuxième expérience indépendante (Figure 14). Ces résultats 

préliminaires peuvent laisser penser que R. irregularis est également capable de produire 

ou relâcher cette phytohormone dans le milieu de germination. Pour vérifier si le 

champignon produit d’autres BRs, l’acquisition de standards de BRs supplémentaires, 

leurs analyses par spectrométrie de masse en haute résolution, mais aussi dans le mode 

MRM permettraient de mener une analyse plus exhaustive de cette classe d’hormone 

chez les CMA. 

Afin d’analyser efficacement cette famille d’hormone, il conviendrait d’appliquer 

un protocole d’extraction puis de purification spécifiques. Par exemple, l’utilisation de 

solvants d’extraction faiblement apolaires, tels que le méthanol (Bhardwaj et al., 2007),  



Figure 14 : Chromatogramme d’ion extrait (XIC) de l’ion parent du 
brassinolide obtenu par spectrométrie de masse haute résolution 

(A) Structure du brassinolide. (B) Chromatogramme d’ion extrait de m/z 481,3524,
correspondant au brassinolide, obtenu à partir d’un standard pur (3x10-7 M) (en bleu), ou
à partir des GSE de 250 000 spores de R. irregularis (rouge) obtenu en mode positif.

A 

B 
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ou un mélange Méthanol/chloroforme (Bajguz and Piotrowska, 2009) serait à privilégier. 

L’acétonitrile est aussi un solvant de choix, présentant le double intérêt de posséder une 

apolarité adaptée aux BRs mais limitant l’extraction indésirable de pigments (Ding et al., 

2013). Une séparation par SPE à double couches GCB/PSE (Graphite Carbon Black / 

Primary Secondary Amine silica sorbent) permet d’éliminer une grande partie de 

contaminants issus de la matrice biologique (Ding et al., 2013) : la phase GCB permet de 

retenir les molécules contenant des cycles aromatiques, tandis que la phase PSA réalise 

des interactions hydrophiles fortes avec les composés les plus polaires. Une élution 

MeOH/ACN est suffisante pour récupérer jusqu’à 85% des BRs résiduels absorbés sur la 

phase GCB. Une étape d’extraction liquide-liquide peut être ajoutée pour éliminer des 

contaminants résiduels présents dans la phase organique, et améliorer le signal obtenu 

par l’analyse LC-MS qui suivra. 

1.2.2 - Strigolactones 

Les Strigolactones sont particulièrement sensibles à l’hydrolyse en milieu aqueux 

(Halouzka et al., 2018), ainsi qu’aux pH alcalins. Afin d’éviter leur dégradation, 

l’extraction des SLs du milieu aqueux est généralement réalisée à l’acétate d’éthyle (Foo 

and Davies, 2011; Braun et al., 2012; Yoneyama et al., 2012), suivie d’une purification sur 

SPE SEP-Pack C18, avant leurs analyses par spectrométrie de masse. 

Durant ces travaux, faute de temps, nous n’avons pas cherché à extraire 

spécifiquement les SLs, ni à en identifier dans les échantillons fongiques. Les 

strigolactones pourraient être présentes majoritairement dans les spores de CMA sous des 

formes inactives dérivées (Rasmussen et al., 2013) comme il en existe pour les autres 

hormones (Sakakibara, 2006). Toutefois aucune SLs de ce type n’a encore été identifiée 

chez les plantes. La synthèse sur mesure de standards de SLs conjugués peut être 

envisagée, mais la variabilité des structures et le coût de synthèse représentent une 

contrainte majeure. Il est donc préférable d’avoir recours à une analyse exhaustive 

« semi-ciblée » en adaptant l’extraction à ces formes probablement plus polaires, afin 

d’essayer d’identifier ces éventuelles formes de stockage. 

Chez les plantes, la reconnaissance des SLs par leurs récepteurs induit l’hydrolyse 

de la liaison enol ether entre les cycles C et D, induisant ainsi la transduction du signal 

(Waters et al., 2017). Bien que le récepteur fongique des strigolactones n’ait pas encore été 



Figure 15 : Quantification relative de l’acide salicylique dans différents 
échantillons contrôles négatifs 

25 mL d’eau Milli-Q (18.2 MΩ) non autoclavée (lorsque non précisé) ont été séchés par 
lyophilisation dans des tubes Falcon (lorsque que non précisé), puis repris dans 100 μL 
d’acide formique 1M. Chaque échantillon a été analysé en MRM en mode négatif. Les pics 
correspondant à l’acide salicylique (RT = 6,67 min, transition m/z 137> 93 et 137>65) ont 
étés enregistrés et la hauteur du pic de la transition MRM m/z 137 > 93 a été mesurée, et 
est représentée (échelle logarithmique). 
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identifié, il est raisonnable de penser qu’un mécanisme de perception similaire, incluant 

l’hydrolyse des SLs, ait lieu chez les CMA. 

2 - Stratégies d’analyses par spectrométrie de masse : 
analyses ciblées et analyses globales 

2.1 - Des analyses ciblées pour une analyse sensible et spécifique 

Une fois purifiés, les échantillons sont analysés par spectrométrie de masse pour 

identifier les hormones végétales. Nous avons mené ces analyses en mode MRM (Q-trap) 

et HRMS (Q-exactive+) grâce à deux appareils différents, afin de bénéficier des avantages 

de ces deux approches. Le mode MRM permet d’atteindre une sensibilité élevée en 

éliminant l’ensemble des ions non spécifiques, tout en permettant également une double 

sélectivité qui permet une identification des molécules avec un fort degré de certitude. 

L’absence de détecteur haute résolution est alors compensée par la deuxième analyse 

complémentaire en HRMS, moins sensible mais capable de déterminer le m/z des ions 

avec une précision de l’ordre du ppm. Il est donc possible de déterminer la formule brute 

des ions parents et fils, et ainsi confirmer la structure de la molécule identifiée. La 

combinaison des analyses MRM et HRMS nous permet d’atteindre un niveau de 

confiance très élevé dans nos analyses. 

2.1.1 - Cas particulier de l’acide salicylique 

Malgré la disponibilité du standard et sa recherche dans nos échantillons, les 

résultats obtenus sur la détection de l’acide salicylique n’ont pas été rapportés dans 

l’article présenté ci-dessus, car son identification est problématique. En effet, nous avons 

identifié sa présence dans tous nos échantillons, spores broyées ou GSE, mais également 

dans les contrôles négatifs ne contenant pas de spores. En effet, en concentrant de l’eau 

Milli-Q stérile de la même manière que les GSE (250 fois), nous avons retrouvé les 

transitions spécifiques du SA en MRM, et sa masse exacte en HRMS, au même temps de 

rétention que son standard. Des résultats similaires ont été obtenus lorsque le protocole 

d’extraction globale de phytohormones a été appliqué sur de l’eau. Ni le solvant de 

reprise des échantillons, ni les différentes chaines HPLC utilisées ne présentaient de 



- 86 -

traces de contamination au SA. Cette contamination semble donc liée à l’eau utilisée 

pour la mise en culture des spores, une fois concentrée ou être induite par le mode de 

concentration. 

Nous avons testé une multitude de sources de contamination possible, 

comprenant l’origine de l’eau utilisée, l’influence de sa stérilisation par autoclave, le 

mode de concentration, le contenant utilisé pour la concentration, la qualité de l’acide 

formique utilisé pour la re-suspension de l’échantillon, ou encore la marque de cône 

utilisé pour prélever les échantillons ou les solvants. Toutes ces combinaisons testées ont 

donné des résultats similaires, c’est-à-dire une présence généralisée du SA dans les 

échantillons, et ne nous ont pas permis de déterminer l’origine de cette contamination 

(Figure 15). 

La volatilisation du SA n’est pas attendue à des conditions de pression et de 

température ambiantes (Daubert, T. E. ; Danner, 1990), et son dérivé volatile, le méthyl-

salicylate, ne peut être reconverti en acide salicylique que par voie enzymatique, ou par 

hydrolyse en milieu basique (Perona and David Brucer, 1985; Dempsey et al., 2011). Dès 

lors, les conditions de réalisation de ces deux procédés sont improbables. Pour établir la 

cause de cet artéfact, il serait intéressant de réaliser cette extraction dans un laboratoire 

non dédié à l’étude des végétaux et ainsi éliminer la piste de la contamination par voie 

aérienne. Nous avons donc finalement choisi de focaliser nos efforts sur l’analyse des 

phytohormones pour lesquelles les contrôles négatifs ne présentaient pas de signaux 

artefactuels et avons laissé de côté l’analyse du SA. 

2.2 - Aller vers des analyses « semi-ciblées » pour une identification 
exhaustive des phytohormones 

Bien que le protocole d’extraction des phytohormones soit qualifié de global, les 

analyses en spectrométrie de masse sont réalisées de manière ciblée, et nous -nous 

sommes limités à la recherche de 38 d’entre elles, celles pour lesquelles nous avions des 

standards. Or, il existe un nombre et une variété bien plus importante de phytohormones. 

Par exemple, on compte plus de 136 gibbérellines différentes, sans compter les différentes 

décorations possibles telles que les glycosylations, méthylations ou 2β-hydroxylations 

(Piotrowska and Bajguz, 2011; Hedden and Thomas, 2012). Il est donc compliqué de 

réaliser une analyse exhaustive de toutes les hormones possibles de manière ciblée, 
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« seulement » 101 hormones sont simultanément analysées dans une étude récente 

(Šimura et al., 2018). 

Les approches d’analyses non ciblées ont recours à une acquisition « data-

dépendant » top n des spectres MS/MS (DDA). Cela permet de sélectionner les n ions les 

plus abondants détectés en full-scan, pour être fragmentés et obtenir leur spectre MS/MS. 

Ces ions sont ensuite exclus de la sélection quelques secondes, pour permettre la sélection 

et fragmentation des n ions les plus abondants suivants. Ainsi, on peut obtenir une 

grande couverture de spectre MS/MS pour l’analyse et l’identification de nouvelles 

molécules, sans a priori. Cependant, cette couverture ne s’applique qu’aux ions les plus 

abondants, et les phytohormones sont généralement présentes en trop faible 

concentrations pour être identifiées par ce type d’approche. 

La recherche de composés similaires à une même famille d’hormones peut 

également être effectuée par la recherche d’ions fils présentant les mêmes m/z 

caractéristiques afin d’identifier l’ion parent duquel ils sont issus (mode scan d’ion 

précurseur). Par exemple, dans le cas des auxines, le noyau indole fait souvent partie des 

ions fils retrouvés après fragmentation. De la même manière, une recherche par perte 

d’un fragment commun (mode scan des pertes neutres) peut servir à identifier toutes les 

hormones conjuguées avec un même composé (ose, acide aminé, etc.) (Domon and 

Aebersold, 2006). 

Pour rechercher de nouvelles phytohormones sans a priori, nous pouvons utiliser 

des processus d’analyses semi-ciblées assistées par logiciel, comme utilisé par exemple 

pour la caractérisation de nouveaux flavonoïdes (Cerrato et al., 2020). Cette approche est 

basée sur des analyses d’acquisition « data-indépendant » (DIA), se basant sur la sélection 

d’ions d’intérêt pour l’acquisition de spectres MS/MS, quelles que soient leurs intensités. 

Une base de données de m/z d’intérêt est donc nécessaire au préalable. Au cours de nos 

analyses HRMS, ce type d’analyse a été utilisé afin de sélectionner 39 hormones dont les 

standards étaient à notre disposition. Cette base de données pourrait alors être élargie 

pour inclure d’autant plus d’hormones putatives et potentiellement présentes dans nos 

échantillons. 

Pour ce faire, nous pouvons considérer les hormones végétales déjà bien connues 

et identifiées comme des blocs, auquel nous pouvons greffer des groupements spécifiques. 
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Par exemple pour les cytokinines, en tenant compte des différentes formes existantes 

(isopentényl-adénine, zéatine, topoline, benzylaminopurine, kinétine), nous pouvons leur 

greffer une liste de décorations potentielles (hexose, pentose, acide aminé, méthylation 

etc…) en accord avec la littérature (Sakakibara, 2006) et les règles élémentaires de 

chimie. Ainsi, nous pouvons déterminer la masse et le m/z de toutes ces nouvelles 

molécules générées en fonction des différents adduits possibles, et prédire des patrons de 

fragmentation caractéristiques pour chacune.  

Après acquisition des spectres MS/MS, l’utilisation de logiciels d’identification tel 

que « compound discoverer » (Cerrato et al., 2020) devient alors indispensable pour 

retraiter les spectres MS/MS acquis, en fonction de la base de données précédemment 

établie. Ainsi, nous pouvons espérer identifier de façon ciblée, mais sans a priori, de 

nouvelles phytohormones présentes mais jusque-là ignorées, dans les GSE ou les 

échantillons de spores broyées. Cette identification correspond à un niveau 2 ou 2b 

(structure probable d’une molécule, confirmée ou non par des bases de données ou la 

littérature (Schymanski et al., 2014)). Pour avoir une confirmation formelle de la présence 

de ces potentielles hormones nouvellement identifiées, une analyse comparative avec leur 

standard, ou une autre analyse structurale complémentaire basée sur un principe 

d’identification différent -tel que la RMN, la spectroscopie infrarouge, la cristallographie- 

deviendra alors nécessaire. 

3 - Influence de la production d’hormones par les CMA sur 
la plante hôte ? 

Même si l’identification directe d’hormones végétales à partir de CMA purs est 

une avancée significative pour la communauté scientifique travaillant sur la symbiose 

endomycorhizienne, le choix du modèle ainsi que les conditions d’études laissent encore 

des questions en suspens. 

3.1 - Des spores en (pré)-germination ? 

L’utilisation de spores axéniques de CMA en pré-germination était nécessaire afin 

d’identifier des hormones végétales sans ambiguïté quant à une potentielle contamination 

provenant de la plante hôte ou de micro-organismes environnants. Cependant, les spores 

en pré-germination ont encore un métabolisme « dormant » avant d’être activées par les 
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exsudats racinaires, contenant notamment les strigolactones. Il serait judicieux d’analyser 

le profil hormonal des spores ou des GSE, non pas après ajout d’exsudats racinaires, qui 

pourraient contenir des hormones, mais après un traitement avec une strigolactone non 

naturelle, par exemple du GR24.  

Le stade pré-symbiotique ne représente qu’un cours instant dans leur cycle de vie 

car les CMA sont avant tout des champignons qui se développent en interaction 

constante avec leur plante hôte. L’étude du profil hormonal des CMA en interaction avec 

un hôte serait donc une source d’information complémentaire et importante, mais est 

autrement plus contraignante car il est difficile de déterminer l’origine biologique 

(fongique ou végétale) d’une hormone exsudée par des racines mycorhizées. Un système 

de co-culture à double compartiment a pu être employé pour pouvoir séparer, d’une part 

les racines mycorhizées, et de l’autre les hyphes extra-racinaires. Des premiers résultats 

préliminaires, détaillés dans le chapitre 2, nous permettent de constater un profil 

hormonal des exsudats fongiques, différent des spores en germination (Figure 17). En 

plus de l’identification précédemment décrite de l’IAA et de l’iPR, nous avons pu 

identifier la présence de deux autres cytokinines : les zéatine-ribose cis et trans. De l’ABA 

a également pu être identifié dans ces nouveaux exsudats, mais non reconfirmé dans une 

autre expérience indépendante.  

3.2 - De un attomole à dix femtomoles d’hormones exsudées par 
spores ? 

Dans l’article présenté plus tôt dans ce chapitre, nous rapportons qu’en moyenne, 

une spore produit de l’ordre d’1 attomole d’iPR, 30 attomoles d’IAA, et jusqu’à 10 

femtomoles d’éthylène dans les conditions les plus favorables. Ces quantités peuvent 

sembler dérisoires, et la contribution hormonale des CMA à la rhizosphère peut sembler 

peu significative. Il est toutefois important de noter que les spores sont rarement isolées 

dans les sols. Dans le cadre d’une thèse, réalisée au LRSV sur des populations 

mycorhiziennes des sols entropisés, Maes et al. (en préparation) retrouvent entre 500 et 

20 000 spores de R. irregularis par litre de substrat, après deux mois de culture en pots, en 

conditions de laboratoire. Ils quantifient entre une et neuf spores de champignon 

endomycorhizien par g de substrat dans 30 parcelles de champs. De plus il est estimé que 

l’on retrouve jusqu’à 100 m de mycélium par cm3 de sol (Bardgett and Van Der Putten, 
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2014). L’exsudation de phytohormones par les spores de CMA pourrait alors atteindre, 

dans les conditions les plus favorables, 2x10-14 mol.L-1 d’iPR, 6x10-13 mol.L-1 d’IAA et 

2x10-10 mol.L-1 d’éthylène. De plus, les hormones agissent à faible concentration. Par 

exemple 1x10-9 mol.L-1 d’IAA peut induire une réponse protéique chez A. thaliana, 1x10-8 

mol.L-1 de CKs inhibe la formation de racines latérales chez O. sativa (Debi et al., 2005), 

ou encore 3,6x10-9 mol.L-1 d’éthylène suffisent à initier la triple réponse chez S. 

lycopersicum (Yokotani et al., 2009). Sachant que la répartition des spores dans le sol n’est 

pas homogène, celles-ci étant retrouvées en plus grande quantité à proximité des racines, 

nous pouvons imaginer que la concentration d’hormones exsudées localement, est 

suffisamment élevée pour induire une perception et éventuellement une réponse chez 

l’hôte.  

3.3 - Des hormones exsudées par les arbuscules ? 

La symbiose endomycorhizienne se caractérise par la formation de structures 

fongiques à l’intérieur des cellules corticales de la plante hôte, appelées arbuscules. 

Sachant que ces arbuscules sont les lieux d’échange privilégiés de nutriments, entre la 

plante et le CMA, et que ces derniers sont capables d’exsuder des hormones végétales, 

nous pouvons imaginer que les CMA peuvent alors également sécréter des hormones à 

l’intérieur même des cellules arbusculaires. Dans ces cellules, (Etemadi et al., 2014) ont 

identifié une expression supérieure du gène rapporteur de l’auxine DR5-GUS. Dès lors, 

on pourrait supposer que l’auxine exsudée par le CMA puisse contribuer à l’activation du 

promoteur DR5. Cependant, pour confirmer ces hypothèses, il faudra concevoir et 

réaliser des expériences de nano imagerie couplée à de la spectrométrie de masse, à 

condition que les résolutions de ce type d’approche s’améliorent et afin d’analyser le 

contenu spécifique des cellules arbusculaires, voire même celui de l’espace péri-

arbusculaire, même si l’origine de ces hormones, végétales ou fongiques, restera difficile à 

démontrer. 
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- Chapitre 2 - 
Origine de biosynthèse des 
phytohormones identifiées 

Préambule 

La détection d’hormones végétales dans des échantillons de R. irregularis ne 

signifie pas pour autant que les CMAs sont capables de les biosynthétiser au sens strict, 

bien que cela fasse partie de nos hypothèses. En effet, pour produire des spores, le 

champignon est toujours relié à sa plante hôte. Les hormones exsudées par les spores, 

identifiées durant le chapitre précédent, peuvent être végétales, issues d’un import 

fongique et avoir été stockées dans les spores. Le but de ce chapitre est donc de 

déterminer l’origine de ces hormones, végétales ou fongiques. 

Pour ce faire, nous avons essayé de comparer le profil hormonal de R. irregularis, à 

différents temps durant la germination, ou à différents stades de son cycle de vie. 

Toutefois, ces approches sont indirectes, et ne constituent pas une preuve formelle de 

biosynthèse fongique. Nous avons donc initié des approches de marquage isotopique, à 

l’aide de précurseurs marqués ajoutés aux spores en germination, dans le but d’observer 

l’incorporation du marquage dans les hormones détectées, preuve d’une synthèse 

fongique.  

Résultats et discussion 

1 - Biosynthèse ou stockage ? Analyse des hormones 
produites par le champignon à différents stades de 
développement 

Afin de déterminer si les spores de R. irregularis produisent les phytohormones 

qui ont été détectées, ou les exsudent à partir d’un stock de phytohormones importées 

durant la phase symbiotique, nous avons étudié le profil hormonal de spores pendant  



 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 16 : Détection des phytohormones dans les GSE ou les spores de R. 
irregularis au cours du temps 

Hormones détectées au cours du temps à partir de (A) GSE de spores en germination 
obtenues avec 10 000 spores (n=3, barre d’erreur = écart type), ou (B) dans un extrait de 
30 000 spores de R. irregularis broyées (n=1). Les échantillons ont été analysés par MRM, 
et la concentration est estimée grâce aux courbes de calibrations externes (barre d’erreur = 
écart type). 
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une cinétique de germination (exsudats fongiques et spores broyées) mais également 

celui présent dans des hyphes extra-racinaires, comparativement au compartiment 

contenant les racines mycorhizées, dans des cultures en DC.  

1.1 - Cinétique d’exsudation des hormones 

Notre première approche a consisté à analyser le profil hormonal des GSE et des 

spores au cours du temps, dans les mêmes conditions que décrites dans le chapitre 1. 

Nous avons émis l’hypothèse que, si la concentration d’une hormone décroit au cours du 

temps, alors nous pouvons penser qu’elle a été stockée durant la formation des spores, et 

est exsudée durant leur germination. En revanche, si sa concentration reste stable ou 

augmente, cela suggère que le champignon produit cette hormone, ou du moins réalise 

une ou plusieurs étapes amenant à sa biosynthèse finale. Il serait également possible que 

le champignon ne synthétise pas cette hormone, mais secrète de manière stable ou plus 

activement au cours du temps, une hormone qu’il aurait internalisée précédemment. 

Dans ce cas, une grande quantité d’hormone devrait être retrouvée dans les spores non 

germées broyées (équivalent au total d’hormone retrouvée dans les GSE). 

Des triplicats de GSE, produits en cinétique par 10 000 spores axéniques germées 

dans 25 ml d’eau Milli-Q stérile, ainsi que le contenu de ces spores, ont été analysés par 

spectrométrie de masse. Après le rinçage (permettant d’éliminer le tampon de stockage), 

ces spores sont collectées immédiatement (T0), ou mises à germer dans une étuve à CO2 

durant 6 heures, 2 jours, 5 jours, 7 jours, 9 jours, 14 jours, 21 jours et 27 jours. Les 

exsudats sont ensuite filtrés et lyophilisés, alors que les spores, ayant servies à produire 

les triplicats, sont rassemblées avant l’extraction et l’analyse par spectrométrie de masse, 

comme décrit précédemment (cf. Chapitre 1). 

Nous avons pu constater que les concentrations d’iPR et IAA secrétées dans les 

GSE augmentent au cours du temps (Figure 16A). L’IAA est détectable à partir de 2 

jours de germination, et sa concentration augmente jusqu’à atteindre un plateau, voire 

une décroissance, à 8x10-11 M au bout de 9 jours. Quant à l’iPR, elle est détectable plus 

tardivement, à partir de 5 jours de germination et sa concentration augmente de manière 

constante durant toute la durée de la cinétique, atteignant la concentration 1,4x10-11 M au 

bout de 27 jours. En analysant les hormones présentes dans les extraits de spores, à ces 

mêmes temps de cinétique, nous n’avons pas été capable de détecter de l’IAA ni de l’iPR. 
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Dans l’hypothèse où les spores stockeraient un pool d’IAA et d’iPR internalisé pendant 

la symbiose avec la plante et l’exsuderaient durant la germination, alors cette exsudation 

serait contrôlée et stimulée par le champignon, vu l’augmentation de molécules détectées 

au cours du temps. Le maximum d’exsudation d’IAA serait délivré à 9 jours, pendant 

plusieurs jours, tandis que celui d’iPR continue de croître après 27 jours. Or, si ces 

hormones étaient stockées et relâchées durant la germination, nous devrions détecter des 

concentrations inversement proportionnelles à celles mesurées dans les exsudats dans les 

spores, et leurs concentrations à T0 devraient être supérieures ou égales à la somme de 

celles mesurées dans les GSE après 27 jours de germination. Nous n’avons pas été 

capable de détecter ces hormones dans les spores broyées, donc ces résultats suggèrent 

que l’IAA et l’iPR seraient bel est bien produites par les spores de R. irregularis, dans des 

cinétiques différentes. 

Concernant le GA4, nous l’avons détecté dans cet essai, comme dans les 

précédents, dans l’extrait de spores broyées mais pas dans les GSE. Sa concentration 

semble décroitre légèrement au cours du temps (Figure 16B), mais ces résultats n’ont été 

obtenus qu’à partir d’un simplicat pour chaque point de cinétique. En effet, les spores 

nécessaires à l’obtention d’un triplicat de GSE sont rassemblées avant de procéder au 

broyage, à l’extraction et aux purifications, afin d’avoir suffisamment de matériel 

biologique, et extraire suffisamment d’hormones, pour passer la limite de détection. Il est 

donc indispensable de reproduire cette expérience afin de confirmer la tendance observée. 

Dans ce cas, soit le GA4 est d’origine végétale, et il est très stable dans la spore au cours 

de la germination, d’où sa présence encore mesurable après 27 jours de germination, soit 

il est synthétisé et dégradé de manière à conserver une concentration constante dans les 

spores. Il pourrait aussi être exsudé, et présent dans les GSE, mais en dessous de la limite 

de détection. 

En complément des hormones décrites dans le chapitre 1, nous avons identifié 

dans les GSE de cette cinétique, au même temps de rétention que leur standard respectif, 

de l’IAA-Ala, dont la concentration semble être corrélée avec celle de l’IAA non 

conjuguée et de la BAP à l’état de traces, dont sa concentration diminue rapidement au 

cours du temps jusqu’à ne plus être détectable à partir de 7 jours (Figure 16A). Il sera 

complémentaire de valider la présence de ces deux hormones en mesurant leur masse 
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exacte par spectrométrie de masse en haute résolution, si leur quantité est suffisante pour 

les détecter. 

1.2 - Cultures en double compartiment : des ratios d’isomères 
d’hormones différents 

Notre objectif initial était de comparer le profil hormonal d’exsudats fongiques 

produit par les spores en germination à celui produit par des hyphes extra-racinaires 

cultivés en double compartiment avec une plante hôte. Nous avons également comparé le 

profil hormonal de chaque compartiment, contenant respectivement le mycélium seul, à 

celui contenant les racines mycorhizées (Figure 5A). 

Après trois mois de co-culture, les géloses des deux compartiments, contenant 

d’une part les exsudats exclusivement fongiques et d’autre part les exsudats fongiques et 

racinaires, ont été collectés. Les phytohormones ont été extraites de la gélose par 

macération dans le solvant Bieleski. L’extrait a ensuite subi le protocole de purification 

d’hormones par SPE et a été analysé par spectrométrie de masse en haute résolution. 

Après analyse, nous avons détecté dans le compartiment contenant les racines 

mycorhizées de l’iP, de l’iPR, les zéatines cis et trans, les cZR et tZR, l’ABA et l’ABA-GE, 

et l’IAA (Figure 17A). Dans le compartiment fongique, nous avons retrouvé l’IAA et 

l’iPR, déjà identifiées dans les GSE (voir Chapitre 1). De plus, nous avons détecté de 

l’ABA et deux cytokinines : la cZR et la tZR. Ces hormones, comme indiqué 

précédemment, sont également détectées dans le compartiment accueillant les racines 

hôtes mycorhizées. Comme le champignon est présent dans chacun des compartiments, 

nous ne sommes pas en mesure de différencier l’apport hormonal du champignon par 

rapport à celui de la plante. En revanche, pour les hormones telles que l’iP, les cZ et tZ, et 

l’ABA-GE, qui ne sont retrouvées que dans le compartiment racinaire, nous pouvons 

proposer qu’elles soient exclusivement produites par la plante et non transportées vers le 

champignon.  

D’un point de vue quantitatif, n’ayant pas pu normaliser par rapport aux 

biomasses racinaires et/ou fongiques, à cause de la présence de gélose, il est difficile de 

conclure. Toutefois, les extraits concentrés et analysés contiennent des concentrations 

d’hormones plus faibles ou égales dans le compartiment fongique à celles dans le 

compartiment racinaire, nous empêchant de proposer des hypothèses sur leurs origines.  



 

 

 

 

 

 

Figure 17 : Profil hormonal détecté dans les boîtes double compartiment (DC) 

(A) Hormones détectées dans le compartiment racinaire (« hairy roots » de carottes
mycorhizées, en marron) ou dans le compartiment fongique (R. irregularis seul, rouge) des
boîtes double compartiment après trois mois de culture (n=3, barre d’erreur = écart type)
(B) XIC de la ZR (m/z = 351,1543) enregistré à partir du compartiment racinaire (marron)
et du compartiment fongique (rouge). (C) Proportion d’isomères cis (rouge) et trans (cyan)
de ZR par rapport au total de ZR détectées dans chaque compartiment (n=3, barre d’erreur
= écart type).
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Seule l’iPR semble être présente en concentration supérieure dans le compartiment 

fongique, pouvant laisser penser à un transfert hormonal de la plante vers le champignon, 

additionné à l’iPR d’origine fongique. Cependant, dans le cas des zéatines-ribose, nous 

avons remarqué que l’abondance relative des deux isomères de ZR varie d’un 

compartiment à l’autre (Figure 17B). L’isomère trans est majoritaire dans le 

compartiment racinaire et représente 70% (+/- 2%) du total des ZR mesurées, tandis que 

dans le compartiment fongique l’isomère cis représente 68% (+/- 12%) des ZR totales 

(Figure 17C). Or ces deux isomères proviennent de deux voies de biosynthèses 

différentes : l’isomère trans est formé depuis les CKs de type iP, métabolisées à partir de 

DMAPP et adénine mono, di ou tri-phosphates, par l’enzyme isopentenyl transférase, 

alors que l’isomère trans provient de l’isoprenylation d’ARN de transfert par la tRNA-

IPT (Sakakibara, 2006). Il est supposé que l’inter-conversion d’un isomère à l’autre 

pourrait être due à l’action d’une enzyme, la zéatine cis/trans isomérase, identifiée et 

partiellement purifiée dans des graines de Phaseolus vulgaris (Bassil et al., 1993), mais 

depuis, cette enzyme n’a pas été de nouveau identifiée dans d’autres plantes ou micro-

organismes. Nous pouvons donc proposer l’hypothèse que R. irregularis est capable de 

métaboliser préférentiellement les isomères cis de zéatine-ribose, soit par une biosynthèse 

active, ou alors par le biais d’une isomérase encore non caractérisée. Ces résultats restent 

à être reproduits plusieurs fois et de manière indépendante pour être validés. 

1.3 - Différentes plantes hôtes = différents profils hormonaux ? 

Nous avons à notre disposition des « hairy roots » issues de différentes espèces, 

telles que le pois, la tomate ou encore le maïs, et celles-ci peuvent présenter des profils de 

phytohormones variables (comme observé chez d’autres plantes (Leibar-Porcel et al., 

2020). De plus, l’invasion des racines par le champignon peut induire une accumulation 

de cette hormone grâce à un remodelage métabolique, comme cela a pu déjà être observé 

chez le maïs (Danneberg et al., 1993). 

Pour venir compléter notre collection de plantes hôtes présentant des profils de 

phytohormones différents, nous pouvons également adapter notre système de culture en 

double compartiment pour accueillir des plantes entières non transformées, telles que 

Marchantia paleacea, qui produit auxines et cytokinines (majoritairement de la famille des 

iP et cZ) (Drábková et al., 2015) mais ne produit pas de jasmonate (Yamamoto et al., 
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2015). Ainsi, en exploitant le système de culture en double compartiment, nous pouvons 

envisager de mettre en évidence la biosynthèse ou le transfert d’hormones par R. 

irregularis en le co-cultivant avec ces différentes plantes hôtes et en étudiant 

comparativement le profil hormonal des deux compartiments de plantes mycorhizées et 

celui en simple compartiment de plantes hôtes non mycorhizées. 

Si le profil hormonal du compartiment fongique est invariable, quel que soit 

l’hôte, cela suggérera que R. irregularis produit lui-même les hormones détectées. En 

revanche, si l’analyse des compartiments fongiques révèlent des profils similaires à ceux 

des plantes hôtes respectives, mais différents d’une culture d’une plante hôte à une autre, 

alors nous pourrons faire l’hypothèse que les hormones retrouvées dans le compartiment 

fongique sont d’origine végétale, et transférées et accumulées dans les hyphes extra-

racinaires de R. irregularis.  

 Durant le temps imparti par cette thèse, nous n’avons pas pu mettre en place ces 

approches. Bien que ces systèmes de culture soient parfaitement maitrisés au laboratoire, 

leur mise en place reste lourde. Ils nécessitent une attention régulière, et imposent des 

précautions pour éviter une éventuelle contamination hormonale du compartiment 

fongique par les racines hôtes, qui passeraient par-dessus la barrière physique ou encore 

qui passeraient dans le second compartiment par condensation, nécessitant l’ajout de 

contrôles négatifs sans CMA. Le temps de culture est relativement long avant d’obtenir 

un bon développement du champignon, et un grand nombre de boîtes est nécessaire pour 

obtenir suffisamment d’échantillons exploitables à la fin du temps de culture (sans 

contamination, avec un développement racinaire et fongique homogène et satisfaisant). Il 

serait intéressant à l’avenir, de réaliser ces expériences, afin d’obtenir des données 

supplémentaires pouvant nous aider à conclure quant à l’origine végétale ou fongique de 

ces hormones.  

2 - Origine de biosynthèse fongique ? Utilisation de 
marquages isotopiques 

Afin de déterminer l’origine de biosynthèse des hormones détectées, avec des 

approches directes, nous avons réalisé plusieurs expériences de marquages isotopiques. 

Nous avons fourni au champignon R. irregularis une ou plusieurs sources de carbones, 
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enrichies en isotope stable (13C) et avons recherché dans ses exsudats la présence de l’IAA 

et iP-R enrichis en atomes de carbone lourds. Un enrichissement démontrerait qu’une 

voie de biosynthèse, utilisant un précurseur marqué, existe chez le champignon. Il est 

important de préciser qu’ici, nous ne cherchions pas à identifier ou décrire les voies de 

biosynthèses impliquées, nous souhaitions seulement démontrer la capacité du 

champignon à produire les hormones détectées. C’est pourquoi, nous avons mené des 

premières expériences simples, à partir de substrats marqués connus pour être incorporés 

par le champignon en germination, et avons réalisé une analyse ciblée sur l’IAA, l’iP-R et 

le GA4.  

2.1 - Incorporation de glucose et d’acétate marqués et suivi du profil 
hormonal lors de la germination des spores de R. irregularis 

Nous avons précédemment constaté que les GSE de 10 000 spores, produits 

durant sept jours, contenaient de l’IAA et de l’iPR à des concentrations suffisantes pour 

être détectables par nos spectromètres de masse. Nous avons donc choisi d’utiliser le 

même nombre de spores, et les conditions de germination les plus favorables, pour 

favoriser l’incorporation du marquage et l’éventuelle biosynthèse des phytohormones : les 

spores axéniques de R. irregularis ont été mises à germer dans du milieu M liquide (Bécard 

and Fortin, 1988), pendant 7 jours. Le milieu de germination a été complémenté avec 

différentes sources de molécules carbonées connues pour être incorporées pendant la 

germination, et a différentes concentrations (acétate, 200 µM, 1 mM, 10 mM et /ou 

glucose, 1 mM (Bücking et al., 2008)) marqués au 13C (en C1 ou uniformément U13C). De 

plus, certaines conditions ont également reçu un traitement au GR24. 

Après germination des spores, collecte et concentration des GSE, et extraction des 

hormones contenues dans les spores, puis analyse HRMS, nous avons cherché 

manuellement, aux temps de rétention spécifiques de l’IAA et l’iPR, les ions de m/z 

théorique précis (+/- 5 ppm), correspondants à l’isotopologue non marqué (m0) ainsi que 

ceux de tous les autres isotopologues envisageables, allant de l’incorporation d’un seul 

atome de 13C (m+1), jusqu’aux molécules entièrement marquées au 13C (m+n, n=nombre 

de carbone total dans chaque hormone). 

Nous avons constaté que la concentration d’acétate de 10 mM inhibe la 

germination des spores, tandis que les concentrations inférieures n’ont pas d’effets  



Figure 18 : Devenir des carbones 13 issus de l’acétate marqué dans le cycle 
de Krebs 

Représentation de la diffusion du marquage isotopique dans le cycle de Krebs, en fonction 
de la position du carbone marqué (rond plein) dans l’acétate. (A) Acétate marqué en 
position 1 : après un premier cycle, l’ensemble du marquage est éliminé par les deux étapes 
successives de décarboxylation du citrate et de l’α-ketoglutarate. (B) Acétate marqué en 
position 2 : l’atome marqué isotopiquement est intégré en position non carboxylable. Après 
deux cycles, il a une chance sur deux d’être éliminé par décarboxylation, puis une chance 
sur quatre au cycle suivant et ainsi de suite.  

Crédit : Jonas Parrish  
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visibles sur la germination des spores. L’acétate marqué 13C1, utilisé dans une première 

expérience, n’a pas permis d’observer de marquage au niveau des hormones. Cependant, 

après internalisation de l’acétate dans le cycle de Krebs, le carbone 1, marqué au 13C est 

éliminé sous forme de CO2, immédiatement après avoir effectué un cycle complet (Wolfe 

and Jahoor, 1990) (Figure 18). Nous avons donc utilisé par la suite des sources de 

carbone marquées uniformément au 13C. Nous avons ajouté de l’acétate U13C seul à 

différentes concentrations, ou associé avec du glucose U13C, ou du GR24 (voir Figure 

19). Toutefois, nous n’avons pas été capables d’identifier d’isotopologues de l’IAA ou de 

l’iPR, au-delà de l’isotopologue m+1 d’intensité corrélée avec l’abondance naturelle du 
13C.  

Nous avons donc voulu nous assurer que les sources de carbones avaient bien été 

assimilées par les spores, conduisant à l’incorporation du marquage. Nous avons cherché 

les premiers métabolites, en aval de ces précurseurs décrits dans les voies métaboliques, et 

étudié leurs isotopologues (Figure 19). Nous avons détecté, dans les exsudats provenant 

de différentes expériences indépendantes, la présence de citrate/isocitrate et malate ainsi 

que celle de certains de leurs isotopologues dans des proportions plus importantes que 

dans les conditions contrôles. Par exemple, dans le cas de l’acide malique, la distribution 

théorique due à l’abondance naturelle du 13C est de 95.85% d’isotopologue m0, 4% de 

m+1, 0.0079% de m+2 et 0.00057% m+3. Après traitement au GR24 et à l’acétate U13C, 

nous avons identifié 79.6% d’isotopologue m0, et jusqu’à 20% de m+1, 9% de m+2 et 1% 

de m+3. Ceci correspond à une assimilation du marquage de l’ordre de 2,5%. Pour le 

citrate/isocitrate, en supplémentant nos spores en acétate U13C, nous retrouvons 66% de 

m0, 24.8% de m+1, 7.7% de m+2 et 1% de m+3 alors que dans les conditions contrôles 

nous mesurons 92% de m0, 7% de m+1 et 1% de m+2, en accord avec la répartition 

naturelle théorique. Ceci correspond à une assimilation de l’ordre de 7%. Les autres 

intermédiaires du cycle de Krebs et du cycle du glyoxylate n’ont été identifiés que dans 

leurs formes non marquées.  

En complément, nous avons également cherché à identifier l’incorporation de 

marquage dans les métabolites les plus abondants détectés dans nos échantillons. Le bruit 

de fond des spectres de masses précédemment obtenus a été retiré à l’aide du logiciel 

MSdial, afin d’éliminer les ions correspondants aux différents adduits formés en source, 



 

 

 

Figure 19 : Distribution isotopique du marquage dans les métabolites les plus 
abondants ou les intermédiaires du cycle de Krebs 

Distribution des isotopologues des métabolites les plus abondants retrouvés dans les GSE 
ou les intermédiaires du cycle de Krebs, après 7 jours de germination en présence de 
sources de carbone marquées uniformément au carbone 13, en comparaison avec la 
distribution théorique. L’intensité d’incorporation du marquage est représentée par un 
gradient allant du bleu foncé (m0 = absence de marquage) au rouge (m+nmax = molécule 
intégralement marquée au 13C) (n=3, barre d’erreur = écart type). 

50 60 70 80 90 100

U 13C acétate (200 µM)

U 13C acétate (1 mM)

U 13C acétate (200 µM) + GR24 (10-7M)

U 13C acétate (200 µM) + U 13C glucose (1 mM)

Distribution théorique
Tyrosine

[M+H]+
[M+H]+ m1
[M+H]+ m2
[M+H]+ m3
[M+H]+ m4
[M+H]+ m5
[M+H]+ m6
[M+H]+ m7
[M+H]+ m8
[M+H]+ m9

50 60 70 80 90 100

U 13C acétate (200 µM)

U 13C acétate (1 mM)

U 13C acétate (200 µM) + GR24 (10-7M)

U 13C acétate (200 µM) + U 13C glucose (1 mM)

Distribution théorique
Glyceraldéhyde 3-P

[M-H]-
[M-H]- m1
[M-H]- m2
[M-H]- m3

50 60 70 80 90 100

U 13C acétate (200 µM)

U 13C acétate (1 mM)

U 13C acétate (200 µM) + GR24 (10-7M)

U 13C acétate (200 µM) + U 13C glucose (1 mM)

Distribution théorique
Phénylalanine

[M+H]+
[M+H]+ m1
[M+H]+ m2
[M+H]+ m3
[M+H]+ m4
[M+H]+ m5
[M+H]+ m6
[M+H]+ m7
[M+H]+ m8
[M+H]+ m9

50 60 70 80 90 100

U 13C acétate (200 µM)

acétate (200 µM)

Distribution théorique
Citrate / Isocitrate

[M-H]-
[M-H]- m1
[M-H]- m2
[M-H]- m3
[M-H]- m4
[M-H]- m5
[M-H]- m6

50 60 70 80 90 100

U 13C acétate (200 µM)

U 13C acétate (1 mM)

U 13C acétate (200 µM) + GR24 (10-7M)

U 13C acétate (200 µM) + U 13C glucose (1 mM)

Distribution théorique
Malate

[M-H]-
[M-H]- m1
[M-H]- m2
[M-H]- m3

% 

% 

% 

% 

% 

- 102 -



- Chapitre 2 -
Origine de biosynthèse des phytohormones identifiées 

- 103 -

puis ils ont été comparés à des bases de données in silico avec le logiciel MSfinder, pour 

annoter les métabolites correspondants majoritairement présents. Les métabolites ont été 

triés en fonction de l’intensité du pic correspondant à l’ion monoisotopique et nous avons 

ensuite cherché manuellement les isotopologues des métabolites les plus abondants 

identifiés. Ainsi nous avons pu observer que la phénylalanine, la tyrosine, et le 

glycéraldéhyde-3-P étaient les métabolites majoritairement présents dans nos GSE et 

qu’ils étaient marqués au 13C. L’incorporation est encore une fois très faible, pourtant, 

grâce à la forte concentration de ces métabolites, nous pouvons détecter des 

isotopologues présents, même en faible pourcentage. Par exemple, nous pouvons 

observer presque tous les isotopologues de la phénylalanine sauf la forme entièrement 

marquée m+9. L’isotopologue m+8, le plus faiblement observable, représente 0.0058% 

du signal total. Afin d’observer le même type de massif isotopique pour l’IAA ou l’iPR, il 

faudrait obtenir une intensité de marquage plus forte pour permettre la détection de leurs 

isotopologues par l’orbitrap, ou une quantité d’ions -et donc une concentration de 

phytohormones- bien supérieure dans nos échantillons.  

Dans nos expériences, les conditions traitées au GR24 permettent d’observer une 

augmentation de l’incorporation de marquage dans les métabolites étudiés. Ce résultat est 

en accord avec les conclusions de (Bücking et al., 2008) qui ont démontré que des 

traitements avec des exsudats racinaires améliorent l’incorporation de ces sources 

exogènes de carbones. Cependant, la stimulation du métabolisme fongique par le GR24 a 

également pour effet de mobiliser les stocks de triacylglycérols endogènes grâce à une 

augmentation de la β-oxydation, et stimule la germination des spores (Besserer et al., 

2006, 2008). Ce nouveau pool de carbone risque de supplanter celui constitué par 

l’acétate et le glucose exogènes et diluer le marquage dans les voies de biosynthèse des 

métabolites secondaires. Il est donc important de mener systématiquement ces 

expériences avec et sans traitement au GR24, pour espérer gagner en intensité de 

marquage, sans pour autant passer à côté de la détection d’IAA et CKs marquées.  

En conclusion, nous avons pu constater que les spores ont assimilé les sources de 

carbone marquées fournies, mais très faiblement, et pas suffisamment pour attester leur 

incorporation dans des métabolites secondaires minoritaires telles que les 

phytohormones. Ces premiers résultats, bien que préliminaires, nous encouragent à  



Figure 20 : Voies des biosynthèses végétales des phytohormones pour le 
marquage isotopique 

Carte KEGG de la biosynthèse des phytohormones par les plantes, où sont représentées 
les hormones d’intérêt (carrés rouges), les sources de carbones marquées utilisées (ronds 
jaunes) et les sources de carbones suggérées, plus proches précurseurs métaboliques des 
cibles (losanges bleus). 

Issu de genome.jp/kegg/ ‐ Kanehisa Laboratories
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continuer nos efforts avec cette stratégie expérimentale. Plusieurs améliorations et 

expériences complémentaires restent à réaliser. Nous pourrions envisager d’autres 

concentrations de substrats, d’autres temps de germination, l’utilisation de plus grandes 

quantités de spores, etc, afin de pouvoir conclure quant à la capacité de R. irregularis de 

produire ou non des hormones végétales. 

2.2 - Perspectives des expériences de marquage 

2.2.1 - Choix des sources de marquage 

La réussite de ces expériences dépend principalement de la source de marquage 

utilisée. Nous avons choisi d’utiliser exclusivement un marquage au carbone 13 afin de 

simplifier la quantité d’isotopologues potentiellement synthétisés, mais nous aurions pu 

également ajouter un précurseur marqué à l’azote 15 pour observer une cytokinine ou 

une auxine marquées. Le KNO3 est un des éléments minéraux composant le milieu M, et 

sert de source d’azote pour le champignon. Son assimilation par les spores sera surement 

plus importante que celle de l’acétate ou du glucose. De plus, le marquage 15N ne sera pas 

dilué par la mobilisation des réserves lipidiques stimulée par le GR24. Enfin, le KNO3 
15N 

est disponible à des prix raisonnables, rendant son utilisation expérimentale accessible. 

En plus du glucose et de l’acétate déjà utilisés, le CO2 marqué au 13C constitue 

également une source de carbone envisageable afin de mettre en évidence la biosynthèse 

des phytohormones par R. irregularis. En effet, le CO2 est assimilable par les spores de R. 

irregularis (Bago et al., 1999) à travers le processus de « dark-fixation ». Cette assimilation 

ne représente pas un gain net de carbone pour le champignon, mais est exploitable pour 

optimiser l’incorporation d’isotopes dans nos expériences de marquage. De plus, la 

germination des spores est déjà réalisée dans une atmosphère enrichie en CO2 pour 

favoriser le développement du champignon (Bécard and Piché, 1989a). Bien que 

l’utilisation de gaz s’avère techniquement plus compliquée que celle de substrat 

hydrosoluble, il serait intéressant d’utiliser du 13CO2 comme troisième source 

complémentaire de marquage, en le diffusant dans l’étuve. 

Nous avons choisi d’utiliser comme précurseurs métaboliques du glucose et de 

l’acétate U13C. Ceux-ci sont commercialement disponibles, peu couteux et peu 

contraignants à manipuler et leur assimilation par des spores en germination a déjà été 
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démontrée (Bücking et al., 2008). Cependant, le glucose et l’acétate vont être incorporés 

en tant que métabolites clés du métabolisme primaire, et le marquage risque d’être dilué 

par la multitude de réaction dans lesquelles ils sont impliqués, avant même d’atteindre 

l’IAA et l’iPR. Si les phytohormones détectées sont bel et bien synthétisées par le 

champignon, on peut s’attendre à ce que leurs voies de biosynthèse respectives ne soient 

pas sollicitées en priorité, par exemple face à la biosynthèse de chitine lors de la 

germination des spores. Afin de palier à ce défaut, il est envisageable d’utiliser des 

précurseurs métaboliquement plus proches de nos hormones d’intérêt. Par exemple, le 

tryptophane ou l’acide shikimique marqués 13C seraient les candidats idéaux pour mettre 

en évidence la biosynthèse de l’IAA par R. irregularis, et le diméthylallyl-pyrophosphate 
13C pour la biosynthèse de cytokinines (Figure 20). Toutefois, il convient de vérifier au 

préalable que ces molécules, non marquées, sont assimilables par les spores en 

germination et n’ont pas d’effets inhibiteurs sur la germination. En effet, le prix élevé de 

ces substrats marqués est un obstacle qui justifie leur utilisation en dernier recours, si les 

futures expériences de marquage à l’aide d’acétate, de glucose et éventuellement de CO2, 

restent infructueuses. 

2.2.2 - Validation de l’internalisation du marquage 

Bien que nous ayons pu confirmer une faible internalisation du marquage par les 

spores, il serait intéressant de réaliser des cinétiques d’assimilation des substrats, avec des 

précurseurs non marqués, avant de poursuivre les futurs essais de marquage.  

Nous avons réalisé nos premières expériences en utilisant les concentrations 

maximales d’acétate et de glucose pour, d’une part favoriser leur assimilation, et d’autre 

part nous assurer que ces sources de carbone soient toujours disponibles tout au long de 

la germination des spores, sans pour autant présenter une toxicité pour le champignon. 

En revanche, une grande quantité de substrat est surement gaspillée, et si nous 

envisageons de réaliser ces expériences à plus grande échelle (en utilisant par exemple 

250 000 spores germées), il sera indispensable d’ajuster au mieux la concentration en 

précurseurs métaboliques marqués. Nous pouvons imaginer réaliser un suivi par RMN 

de la concentration des précurseurs dans le milieu au cours du temps. Ainsi, nous 

pourrons déterminer la dose minimale à ajouter pour s’assurer d’une disponibilité 

constante en substrat marqué, tout en réalisant des économies substantielles. Enfin, ce 
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genre de suivi s’avèrera indispensable lorsque nous changerons de source de marquage 

pour utiliser des précurseurs métaboliquement plus proches de nos phytohormones 

d’intérêt. Nous pourrons ainsi nous assurer de leur assimilation mais aussi des 

concentrations minimales requises avant d’utiliser leurs équivalents marqués, autrement 

plus chers que l’acétate et glucose U13C. 

2.2.3 - Vers l’établissement d’une carte de réseaux métaboliques ? 

Lors de nos expériences, nous n’avons pas été capables d’identifier de 

phytohormones marquées. Le choix des précurseurs, leur faible assimilation, la dilution 

du marquage et sa redistribution dans le métabolisme primaire, la grande « distance 

métabolique », la durée de traitement ou encore la quantité de matériel biologique utilisée 

ont probablement impacté sur l’absence de détection d’iPR ou IAA marquées. 

Pour dé-complexifier le problème auquel nous faisons face, nous pourrions 

revisiter les expériences déjà réalisées, non pas en cherchant des hormones marquées 

directement, mais en suivant l’incorporation du marquage au sein du métabolisme. Par 

exemple dans le cas du glucose, nous pourrions suivre son internalisation et son 

assimilation dans la glycolyse et la voie des pentoses phosphates, en cherchant les 

isotopologues des intermédiaires réactionnels. Il en va de même pour le suivi de 

l’acétate au sein du cycle de Krebs. Nous pourrions alors identifier les étapes limitantes, 

et affiner la préparation des échantillons. Ainsi, en suivant progressivement la 

dissémination du marquage, si nous arrivions à mettre en évidence la biosynthèse de 

précurseurs clés marqués, tels que le tryptophane, le DMAPP, l’adénine ou le ribose, 

sans pour autant identifier d’hormones marquées, nous serions alors en mesure de 

conclure que R. irregularis ne produit probablement pas d’hormones végétales, à 

condition bien entendu que R. irregularis utilise les voies de biosynthèses habituelles et 

non des voies encore inconnues. Cette approche reviendra à établir une carte 

métabolique partielle aboutissant ou non à la biosynthèse des cytokinines et/ou de 

l’auxine par les spores de R. irregularis. Toutefois, ceci requiert un investissement de 

temps bien supérieur à celui envisagé initialement, ainsi que des compétences et 

appareillages non disponibles au laboratoire, mais accessibles sur la plateforme 

MetaToul, et plus particulièrement grâce à son plateau « réseaux métaboliques ». 
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- Chapitre 3 - 
Recherche des effets des 

cytokinines et de l’éthylène sur la 
biologie du champignon 

Préambule 

Les effets des hormones végétales sur des champignons peuvent être mesurés de 

diverses manières. Elles peuvent induire ou inhiber la germination des spores ou la 

croissance des hyphes et leur ramification. La perception d’une hormone et son impact 

peuvent être évalués au niveau transcriptomique, protéomique, métabolomique. 

L’identification de gènes différentiellement exprimés permet de déterminer quelles 

fonctions moléculaires sont alors régulées. Enfin, chez les CMAs, la capacité des spores à 

coloniser plus ou moins rapidement une racine hôte constitue également un marqueur 

pouvant indiquer l’effet d’une hormone sur la biologie du champignon. 

Nous avons choisi d’étudier en priorité l’impact de l’éthylène et des cytokinines. 

Comme présenté durant le chapitre 1, nous avons détecté ces deux hormones dans des 

échantillons fongiques, ainsi qu’une gibbérelline et une auxine. Parmi ces quatre 

hormones, seuls l’éthylène et les CKs ont un récepteur putatif identifié chez R. irregularis, 

elles ont donc plus de chance d’être perçues, et d’induire un effet biologique observable. 

Cependant, le rôle des hormones dans la symbiose mycorhizienne est déjà 

relativement bien documenté (en fonction des familles hormonales). De plus, l’ajout 

exogène de ces hormones sur la plante hôte pendant l’interaction déclenchera des effets 

sur le développement du champignon, qui seront difficiles à extrapoler. En effet, en 

présence des deux organismes, il sera impossible de déterminer si l’effet de l’hormone sur 

le champignon n’est pas dû à une perception par la plante, qui aura altéré son interaction 

avec le champignon, modifiant ainsi son métabolisme et son développement. Nous nous 

sommes donc assurés de ne traiter que le champignon durant nos expériences, afin de 

pouvoir observer un effet direct sur sa biologie. 
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Résultats et discussion 

1 - Effet des hormones perçues par R. irregularis sur la 
mycorhization 

Afin d’observer l’effet des hormones sur le champignon, et non l’effet combiné sur 

les deux partenaires, nous sommes contraints de traiter les spores avant d’inoculer la 

plante, puis de mesurer l’impact du traitement sur la mycorhization. Ces expériences de 

prétraitement de spores apportent des limitations lors de la mise en place de la symbiose. 

Pour une expérience de mycorhize habituelle, une graine germée est plantée dans un pot 

contenant des spores mélangées au substrat. Dans ce type de protocole, plusieurs jours 

sont nécessaires aux spores pour germer et à la racine pour explorer le contenu du pot. Si 

nous utilisions ce système, nous prenions alors le risque que l’effet du prétraitement des 

spores ne s’estompe dans les premiers jours de la mise en culture. Nous avons donc testé 

différents systèmes expérimentaux nous permettant de traiter les spores indépendamment 

de la plante et réduire le temps nécessaire à l’établissement de la symbiose. L’objectif était 

de tester ces approches avec les différentes hormones identifiées, nous avons choisi de 

commencer par observer l’effet de l’éthylène.  

1.1 - Expériences réalisées 

1.1.1 - Prétraitement des spores 

Nous avons utilisé des quantités variables de spores durant nos différentes 

expériences, de 150 à 1000 spores par système racinaire. Les spores de R. irregularis ont 

été prétraitées avec de l’éthylène ou un inhibiteur de la perception de l’éthylène, le MCP. 

Pour cela, elles ont été incubées dans du milieu M liquide, dans un contenant refermé 

hermétiquement afin de garder une concentration stable de gaz. Nous avons ensuite 

injecté de l’éthylène ou du MCP afin d’atteindre une concentration de 10 ppm dans 

l’espace de tête. Les spores ont ensuite été mises à germer à l’abri de la lumière, à 30 °C 

pendant quatre jours. Les tubes ont été ventilés pour éliminer toute trace d’éthylène ou 

MCP, puis les spores traitées ont été mises en contact avec une plante hôte, Medicago 

truncatula.  
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1.1.2 - Préparation de la plante hôte et systèmes de co-inoculation 

Pour étudier la capacité mycorhizienne du champignon, tant que les effets du 

prétraitement sont encore actifs, nous avions pour objectif de forcer la rencontre entre les 

hyphes germinatifs et les racines. Ainsi nous pouvions espérer observer une éventuelle 

différence de mycorhization en quelques jours seulement de co-inoculation. Nous avons 

imaginé et testé quatre systèmes différents nous permettant d’aboutir à une inoculation 

simple de la plante, et une colonisation rapide des racines. 

Notre premier système a consisté à faire pousser la plante hôte dans une 

membrane perméable à l’eau et aux minéraux, elle-même enfouie dans le substrat (Figure 

21A). Ceci permettait un bon développement des racines, et nous pouvions ainsi 

facilement déterrer la jeune plante après sept jours de développement, venir déposer les 

spores directement au contact des racines, et replanter l’ensemble dans le substrat sans 

pour autant endommager le système racinaire. Toutefois, les spores ont eu tendance à 

sédimenter au fond de la membrane, créant une zone hautement mycorhizée, alors que le 

reste du système racinaire se retrouvait vide de toute trace de colonisation. Une variante 

a consisté à coucher le pot à l’horizontale, une fois l’inoculation réalisée. Bien que la 

mycorhization ait été plus homogène, nous avons essayé de nouvelles méthodes 

nécessitant moins de substrat et de travail de préparation des membranes. 

Les deuxième et troisième systèmes ont consisté à faire pousser les plantes 

mycorhizées dans des tubes type « Falcon ». Les tubes sont coupés à mi-hauteur, bouchés 

et retournés pour accueillir le substrat (Figure 21B). Ce système permet d’obtenir une 

bonne proximité entre les spores et les racines pour favoriser l’établissement de la 

symbiose, mais les plantes sont difficilement déterrables sans abimer les racines pour y 

déposer les spores à leur contact. Les spores doivent alors être ajoutées directement au 

substrat avant de planter les graines de M. truncatula fraichement germées. Les racines ont 

alors besoin de temps pour se développer convenablement avant d’accueillir le 

champignon, allongeant le temps d’incubation. Alternativement, les spores peuvent être 

déposées dans le bouchon après avoir laissé une semaine aux plantules pour se 

développer, mais ceci concentre une nouvelle fois les points d’infection dans une seule et 

unique zone racinaire. Enfin, dans ces deux systèmes, il est difficile de contrôler un 

arrosage optimum, introduisant une variabilité supplémentaire. Une variante a alors été 

utilisée : les tubes « Falcon » ont été percés et insérés dans un pot servant de réserve pour 



Figure 21 : Différents systèmes de mycorhization de plantes in vitro 

(A) Système de mycorhization entre deux membranes perméables. Les racines de la
plantule de M. truncatula et les spores sont contenues dans une membrane d’hydrate de
cellulose pour favoriser leur rencontre. (B) Système de mycorhization en tube Falcon
coupé et retourné, les spores sont déposées dans le bouchon, tandis que la plantule est
plantée dans le substrat par le dessus. (C) Système de mycorhization en tube Falcon avec
réserve de solution nutritive. Les spores sont mélangées au substrat avant de planter les
graines germées. (D) Système de mycorhization en plaque 6 puits. Les spores sont déposées
au fond des puits, avant d’y déposer le substrat et une jeune plantule de M. truncatula.
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 la solution d’arrosage (Figure 21C). Ceci permet une humidification constante et 

homogène du substrat, mais l’inoculation des spores reste délicate. 

Le quatrième et dernier système testé a consisté à planter les graines de M. 

truncatula dans des boites six puits (Figure 21D). Les plantules de M. truncatula ont été 

mises en culture sept jours avant l’inoculation, dans de la zéolite, dans ces boites. 

L’arrosage a été réalisé avec une solution nutritive pauvre en phosphate. Ce système 

permet d’avoir un système racinaire déjà établi lorsque les spores traitées sont inoculées. 

De plus, le faible volume des puits permet d’optimiser le contact entre les racines et les 

spores germées prétraitées. Une fois la période de pré-germination achevée, les spores ont 

été déposées au fond de nouvelles boites 6 puits, et les plantules ont été rempotées par-

dessus, avec leur substrat. Nous avons inoculé chaque plante avec 150 spores et laissé la 

symbiose s’établir durant deux semaines puis les taux de mycorhization ont été réalisés. 

1.1.3 - Détermination du taux de mycorhization 

Suite à ces différents essais, les systèmes racinaires ont été récoltés et les structures 

fongiques révélées par coloration à l’encre de Schaeffer (Vierheilig et al., 1998). Les 

évènements de mycorhization ont été dénombrés à la loupe binoculaire, en observant 

l’entièreté de chaque système racinaire. Afin d’apporter un degré de précision 

supplémentaire à nos observations, nous avons classé ces évènements de mycorhization 

en quatre niveaux, en fonction de l’état d’avancement de l’établissement des structures 

fongiques (Figure 22A). Le premier niveau correspond à l’observation d’un point 

d’infection et d’hyphes intra-racinaires mais sans développement d’arbuscule. Le niveau 

2 correspond à l’observation d’un point d’infection accompagné d’un seul arbuscule. Le 

niveau 3 correspond à l’observation de 2, jusqu’à 10 arbuscules issus d’un même point 

d’infection. Enfin, le niveau 4 correspond à une zone mycorhizée contenant 10 

arbuscules ou plus, issus d’un même évènement de colonisation. 

1.2 - Résultats obtenus 

Nous n’avons pas observé de différence de mycorhization entre les plantes 

inoculées avec des spores traitées au MCP, à l’éthylène ou les spores non traitées quels 

que soient les systèmes de co cultures utilisés. Par exemple, le 4ème système testé (boites 6 

puits), dans chacune de ces trois conditions, nous avons observé au total entre 15 et 20  



 

 

 

 
 

Figure 22 : Effet du prétraitement à l’éthylène ou au MCP des spores de R. 
irregularis sur la colonisation des racines de M. truncatula 

(A) Différents stades de colonisation des racines observés et dénombrés à la loupe
binoculaire après coloration des structures fongiques à l’encre de Shaeffer. (B) Effet de
l’éthylène ou du 1-méthylcyclopropène (MCP) sur la mycorhization. Les plantules sont
inoculées 15 jours avec 150 spores de R. irregularis traitées 4 jours, ou non, avec 10 ppm
d’éthylène ou de MCP. L’ensemble des événements a été comptabilisé dans chaque
système racinaire (n=20).
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évènements de mycorhization. La majeure partie de ces évènements correspondent à des 

stades précoces de colonisation (niveau 1), mais quelques évènements plus tardifs (niveau 

2 et plus) ont tout de même été observés. Cependant, aucun retard ou avance de 

mycorhization n’a été observé entre les différents traitements (Figure 22B). Nous avons 

donc conclu que, aux concentrations et temps de traitement étudiés, l’éthylène n’a eu 

aucun effet sur la capacité du champignon à établir les structures symbiotiques avec la 

plante hôte. 

1.3 - Discussion 

Nous avons utilisé des quantités variables de spores pré traitées durant nos 

différentes expériences. Initialement, nous avions choisi d’inoculer chaque plante avec 

1000 spores pour nous assurer d’observer un taux de mycorhization satisfaisant avec un 

temps d’incubation très court. Cependant, une quantité trop élevée de spores écrase 

éventuellement les effets observables dus aux traitements. Nous avons donc finalement 

choisi d’utiliser 150 spores par système racinaire. En réduisant encore plus la quantité de 

spores, nous risquons de ne plus observer assez d’évènements de mycorhization pour 

pouvoir ensuite comparer les différents traitements. 

Les concentrations utilisées lors des traitements éthylène et MCP sont 

volontairement élevées. Ces molécules sont faiblement hydrosolubles, et nous voulions 

nous assurer que les récepteurs putatifs du champignon étaient saturés avant 

l’inoculation, pour espérer observer une éventuelle latence ou avance de colonisation par 

rapport au contrôle. Etant donné que ni l’éthylène, ni le MCP n’ont permis d’observer un 

effet sur la quantité ou la vitesse de mycorhization, nous pouvons nous demander si les 

traitements ont atteint les spores. Nous pourrions envisager d’agiter les tubes lors du pré 

traitement. Cette agitation doit être suffisante pour que les traitements gazeux atteignent 

les spores mais relativement faible pour ne pas perturber la germination, c’est-à-dire 

casser les hyphes en formation, qui sont très fragiles. 

Le prétraitement implique également que ces effets soient suffisamment intenses et 

stables pour perdurer pendant toute la durée de mycorhization. En effet, après 

l’inoculation avec la plante hôte, les spores ne sont plus exposées à ces gaz, et si les effets 

induits s’estompent trop rapidement, ils risquent de ne plus être visibles au bout du temps 

nécessaire à l’établissement de la symbiose. 



Figure 23 : Effets de l’iP et de l’iPR sur l’élongation des hyphes lors de la 
germination des spores de R. irregularis 

(A) Cinétique de croissance des hyphes de R. irregularis après germination des spores,
traitées ou non avec différentes concentrations d’iP (n= 40, barre d’erreur = écart type).
(B) Longueur moyenne des hyphes de R. irregularis après 14 jours de germination et de
traitement ou non avec différentes concentrations d’iPR (n= 40, barre d’erreur = écart
type).
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Enfin, ce système de mycorhization pourra être bien évidement appliqué pour 

tester les effets d’autres hormones, telles que les cytokinines ou l’auxine.  

2 - Effet des hormones sur la germination de R. irregularis 
Nous avons souhaité étudier si les hormones exsudées par le champignon 

pouvaient jouer un rôle régulateur sur la germination de ses spores ou encore moduler la 

croissance ou la ramification de ses hyphes. Nous avons commencé à évaluer l’effet de 

cytokinines, mais également de l’éthylène, sur ces critères développementaux. Ces 

approches, toujours en développement au sein de l’équipe, ne permettant pas un criblage 

haut débit de grandes quantités de composés. 

2.1 - Expériences et résultats obtenus avec des traitements des 
champignons aux cytokinines 

2.1.1 - Manipulations et résultats 

Les spores de R. irregularis ont été mises à germer sur du milieu M gélifié, traité ou 

non avec trois concentrations différentes en iP (10-9 M, 10-8 M et 10-7 M), ou cinq 

concentrations différentes d’iPR (10-10 M, 10-9 M, 10-8 M, 10-7 M et 10-6 M). Entre 2 et 8 

spores ont été déposées dans des puits initialement moulés dans la gélose, et laissées à 

germer jusqu’à 14 jours. Tous les deux à trois jours, la longueur des hyphes a été mesurée 

sous la loupe binoculaire et ainsi, une cinétique de germination a été réalisée. Il est 

important de noter qu’ici, la longueur des hyphes est mesurée manuellement. La 

croissance de l’hyphe germinatif à chaque point de cinétique est marquée au dos de la 

boîte de Petri au marqueur, puis, à la fin de la période de germination, la boîte est 

scannée, et la longueur de chaque segment est mesurée à l’aide du logiciel Image J. 

Après 14 jours de germination, la longueur totale des hyphes est similaire entre les 

conditions contrôle et traitées avec l’iP, ils grandissent au même rythme au cours de 

l’expérience (Figure 23A). De plus, nous n’avons pas observé de différence particulière 

indépendante de la longueur des hyphes, telle qu’une augmentation ou diminution de la 

ramification, ou autre altération morphologique. Nous avons donc conclu que, à ces 

concentrations, l’iP n’avait pas d’effet significatif sur la germination des spores et le 
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développement des hyphes. De la même manière, la croissance totale des hyphes 

produits par les spores à 14 jours a été mesurée pour les traitements iPR, et aucune 

différence significative n’a été observée entre les différentes concentrations (Figure 23B). 

2.1.2 - Discussion 

Dans cette première expérience, nous avons choisi d’utiliser de l’iP pour traiter 

nos spores. Nous avons précédemment démontré que R. irregularis est capable d’exsuder 

de l’iPR, mais chez les plantes, l’affinité des récepteurs est plus forte pour les cytokinines 

sous leur forme libre (Yamada et al., 2001), tandis que les formes ribosylées sont 

généralement associées à des formes de transports (Takei et al., 2001). Afin d’observer un 

effet de ces hormones, nous avons donc choisi d’utiliser deux cytokinines différentes : 

l’iP, forme « active » libre de la CK exsudée par R. irregularis, mais également l’iPR, 

forme exsudée par les spores durant la germination. 

Afin d’évaluer l’effet des cytokinines sur la croissance des hyphes germinatifs, il 

serait plus approprié de privilégier des traitements combinant des mélanges de 

cytokinines, plutôt que maintenir des approches molécule par molécule. Ainsi, en traitant 

les spores avec des mélanges de cytokinines, nous pourrons envisager de tester une plus 

large gamme de concentrations. Dans un second temps, nous pourrons réduire le nombre 

de cytokinines par mélange, et identifier les formes les plus actives. 

2.2 - Manipulations et résultats obtenus avec des traitements des 
champignons à l’éthylène ou au MCP 

2.2.1 - Manipulation et résultats 

Pour les approches concernant l’éthylène, nous avons choisi de traiter les spores 

avec de l’éthylène ou du MCP. Ces deux molécules sont de nature gazeuse, et nos 

conditions expérimentales ont rendu difficile l’obtention de traitements homogènes et 

reproductibles avec ces composés.  

Afin de traiter chaque boîte individuellement avec des concentrations variables en 

éthylène ou en MCP (0.1, 1 ou 10 ppm), nous avons percé les couvercles des boîtes de 

Petri à l’emporte-pièce, pour y loger un septum en caoutchouc. Les boîtes ont ensuite été 

scellées avec du film alimentaire, imperméable aux gaz, puis avec une couche 

supplémentaire de parafilm. Ainsi, nous pouvions injecter une concentration précise d’un 
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de nos deux gaz d’intérêt. Toutefois, l’étanchéité des boîtes n’a pas pu être totalement 

maitrisée et nous avons pu observer des fuites au cours du temps. Deux jours après 

l’injection, nous avons observé des pertes de 50 jusqu’à 100% de la concentration initiale 

en éthylène. A l’issue des 21 jours de mesure, nous n’avons pas observé de différences 

entre les traitements. L’ensemble de ces contraintes nous a forcé à renoncer à caractériser 

l’effet de l’éthylène sur les spores. 

2.2.2 - Discussion 

Afin de s’assurer que le traitement était homogène, nous aurions dû ventiler 

chaque jour toutes les boîtes, avant de réinjecter les concentrations d’éthylène ou de 

MCP souhaitées. Alternativement, nous aurions pu utiliser plusieurs étuves ou enceintes 

confinées afin de maintenir une concentration stable pour l’ensemble des boîtes d’une 

même condition. Ceci nécessite toutefois de se procurer autant d’enceinte que de 

molécules et de concentrations à tester, et impose de réinjecter une grande quantité de 

gaz après chaque observation des boîtes durant la germination, car il était nécessaire de 

les sortir des enceintes pour les observer sous la loupe binoculaire. 

Pour finir, les méthodes de mesures de croissance des hyphes n’étaient à l’époque 

pas encore développées. Le suivi a été effectué par prise d’image de chaque dépôt de 

spores au cours du temps, à la loupe binoculaire. Or, la résolution des appareils 

disponibles n’était pas satisfaisante pour mesurer efficacement la longueur des hyphes. 

Aujourd’hui, les méthodes et appareillages à notre disposition (décrit ci-après) sont plus 

performants, nous pouvons envisager de reproduire ces expériences, si nous parvenons à 

trouver un moyen efficace de confiner les spores en germination pendant les traitements à 

l’éthylène et au MCP. 

2.3 - Optimisations des mesures des phénotypes de germination des 
champignons 

Au cours de ma thèse, j’ai contribué à faire évoluer les approches, utilisées par 

plusieurs membres de l’équipe, pour observer et mesurer les effets d’une molécule sur la 

germination de R. irregularis.  
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Nombre de spores à déposer 

Nous avons pu observer qu’une quantité croissante de spores déposées dans une 

même zone d’observation pouvait induire un effet synergique de germination. De plus, 

au-delà d’un certain nombre de spores il est difficile de mesurer de façon exhaustive la 

croissance de tous les hyphes germinatifs. Si certains expérimentateurs choisissent de 

déposer jusqu’à 30 spores par zones d’observation pour observer une moyenne de l’effet 

du traitement, nous avons choisi de déposer un nombre plus restreint (<10 spores) pour 

suivre individuellement la germination de chaque spore.  

Goute vs puits vs inclusion dans la gélose 

Pour observer la germination, les spores peuvent être déposées dans des puits 

formés dans la gélose. Ceux-ci sont moulés à l’aide d’emporte-pièces, en coulant le milieu 

en surfusion dans les boîtes de Petri. Les hyphes germinatifs nouvellement formés se 

développent dans la gélose et se distinguent facilement des hyphes porteurs. Cette 

méthode demande peu de préparation initiale, mais lors de la prise d’image au 

microscope, les puits induisent des artéfacts lumineux qui viennent perturber par la suite 

la mesure des longueurs d’hyphes. Pour obtenir des images moins bruitées, il est 

préférable de former les puits d’un diamètre plus faible, en aspirant la gélose solidifiée à 

la pipette pasteur. 

Afin d’améliorer la prise d’image au microscope, les spores peuvent soit être 

déposées à la surface de la gélose, soit être ajoutées dans le milieu encore en surfusion, 

avant qu’il soit coulé dans les boîtes de Petri. Ces stratégies permettent de continuer de 

mesurer la croissance de façon manuelle et indirecte, ou alors de manière automatisée en 

utilisant un nouveau microscope à notre disposition. 

Mesure manuelle vs mesure automatique 

Le plus gros challenge de l’analyse des phénotypes de germination des spores de 

R. irregularis repose sur la finesse et la rapidité de mesure de la croissance des hyphes et

les méthodes de mesure sont continuellement en développement dans l’équipe. 
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Le tracé au marqueur des hyphes sous la loupe binoculaire puis la mesure de 

chaque segment à l’aide d’un logiciel de retraitement d’image est non exhaustive, et ne 

permet d’obtenir qu’une estimation de la longueur moyenne totale au cours du temps. 

Grace à l’acquisition récente d’un nouveau modèle de microscope par la 

plateforme d’imagerie rattachée à la fédération de recherche -dont le laboratoire est 

membre- le microscope Keyence VHX-7000, nous avons à notre disposition un outil 

permettant la prise d’image des spores en germination, de qualité suffisamment élevée 

pour nous permettre de quantifier par la suite la croissance des hyphes et d’observer des 

phénotypes plus subtils qu’avec une loupe binoculaire traditionnelle. Cependant, 

l’acquisition des données et le traitement des images enregistrées nécessitent de nouveaux 

ajustements dans les préparations des essais. Une fois la prise d’image et le traitement des 

données automatisés, le microscope Keyence pourrait permettre une meilleure précision 

et rapidité de mesure pour caractériser l’effet d’hormones, ou d’autres molécules, sur la 

germination des champignons mycorhiziens. 

3 - Effet sur la transcription des gènes 
Pour finir, nous avons essayé d’observer les effets de traitements à l’éthylène ou 

aux cytokinines sur les champignons à une échelle moléculaire. Nous avons réalisé des 

analyses RNAseq pour voir quels gènes étaient différentiellement exprimés en réponse à 

ces hormones. Deux expériences indépendantes ont été menées. 

3.1 - Résultats 

Afin d’observer la réponse transcriptomique des spores en germination, après un 

traitement éthylène, nous avons fait pré-germer 40 000 spores pendant 4 jours dans du 

milieu M liquide. Les tubes contenant les spores ont été scellés hermétiquement et nous 

avons injecté de l’éthylène dans chaque tube pour obtenir une concentration finale dans 

l’espace de tête de 10 ou 0,1 ppm. Une condition contrôle, sans ajout d’éthylène, a 

également été réalisée. Après une exposition de 2 h à ces traitements, afin d’identifier des 

évènements de régulation transcriptionnels précoces, les spores ont été collectées et 

immédiatement congelées. Les ARN ont été extraits, puis séquencés par l’entreprise  



RIR gene id 
NCBI 

protein id 
Annotation 

Ethylène 
10ppm 

Moyenne du 
nombre de 

"read" 

Mock 
Moyenne du 
nombre de 

"read" 

log2 
FoldChange 

pValue 
ajustée 

RIR_0474800 GBC16668.1 hypothetical protein 2.041 41.614 -5.003 0.000 

RIR_1443600 GBC28557.1 Protein kinase subdomain-containing protein pkl/ ccin9 0.751 11.531 -4.440 0.042 

RIR_1714300 GBC31900.1 protein-nucleus import-related protein: PROVISIONAL 1.570 18.470 -4.301 0.012 

RIR_3514300 GBC54063.1 F-type H+-transporting ATPase subunit a 24.747 304.252 -3.739 0.000 

RIR_3512800 GBC54044.1 plasmid related DNA polymerase 8.894 97.038 -3.729 0.002 

RIR_3514700 GBC54067.1 putative cytochrome c oxidase subunit III 8.554 99.503 -3.710 0.003 

RIR_3514000 GBC54060.1 maturase-like protein 15.894 191.027 -3.638 -3.638

RIR_3513800 GBC54058.1 cytochrome c oxidase subunit I 8.953 96.616 -3.625 0.000 

RIR_3513710 GBC54057.1 Tis13_60028 6.569 63.413 -3.562 0.000 

RIR_3513000 GBC54048.1 giy-yig orf 12.117 123.378 -3.498 0.000 

RIR_0810900 GBC20780.1 hypothetical protein 1.672 17.254 -3.486 0.015 

RIR_3514600 GBC54066.1 NADH dehydrogenase subunit 6 11.454 112.001 -3.426 0.000 

RIR_3512700 GBC54043.1 Cytochrome c oxidase subunit 2 33.779 350.287 -3.389 0.000 

RIR_3513300 GBC54051.1 NADH-ubiquinone oxidoreductase chain 5 43.893 390.591 -3.380 0.000 

RIR_2958900 GBC47345.1 prolipoprotein diacylglyceryl transferase 2.183 23.757 -3.368 0.021 

RIR_1762200 GBC32514.1 Serine/threonine protein kinase 1.938 18.729 -3.355 0.024 

RIR_3513100 GBC54049.1 giy-yig orf 9.796 95.391 -3.334 0.000 

RIR_3514500 GBC54065.1 intron-encoded DNA endonuclease ai5 alpha 4.840 51.032 -3.318 0.000 

RIR_3514400 GBC54064.1 NADH-ubiquinone oxidoreductase chain 2 17.732 178.952 -3.317 0.000 

RIR_3513200 GBC54050.1 NADH-ubiquinone oxidoreductase subunit 4 16.327 141.850 -3.250 0.000 

RIR_3514200 GBC54062.1 hypothetical protein 8.631 78.193 -3.059 0.000 

RIR_3512810 GBC54045.1 Tis13_334385 5.604 45.323 -2.871 0.000 

RIR_3513600 GBC54054.1 NADH-ubiquinone oxidoreductase chain 1 33.619 290.221 -2.862 0.000 

RIR_3513400 GBC54052.1 truncated DNA polymerase 13.956 102.281 -2.861 0.000 

RIR_1735100 GBC32180.1 hypothetical protein 4.485 28.878 -2.852 0.002 

RIR_3513900 GBC54059.1 intron-encoded DNA endonuclease ai4 6.013 46.607 -2.815 0.001 

RIR_3513500 GBC54053.1 Ubiquinol-cytochrome c reductase cytochrome b subunit 50.615 375.914 -2.700 0.007 

RIR_3514100 GBC54061.1 cytochrome c oxidase subunit 1 48.361 278.654 -2.412 0.000 

RIR_0806800 GBC20733.1 Cytochrome P450 monooxygenase 7.420 32.072 -2.219 0.003 

RIR_3512700 #N/A rRNA 123.195 539.276 -2.041 0.000 

RIR_3514600 #N/A rRNA 604.990 2635.602 -2.020 0.000 

RIR_0810900 #N/A rRNA 1068.154 3939.901 -1.880 0.000 

RIR_3513000 #N/A rRNA 1371.205 4606.459 -1.778 0.000 

RIR_3513710 #N/A rRNA 104.770 353.199 -1.634 0.000 

RIR_3513800 #N/A rRNA 153.995 486.511 -1.604 0.000 

RIR_3514000 #N/A rRNA 1185.141 3505.271 -1.569 0.000 

RIR_3514700 #N/A rRNA 105.489 288.362 -1.450 0.002 

RIR_3512800 #N/A rRNA 554.174 1491.126 -1.430 0.000 

RIR_3514300 #N/A rRNA 175.325 454.411 -1.303 0.001 

RIR_1714300 #N/A rRNA 434.536 1091.371 -1.296 0.000 

RIR_1443600 #N/A rRNA 349.927 707.065 -1.040 0.007 

RIR_0474800 #N/A rRNA 2492.064 4845.048 -1.037 0.012 

Tableau 1 : Gènes de spores en germination de R. irregularis différentiellement 
exprimés après 2h de traitement à l’éthylène 

Les gènes issus de l’ADN mitochondrial sont surlignés en rouge, ceux correspondant à des 
ARN ribosomiques sont surlignés en gris 
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Genewiz avec la technologie Ilumina HiSeq. Quatre réplicats de chaque condition ont 

été analysés. 

Nous avons réalisé la même expérience avec les cytokinines, en utilisant une 

concentration de 10-7 M d’iP pour traiter les spores pré-germées. Comme l’iP est une 

molécule hydrosoluble, les spores ont été mises à germer dans des boîtes de Petri non 

scellées hermétiquement durant le traitement (comme pour la production de GSE, décrit 

chapitre 1). Quatre boîtes contenant 10 000 spores traitées ont été rassemblées afin 

d’obtenir 40 000 spores, constituant ainsi un réplicat biologique. De même que pour 

l’éthylène, le temps de traitement a duré 2 h, et un groupe contrôle, n’ayant reçu aucun 

traitement, a été réalisé. Quatre réplicats de chaque condition ont également été analysés. 

L’analyse statistique, menée sur les 20 000 gènes exprimés, révèle que, en 

comparant le traitement de 2 h avec l’iP 10-7 M à la condition contrôle sans traitement, 

aucun gène n’est différentiellement exprimé de manière significative. De même, le 

traitement de 2 h avec 0.1 ppm d’éthylène n’a induit aucune différence transcriptomique 

significative. En revanche après 2 h d’exposition à 10 ppm d’éthylène, nous avons pu 

constater que 42 gènes sont réprimés de manière significative par rapport au contrôle, 

alors qu’aucun gène n’est induit avec ce traitement. 

Parmi ces 42 gènes significativement réprimés (Tableau 1), nous avons identifié un 

cluster de 21 gènes provenant de l’ADN mitochondrial. Parmi ces gènes, huit codent 

pour des sous-unités impliquées dans les différents complexes de la phosphorylation 

oxydative. Cependant, les ARN mitochondriaux ne sont pas censés être poly-adénylés 

chez les champignons (Chang and Tong, 2012), et seuls les ARN poly-adénylés sont 

sélectionnés pour être séquencés. Nous avons donc voulu confirmer cette sous-

expression, en réalisant des expériences de RTqPCR sur ces mêmes échantillons. En 

comparant l’expression de ces 8 gènes à celle d’un gène de ménage (GiTEF), nous 

n’avons pas observé de différences d’expressions significatives. Nous avons donc conclu 

que les ARN mitochondriaux présents dans nos résultats de RNAseq provenaient d’un 

artéfact expérimental et ne sont pas différentiellement exprimés par un traitement de 10 

ppm d’éthylène. En supprimant ces 21 gènes mitochondriaux de notre liste de candidats 

sous-exprimés, ainsi que 13 correspondants à des ARN ribosomiques, seuls huit gènes 

restent alors significativement réprimés. Parmi les huit gènes restant identifiés comme 
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réprimés, trois codent pour des protéines de fonction inconnue, et cinq codent pour des 

protéines annotées. Parmi ces derniers, nous retrouvons une cytochrome P450 

monooxygenase impliquée dans une grande diversité de voies métaboliques différentes 

(Schuler and Werck-Reichhart, 2003), une protéine kinase à sous-domaine pkl/ccin9, 

une protéine supposée d’import nucléaire, une prolipoprotéine diacylglyceryl transferase 

impliquée dans la formation de lipoprotéine (Sankaran and Wu, 1994), et une sérine-

thréonine protéine kinase. Avec l’état de nos connaissances actuelles sur la physiologie 

des champignons mycorhiziens, nous ne sommes pas capables d’associer ces gènes à un 

quelconque processus de régulation induit par l’éthylène. Dès lors, nous n’avons pas 

cherché à confirmer leur répression par RTqPCR. 

3.2 - Discussion 

Ces différentes expériences de RNAseq n’ont pas permis d’identifier des 

changements d’expression transcriptomique chez R. irregularis, après un traitement de 

deux heures d’iP à 10-7 M ou d’éthylène à 0.1 ppm, et seul huit gènes sont réprimés après 

un traitement de deux heures d’éthylène à 10 ppm. Avant de conclure que R. irregularis ne 

perçoit pas l’éthylène et les cytokinines, nous pouvons naturellement penser que le choix 

des molécules utilisées, leur concentration, ou la durée des traitements sont à revoir. 

Dans le cas des cytokinines, nous avons fait le choix d’utiliser l’iP, la forme active 

de la cytokinine chez les plantes, et non l’iPR exsudée par les spores. Comme discuté 

précédemment, il se peut que la perception des cytokinines chez les champignons 

endomycorhiziens ne soit pas induite par les formes libres non ribosylées. De plus, sept 

familles de CKs ont été décrites. Avant de reproduire ces couteuses expériences, il serait 

préférable d’identifier au préalable l’effet morphologique des cytokinines sur les 

champignons, afin de choisir la condition expérimentale optimale pour identifier des 

gènes différentiellement exprimés. La concentration de 10-7 M utilisée lors de cette 

première expérience est relativement élevée. Toutefois, il a été montré que les spores 

étaient capables de répondre à des concentrations de l’ordre de 3x10-8 M de GR24 

(Besserer et al., 2006), il ne serait donc pas aberrant que le récepteur des CKs ait une 

affinité similaire. Cependant nous ne pouvons pas exclure que ce dernier ait une affinité 

plus faible que celui des strigolactones, et nous pourrions également envisager de traiter 

les spores avec des concentrations plus élevées. 
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Dans le cas de l’éthylène, le choix des molécules à tester est réduit. Nous avions 

envisagé de traiter les spores avec du MCP, l’inhibiteur des récepteurs d’éthylène, mais 

nous n’avons pas pu réaliser ce traitement pas manque de moyens. En revanche, les 

concentrations utilisées pour traiter les spores étaient sûrement trop faibles. Nous avions 

utilisé des concentrations choisies habituellement pour ce genre d’expérience sur divers 

micro-organismes (Dimasi-Theriou et al., 1993; Le Henry et al., 2017), mais sans réel 

succès. La solubilité de l’éthylène dans l’eau est faible (environ 0.131 g/L) et il se peut 

que les spores aient été exposées à une concentration bien inférieure à celle de l’espace de 

tête. Si nous traitions nos spores avec 100 ppm d’éthylène, nous pourrions espérer 

augmenter la concentration d’éthylène dissoute dans l’eau et nous serions peut-être en 

mesure d’induire la répression d’un nombre plus important de gènes. Nous pourrions 

aussi envisager de refaire cette expérience en séquençant les ARN issus d’hyphes germés 

en surface d’un milieu solide et exposés aux gaz environnants, mais cette approche n’a 

pas été envisagée en premier lieu à cause des problèmes engendrés par la gélose lors des 

extractions du matériel fongique. 

Dans les deux cas, la durée du traitement a pu s’avérer insuffisante. Nous avions 

choisi ce temps très court car nous avions pour but d’observer l’expression 

transcriptomique différentielle des premiers gènes alors induits par ces deux hormones, 

mais, si les molécules et les concentrations choisies sont pertinentes, alors les spores n’ont 

peut-être simplement pas été traitées assez longtemps. Si ces expériences venaient à être 

reproduites, il serait également intéressant d’introduire un paramètre cinétique. 
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- Conclusion – 
A travers ce projet de thèse, nous nous sommes intéressés à la production de 

phytohormones et à leurs effets chez les champignons mycorhiziens à arbuscules, afin de 

mieux comprendre le rôle de ces molécules de signalisation chez ces champignons 

symbiotiques. Les objectifs étaient d’identifier des hormones végétales de façon non 

équivoque dans des échantillons fongiques en utilisant l’organisme modèle Rhizophagus 

irregularis, puis de déterminer leur origine, ainsi que leur rôle dans la biologie de ce 

champignon. Ce travail est précurseur, et les résultats obtenus permettent d’établir de 

nouvelles hypothèses sur le rôle de ces hormones, et la régulation de la symbiose 

endomycorhizienne. 

Nous avons pu démontrer et valider, à l’aide de différentes techniques de 

biochimie analytique, la présence d’hormones végétales issues de différentes familles, 

dans les exsudats et dans les spores de R. irregularis. L’auxine, une cytokinine et 

l’éthylène ont été identifiés comme exsudés par les spores, tandis qu’un acide 

gibbérellique a été retrouvé dans les spores. De plus, d’autres hormones, telles qu’un 

brassinolide, de l’acide abscissique, une auxine conjuguée ou d’autres cytokinines ont été 

détectés, mais ces résultats méritent d’être reproduits pour être validés avec certitude. 

Même si les quantités d’hormones détectées dans les exsudats de spores de R. irregularis 

sont relativement faibles, elles pourraient avoir un rôle déterminant sur leur 

environnement naturel direct. D’ailleurs, il serait intéressant d’évaluer et quantifier le 

profil hormonal de ce champignon à différents stades de son cycle de vie, en lien avec 

leurs fonctions. Détecter la présence d’hormones chez d’autres espèces de champignons 

mycorhiziens à arbuscules permettrait de généraliser nos résultats. Enfin, une analyse 

plus exhaustive du sécrétome de R. irregularis pourrait également mettre en évidence de 

nouvelles molécules de communications fongiques, comme des hormones modifiées, des 

peptides ou d’éventuelles phéromones sexuelles. 

Nous avons pu confirmer que R. irregularis était capable de produire de l’éthylène 

et nos approches ont permis de proposer une voie de biosynthèse couramment utilisée 

par d’autres champignons. Cependant, malgré nos efforts, nous n’avons pas été en 
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mesure de déterminer de manière formelle si l’auxine, la cytokinine et la gibbérelline sont 

biosynthétisées par le champignon lui-même, ou si elles sont d’origine végétale et 

importées par R. irregularis. Toutefois, plusieurs résultats obtenus, comme une 

augmentation de la présence de ces hormones au cours du temps de germination, 

peuvent nous laisser penser que ce champignon mycorhizien pourrait produire des 

cytokinines et de l’auxine. 

Enfin, nous avons essayé de déterminer les effets que pourraient avoir l’éthylène et 

les cytokinines, deux hormones exsudées pour lesquelles R. irregularis possède des 

récepteurs putatifs. Aux concentrations testées, nous n’avons pas réussi à déterminer si 

ces molécules avaient un effet sur la germination des spores et l’élongation des hyphes, 

ou si elles pouvaient moduler la capacité du champignon à coloniser son hôte. Au niveau 

transcriptomique, les traitements des spores avec de l’éthylène ont permis de réprimer 

l’expression de huit gènes, alors que les cytokinines n’ont eu aucun effet notable. Dans 

ces deux cas, il semble donc que le champignon n’ait pas perçu ces signaux. Il serait 

nécessaire de modifier les conditions expérimentales pour espérer mesurer un effet, si R. 

irregularis perçoit bien ces hormones. Après cette étude, la question de la perception de 

ces hormones par ce champignon mycorhizien reste donc toujours en suspens. Par 

ailleurs, des analyses fonctionnelles de ces récepteurs sont indispensables. 

La présence de phytohormones chez les champignons mycorhiziens à arbuscules, 

quelle que soit leur origine de biosynthèse, ouvre la porte à de nouvelles hypothèses 

quant à leurs rôles dans la symbiose mycorhizienne, qui seront testées par les travaux 

menés dans le cadre de l’ANR Mycormones. Nous pouvons tout d’abord supposer que 

les phytohormones ne jouent pas seulement un rôle au niveau de la plante, pendant la 

symbiose, mais qu’elles peuvent également jouer un rôle auprès du partenaire fongique. 

Si elles sont produites par le champignon lui-même, elles peuvent jouer un rôle, encore 

non identifié, dans la physiologie fongique, contribuer au dialogue moléculaire avec la 

plante, ou encore avoir un effet sur les communautés bactériennes de la rhizosphère 

interagissant avec les champignons endomycorhiziens. Si les hormones détectées chez le 

champignon sont d’origine végétale, il est également envisageable qu’elles jouent un rôle 

dans la communication inter-plantes, via le réseau mycélien commun. La plante pourrait 

également utiliser le champignon et son réseau d’hyphes extraracinaires pour relâcher des 
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phytohormones végétales afin de moduler les communautés microbiennes du sol 

(bactéries, champignons…). Il n’est bien sûr pas exclu que les deux phénomènes, 

biosynthèse fongique et transfert d’hormones, puissent se produire simultanément, peut 

être variant en fonction de la famille d’hormones considérée. Les expériences de 

marquages métaboliques devraient permettre, après optimisation, de conclure quant à la 

biosynthèse fongique. 

Même si certaines questions restent encore sans réponse, les travaux menés dans 

le cadre de cette thèse ont permis de développer de nouvelles méthodologies et d’acquérir 

de nouveaux outils d’analyses, apportant une plus-value au plateau MetaToul AgromiX. 

Les expériences de marquage isotopique ont permis d’introduire cette approche au sein 

du plateau MetaToul AgromiX et de créer une collaboration avec le plateau Réseaux 

métaboliques. Si ces approches continuent d’être développées au sein du LRSV, elles 

devraient permettre, à terme, de proposer des stratégies d’analyses de métabolites 

exogènes produits par des micro-organismes symbiotiques ou pathogènes, en interaction 

avec une plante. La plateforme d’imagerie Genotoul – TRI s’est dotée d’un nouveau 

microscope, permettant de répondre à la demande et aux besoins croissants d’observation 

et de mesures fines de cinétiques de croissances d’hyphes. Ce nouvel équipement devrait 

permettre à mon équipe d’accueil de poursuivre les investigations initiées par ce projet et 

mettre en évidence l’effet d’hormones végétales, ou autres molécules, sur la croissance ou 

la morphologie des hyphes de champignons endomycorhiziens, ou l’architecture du 

réseau mycélien. 

Pour conclure, ce travail ouvre des perspectives inédites au regard de la régulation 

des hormonale végétales chez les micro-organismes. Bien qu’identifiées chez de 

nombreux champignons et bactéries, les phytohormones sont encore considérées comme 

ciblant exclusivement les plantes. Leurs implications dans la physiologie des 

champignons endomycorhiziens et dans la communication inter-plantes, permettraient 

de considérer ces hormones comme des molécules de communication inter-règnes et 

permettraient d’élargir la vision des interactions entre les plantes et leur environnement. 
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- Matériels et méthodes – 
1 - Produits chimiques et réactifs 

1.1 - Standard de phytohormones 

Les standards de phytohormones utilisés ont été commandés chez Olchemim (iP, 

iPR, iP9G, Ki, mT, tZ, cZ, tZR, cZR, DHZ, BAP, GA1, IAA-Asp, JA-Ile, ABA-GE, BL), 

Fluka (IBA, NAA), Acros Organics (IAA, IPA, SA, ABA), Sigma-Aldrich (IAA-Ala, 

JA, MeJA, Strigol), Fisher chemical (GA3), Duchefa (GA4) et Chiralix (GR24). Les 

poudres ont été dissoutes dans le solvant recommandé par le fournisseur, et stockées à -20 

°C. L’éthylène et le MCP nous ont été gracieusement fournis par le Pr. Christian Chervin 

(GBF, Auzeville Tolosane). 

1.2 - Précurseurs métaboliques 

La L-méthionine et l’α -keto-γ -methylthiobutyrate (KMBA) ont été achetés chez 

Sigma-Aldrich. L’acétate 13C1, l’acétate U13C, ont été achetés chez Sigma-Aldrich. Le 

glucose U13C nous a été gracieusement fourni par Floriant Bellvert du plateau MetaToul 

Réseaux métaboliques.  

1.3 - Solvants et autres produits chimiques 

L’ensemble des constituants des milieux solides ou liquides a été acheté chez 

Sigma-Aldrich. L’acétonitrile et le méthanol HPLC-grade ont été achetés chez Fisher 

Chemical, l’acide formique chez Acros Organics, l’hydroxyde d’ammonium et l’acide 

sulfurique chez Sigma-Aldrich et l’hydroxyde de potassium chez Proloabo. 

2 - Matériel biologique 

2.1 - Spores de R. irregularis. 

Les spores stériles de Rhizophagus irregularis DAOM 197198 ont été achetées chez 

Agronutrition (Labège, France). Elles sont dénombrées par le fournisseur, à partir d’un 

aliquot, par comptage direct à la loupe binoculaire et stockées dans du tampon citrate (10 

mM) à 4 °C. Avant chaque expérience, les spores sont rincées cinq fois sur une 
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membrane en nylon (40 µm VWR) avec de l’eau Milli-Q stérile à 4 °C. Les spores sont re-

suspendues dans de l’eau Milli-Q et stockées à 4 °C avant leur utilisation. 

2.2 - Production des exsudats de spores germées 

10 000 spores R. irregularis sont mises à germer en condition stérile, dans 25 mL 

d’eau Milli-Q (400 spores/mL) dans une boîte de Petri (Ø = 9 cm, VWR). Elles sont 

laissées 7 jours dans un incubateur à CO2 (30 °C, 2% CO2) à l’abris de la lumière. Les 

GSE sont ensuite filtrés à l’aide d’un fritté en fibre de verre (Chromabond, Macherey-

Nagel, France) puis immédiatement congelés dans l’azote liquide, et stockés à -80 °C. 

Les spores sont également collectées, congelées dans l’azote liquide, puis stockées à -80 

°C. 

2.3 -  Cultures en boites double compartiment 

Les cultures en boites double compartiment sont réalisées en déposant sous hotte à 

flux laminaire, 10 à 20 segments de 1 cm de racines de carottes « hairy root » (Daucus 

carota transformées avec Agrobacterium rhizogenes), mycorhizées par R. irregularis DAOM 

197198, dans un des compartiments contenant 18 mL de milieu M (Bécard and Fortin, 

1988) gélifié avec 4% de phytagel (Sigma-Aldrich). Les racines et mycélium extra-

racinaire sont laissés en croissance 3 mois dans une chambre noire (24 °C, 50% 

d’humidité), jusqu’à ce que le mycélium soit entièrement développé dans le deuxième 

compartiment. Les boites sont observées chaque semaine. Pour empêcher les racines de 

se développer dans le compartiment fongique, celles qui atteignent la séparation entre les 

deux compartiments sont déviées avec une pince stérile. 

2.4 - Graines de M. truncatula 

Les graines de Medicago truncatula A17 (produites et vendues par Dr Jean-Marc 

Prosperi, INRA Montpellier) sont scarifiées 8 minutes à l’acide sulfurique, puis stérilisées 

1 minute dans de l’eau de javel. Après 5 rinçages à l’eau Milli-Q stérile, les graines sont 

étalées sur un milieu eau + agar 1% et laissées à germer 5 jours à l’abri de la lumière, à 4 

°C.  
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3 - Extractions et purifications des hormones végétales 

3.1 - A partir de GSE 

Les GSE sont lyophilisés, puis repris dans 100 µL d’acide formique 1 M, puis 

stockés à –20 °C avant l’analyse par spectrométrie de masse. 

3.2 - A partir de spores germées 

Les phytohormones sont extraites des spores et purifiées par SPE (adapté de 

(Kojima et al., 2009)). Les spores sont broyées mécaniquement à froid, à l’azote liquide à 

l’aide d’un mortier-pilon, ou à l’aide de broyeur mécanique (dans des tubes contenant 

une matrice de lyse A et D (mpbio), à l’aide d’un broyeur Retsch (3x 20 secondes), puis 

Fast-prep (3x 20 secondes) en prenant soin de maintenir les échantillons froids. La 

poudre obtenue est re-suspendue dans du solvant Bieleski modifié (méthanol/eau/acide 

formique 75 :20 :5 (Hoyerova et al., 2006)) et laissée à macérer 16 h à -20 °C. L’extrait 

brut est centrifugé 15 min à 10 000 x g, 4 °C. Le culot est re-extrait dans 200 µL de 

solvant Bieleski modifié (30 minutes à -20 °C), centrifugé comme précédemment et les 

surnageants sont rassemblés. L’extrait est pré-purifié par SPE, avec une cartouche Oasis 

HLB (1 mL/30 mg, Waters). La cartouche est conditionnée avec 1 mL de méthanol, puis 

équilibrée avec 1 mL d’acide formique 1 M. Les surnageants de l’extrait brut sont ensuite 

déposés sur la cartouche SPE et élués avec 1 mL de solvant Bieleski modifié. L’éluât est 

collecté et séché sous flux d’azote, puis repris dans 1 mL d’acide formique 1 M. La 

séparation des phytohormones est obtenue par SPE, avec une cartouche Oasis MCX (1 

mL/30 mg, Waters). La cartouche est conditionnée avec 1 mL de méthanol, puis 

équilibrée avec 1 mL d’acide formique 1 M. L’échantillon est déposé sur la cartouche, et 

l’éluât est éliminé. Les phytohormones sont éluées successivement par 1 mL de méthanol 

(fraction 1, hormones neutres et acides), 1 mL d’hydroxyde d’ammonium 0.35 M 

(fraction 2), et 1 mL de méthanol/hydroxyde d’ammonium 0.35 M 60 :40 (fraction 3, 

contenant les cytokinines libres et conjuguées avec un ose). Chaque fraction est séchée 

sous flux d’azote, et est conservée sèche à 4 °C avant analyse. Les fractions sont ensuite 

reconstituées dans 100 µL d’acide formique 1 M. 
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3.3 - A partir de boites DC 

Les géloses des compartiments fongiques et racinaires des cultures en boites 

double compartiment sont collectées séparément, après avoir éliminé les racines du 

compartiment racinaire. Les géloses sont coupées en cubes d’environ 5 mm et laissées à 

macérer une nuit dans suffisamment de solvant Bieleski (Hoyerova et al., 2006) pour les 

recouvrir entièrement. Le solvant est récupéré par filtration, et les échantillons sont 

ensuite préparés de la même manière que les spores germées.  

4 - Analyses par spectrométrie de masse 
Les échantillons de phytohormones issues de GSE, spores broyées, ou géloses, 

sont analysés par UHPLC-MS, grâce à deux types d’appareil : un Q-trap 5500 (AB Sciex) 

en mode MRM, et un Q-Exactive Plus (Thermo Scientific) en MS et en MS/MS. 

4.1 - Analyses MRM 

Une chaine UHPLC (Dionex Ultimate 3000, Thermo Scientific) est équipée avec 

une colonne Kinetex C18 (100 × 2.1 mm, 2.6 μm, 100 Å, Phenomenex) chauffée à 45 °C. 

5 µL d’échantillon sont injectés. La séparation des métabolites est obtenue à l’aide d’un 

débit constant de 0,3 mL.min-1, d’un gradient de solvant A (eau + 0.1% d’acide formique) 

vers B (acétonitrile + 0,1% acide formique) : 1 min 5% B; 11 min 5% à 100% B; 2 min 

100% B, et la colonne est re-équilibrée avec les conditions initiales en 4 min. Le 

spectromètre de masse Q-Trap 5500 est équipé d’une source d’ionisation electrospray. Le 

« gaz rideau » est paramétré à 30 psi, le « gaz nébuliseur » à 40 psi, et le « turbo gaz » à 60 

psi. Le voltage du capillaire est paramétré à 5,5 kV (mode positif) ou -4,5 kV (mode 

négatif), et la source d’ionisation est chauffée à 400 °C. Les échantillons sont analysés en 

mode positif et négatif, en mode scheduled MRM (60 sec). Vingt-cinq standards 

d’hormones (libres ou conjuguées), dilués dans du méthanol, de 0,1 mM à 1 pM, ont été 

préparés. Ils ont été infusés dans la source (7 µL. min-1) pour déterminer les meilleurs 

paramètres de declustering potential, d’énergie de collision, et de collision cell exit potential. 

Le mode d’ionisation, les transitions MRM, la limite de détection, et le temps de 

rétention, de chaque hormone ont été listés dans le Tableau supplémentaire 1 (article). Le 

traitement des données est réalisé avec le logiciel Analyst 1.6.2. 
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4.2 - Analyses HR-MS et MS/MS 

Une chaine UHPLC (Ultimate 3000 RSLC, Thermo Scientific) est équipée avec 

une colonne Hypersil Gold aQ C18 (100 × 2.1 mm, 2.6 μm, 175 Å, Thermo Scientific 

#25302102130) chauffée à 35 °C. 5 µL d’échantillon sont injectés. La séparation des 

métabolites est obtenue à l’aide d’un débit constant de 0,3 mL.min-1, d’un gradient de 

solvant A (eau + 0.05% d’acide formique) vers B (acétonitrile + 0,05% acide formique) : 

1 min 5% B; 7 min 5% à 96% B; 1 min 96% B, et la colonne est re-équilibrée aux 

conditions initiales en 3 min. Le spectromètre de masse Q-Exactive Plus est équipé d’une 

source d’ionisation electrospray H-ESI II. Le sheath gas est paramétré à 48, le sweep gas a 

2, et le auxiliary gas à 11. Le voltage du capillaire est paramétré à 3,5 kV (mode positif) ou 

-2,5 kV (mode négatif), la température du capillaire est de 256 °C et celle de la source 

d’ionisation est de 413 °C. Les échantillons sont analysés en mode positif et négatif, en 

MS, en mode balayage (centroïde), avec une résolution de 35,000. Le contrôle 

automatique du gain est paramétré à 3.10-6, avec une gamme de m/z allant de 50 à 600. 

Une analyse MS/MS ciblée est déclenchée quand le spectromètre de masse détecte en 

mode balayage une hormone végétale (liste d’ions parents entrée dans le logiciel 

d’acquisition). Le contrôle automatique du gain est alors programmé à 2.105, et la 

résolution à 17,500. Le traitement des données est réalisé avec les logiciels Xcalibur 3.0 et 

Tracefinder 3.2. 

5 - Analyses de l’éthylène et du KMBA 

5.1 - Détection de l’éthylène par GC-FID 

20 000 spores sont mises à germer dans 2 mL d’eau Milli-Q stérile, dans des tubes 

en verre stérilisés (Ø=1.35 cm, H= 6.10 cm, V=7.5 mL, volume de tête = 5.5 mL), et 

traitées ou non avec 10 mM de méthionine ou 1 µM de KMBA. Les tubes sont enroulés 

dans du papier aluminium pour empêcher toute exposition à la lumière, et sont scellés 

avec des bouchons poreux en silicone (Hirschmann Instruments). Après 3 jours de 

germination dans un incubateur à CO2 (30 °C, 2% CO2), le bouchon est remplacé par un 

bouchon imperméable aux gaz, et les spores sont confinées 1 jour, exposées ou non à la 

lumière (100 μmol photons m−2 s−1, 21 °C). 
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 L’éthylène présent dans l’espace de tête est mesuré par chromatographie gazeuse 

couplée à un détecteur par ionisation de flamme (GC-FID), comme décrit dans (Chen et 

al., 2020). 1 mL de gaz issu de l’espace de tête est injecté manuellement dans une GC-

FID (Agilent 7820a), équipée d’une colonne 80/100 alumina (1/8” x 2 mm x 1.5 m, 

Agilent), et programmée avec les paramètres suivants : température du four 70 °C, 

température de l’injecteur 110 °C, débit du gaz vecteur (N2) 28 mL.min-1, température du 

détecteur 250 °C. L’air du pic d’éthylène est mesuré et normalisé par rapport au pic d’O2, 

formé à l’injection. Le temps de rétention est déterminé avec un standard externe 

d’éthylène à 4 ppm. 

5.2 - Détection du KMBA par UHPLC-MS 

Une chaine UHPLC (Dionex Ultimate 3000, Thermo Scientific) est équipée avec 

une colonne Acquity UPLC BEH-C18 (150 × 2.1 mm, 1.7 μm, Waters) chauffée à 45 °C. 

10 µL d’échantillon (GSE) sont injectés. La séparation des métabolites est obtenue à 

l’aide d’un débit constant de 0,3 mL.min-1, d’un gradient de solvant A (eau + 0.1% 

d’acide formique) vers B (acétonitrile + 0,1% acide formique) : 1 min 5% B; 8 min 5% à 

100% B; 2 min 100% B, et la colonne est re-équilibrée aux conditions initiales en 2 min. 

Le spectromètre de masse Q-Trap 4500 (AB Sciex) est équipé d’une source d’ionisation 

electrospray. Le « gaz rideau » est paramétré à 30 psi, le « gaz nébuliseur » à 40 psi, et le 

« turbo gaz » à 60 psi. Le voltage du capillaire est paramétré à -3,5 kV (mode négatif), et 

la source d’ionisation est chauffée à 400 °C. Les échantillons sont analysés en mode 

négatif, en mode MRM. Les meilleurs paramètres de declustering potential, d’énergie de 

collision, et de collision cell exit potential ont été déterminés par infusion à 7 μL.min-1 d’un 

standard de KMBA dilué à 10-5 M dans du méthanol. Le mode d’ionisation, les 

transitions MRM, la limite de détection et le temps de rétention, sont listés dans le 

Tableau supplémentaire 1 (article). Le traitement des données est réalisé avec le logiciel 

Analyst 1.6.2. 
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6 - Expériences de marquage isotopique 

6.1 - Préparation de l’échantillon 

10 000 spores sont mises à germer dans 25 ml de milieu M liquide (Bécard and 

Fortin, 1988), complémenté ou non avec 200 µM d’acétate U13C, 1 mM d’acétate U13C, 

ou encore 200 µM d’acétate U13C et 1 mM de glucose U13C. En plus du traitement avec 

200 µM d’acétate, une condition a également été réalisée avec 10-7 M de GR24. Les 

spores sont laissées à germer 7 jours dans un incubateur à CO2 (30 °C, 2 % CO2). Les 

GSE et les spores sont ensuite collectés et les hormones sont extraites comme décrit 

précédemment. 

6.2 - Analyses des phytohormones par LC-MS 

L’analyse des expériences de marquage a été réalisée en HRMS, comme décrit 

précédemment. Les résultats ont été analysés à l’aide de MZmine 2 (Pluskal et al., 2010), 

en cherchant la masse monoisotopique de la molécule d’intérêt, ainsi que les 

isotopologues m+1 à m+n par incrément de masse de 1,003355, avec une tolérance de 5 

ppm. 

7 - Expériences de mycorhization 
Une fois rincées, les spores sont mises à germer dans du milieu M (1000 

spores/mL), dans des bouteilles fermées hermétiquement. Elles sont traitées avec 10 ppm 

d’éthylène ou 10 ppm de MCP. Après 4 jours de germination, les bouteilles sont ventilées 

et les spores servent à inoculer les plantules de Medicago truncatula. 

Après stérilisation et germination, les plantules de M. truncatula sont plantées dans 

les différents systèmes de cultures. La culture des plantes est réalisée en chambre de 

culture (16 h : 8 h, 22 °C : 20 °C, jour : nuit, photopériode à 400 µmol photon m-2.s-1), 

avec un arrosage avec la solution de long Ashton modifié (Hewitt and Notton, 1966) (7,5 

µM de phosphate). 
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7.1 - Système de mycorhization entre membranes 

Des membranes d’hydrates de cellulose (Hutchinson) sont pliées selon le pli 

d’origami « base préliminaire ». La membrane est insérée à la verticale dans un pot 

rempli de zéolite (50% Ø 0.5 à 1 mm, 50% Ø 1 à 2.5 mm). Les jeunes plantules sont alors 

plantées dans la membrane, environ 5 mm sous la surface du substrat. Après 7 jours de 

croissance, les membranes sont délicatement retirées du pot avec le plant de M truncatula, 

elles sont ouvertes et 150 ou 1000 spores sont déposées au contact des racines. Les 

membranes sont repliées et replantées pendant 7 à 14 jours, avant récolte. 

7.2 - Système de mycorhization en tube Falcon 

7.2.1 - Tubes Falcon coupés 

Des tubes Falcon de 50 mL sont coupés à mi-hauteur et la partie supérieure avec 

le bouchon est conservée. Les plantules sont alors plantées dans le tube retourné et rempli 

de zéolite (50% Ø 0.5 à 1 mm, 50% Ø 1 à 2.5 mm). Soit le substrat est initialement 

inoculé avec 150 spores, et la plante est mise en culture pendant 2 semaines, soit la plante 

est cultivée une semaine sans spores, puis celles-ci sont ajoutées dans le bouchon du tube, 

et les plantes sont de nouveau mises en culture 2 semaines avant récolte. 

7.2.2 - Tubes Falcon avec réserve de solution nutritive 

Des tubes Falcon entiers sont percés trois fois dans la partie conique, remplis de 

substrat contenant 150 spores, (zéolite, 50% Ø 0.5 à 1 mm, 50% Ø 1 à 2.5 mm) et chaque 

tube est inséré dans un pot opaque de 150 mL, contenant 85 mL de solution d’arrosage. 

Les plantules sont alors plantées dans le substrat et laissées à se développer pendant 2 

semaines. 

7.3 - Système de mycorhization en plaques 6 puits 

Les plantules sont repiquées dans leur substrat, (zéolite, 50% Ø 0.5 à 1 mm, 50% 

Ø 1 à 2.5 mm), le tout dans des plaques 6 puits (Ø 3,5 cm). Après 7 jours, 150 spores sont 

déposées au fond de nouvelles plaques 6 puits, et les jeunes plantes sont transplantées 

avec leur substrat au-dessus, puis sont mises en culture 2 semaines. 
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7.4 - Coloration et observation des évènements de mycorhization 

Après 2 semaines de co-inoculation, les racines sont collectées et séparées 

délicatement du substrat. Elles sont vidées de leur contenu cellulaire avec un traitement 

au KOH 10% à température ambiante pendant 3 jours, puis colorées à l’encre de 

Schaeffer (Vierheilig et al., 1998) 10 minutes à 95 °C afin de visualiser les structures 

fongiques. L’ensemble du système racinaire est examiné à la loupe binoculaire, et le 

nombre total d’évènements de mycorhization (Kobae, 2019) est comptabilisé. Quatre 

stades d’infection ont été définis en fonction de l’avancement de la colonisation fongique, 

allant d’un hyphe intra-racinaire sans arbuscule (niveau 1), un hyphe intra-racinaire 

accompagné d’un arbuscule (niveau 2), accompagné de 2 à 10 arbuscules (niveau 3), ou 

10 arbuscules et plus (niveau 4). 

8 - Expériences de germination des spores 
La germination des spores est évaluée en boîte de Petri, avec du milieu M gélifié 

(4% phytagel). Les hormones à tester, ou le solvant de stockage pour les conditions 

contrôles, sont ajoutés au milieu une fois refroidi mais encore en surfusion. Quinze mL 

de milieu sont versés dans des boîtes de Petri (Ø 9 cm) et un moule de fabrication maison 

(6 à 8 puits de Ø 3,2 mm) est déposé avant gélification. Entre 2 et 8 spores sont déposées 

dans chaque puit. Les boîtes sont laissées à germer 14 jours dans une étuve à CO2 (30 °C, 

2% CO2), et sont observées à la loupe binoculaire régulièrement. La croissance des 

hyphes nouvellement formés (se développant dans la gélose) est tracée sur la boîte au 

marqueur (Ø 0.8 mm). Après 14 jours, les boîtes sont scannées, et la longueur de chaque 

segment est mesurée avec le logiciel ImageJ. 

9 - Analyses RNAseq 

9.1 - Préparation des échantillons 

Les spores rincées sont laissées à germer 4 jours dans du milieu M liquide. 40 000 

spores sont utilisées par réplicat, et 4 réplicats par traitement ont été réalisés. Pour le 

traitement éthylène, les spores sont déposées dans des bouteilles en verre (V=120 mL) à 

une concentration de 5000 spores/mL. Pour le traitement cytokinine, elles sont déposées 

dans des boîtes de Petri, à une concentration de 400 spores/mL. Après 4 jours de pré- 



Tableau 2 : Amorces utilisées pour les expériences de q-PCR 

Listes des amorces utilisées pour la validation des gènes différentiellement exprimés par q-PCR. 

Gène cible  Amorce sens  Amorce anti‐sens 

RIR_3514700 CCTTCACCATGGCCTCTAGC ACTCCTCCATGACCATATCCA 

RIR_3514600 TTGGACCCTAACTGGCTCAC GTGAGCAATGCCCAAAGTGG

RIR_3513200 TCCTGATCCACATCATCAGCG GGCTGAGAGGAACCAACCAA 

RIR_3514400 GTAGCTGCTGCTCCTTTCCA AGAAGGCAAGAATGGCAACCT

RIR_3514000 CATTGGGGGTCTTTCGGGTA GCCATCCATTAGTCCCACCC 

RIR_3514300 AGGGAGTGTTAGGGTTGGGT GGCTGTCCTTGAGGTCCAAT

RIR_3512700 AGGATTTCAAGACGGGGGAT ACGGATTGTTGAGCCTAGCA 

RIR_3513300 TTAATGGTGGCTTGCGGTCT ACTGCACCTGCTGACAGAAA
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germination, le traitement hormonal est appliqué. Pour l’éthylène, les bouteilles sont 

fermées hermétiquement et de l’éthylène est injecté pour atteindre la concentration de 0,1 

ou 10 ppm dans l’espace de tête. Pour les cytokinines, 25 µL d’iP à 10-4 M dans du 

méthanol sont ajoutés dans chaque boîte, les boîtes contrôles reçoivent 25 µL de 

méthanol. 

Après 2 h de traitement, les spores sont filtrées par pression négative sur des 

pointes à filtre de pipettes, puis sont immédiatement congelées dans de l’azote liquide. 

Elles sont ensuite broyées manuellement à l’aide d’un mortier et d’un pilon, dans l’azote 

liquide, et les ARN sont extraits à l’aide du kit RNeasy mini (Qiagen). Les contaminants 

ADN sont ensuite dégradés à la DNase RQ1 (Thermofischer Scientific). 3 µg d’ARN par 

réplicat ont été séquencés par Genewiz (illumina HiSeq, 2x 150 bp). 

9.2 - Validation des gènes différentiellement exprimés par qPCR 

Les ADNc ont été générés à partir de 1 µg d’ARN restant, en utilisant la reverse 

transcriptase M-MLV (Thermofischer Scientific). Les primers pour la qPCR (Tableau 2) 

sont choisis pour avoir un Tm de 60 °C, et amplifier une région de 75 à 125 bp. Les 

réactions sont réalisées dans des plaques 384 puits, à l’aide de la solution de réaction 

LightCycler 480 SYBR Green I master mix. Le détecteur LightCycler 480 (Roche 

Applied Science) est utilisé pour quantifier la fluorescence après chaque cycle 

d’élongation. La fluorescence est normalisée par rapport au gène de ménage 

Transcription Elongation Factor (GiTEF), et l’expression relative est comparée aux 

conditions contrôles. 

10 - Analyses statistiques 

10.1 - Ethylène 

La version 4.0.0 de R, avec les packages Agricolae v. 1.3-1 et GGplot2 v 3.1.0 ont 

été utilisés pour mesurer les différences statistiques entre les groupes, à l’aide d’une 

analyse non-paramétrique Kruskal-Wallis, et une comparaison pairwise avec un FDR 

ajusté est utilisée pour les comparaisons multiples. 



- 140 -

10.2 - RNAseq 

Les fichiers htseq-counts ont étés analysés en utilisant R v 4.0.0, et le package 

DESeq2 v 1.22.2 (Love et al., 2014), afin de normaliser la quantification brute en 

Expression logarithmique relative (RLE), et les expressions différentielles sont évaluées 

par distribution binomiale négative. 
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