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Introduction générale 

Les maladies du riz réduisent les rendements et augmentent les coûts de production à 

travers les mesures de lutte (Yang et al., 2020). Elles mettent parfois en péril la sécurité 

alimentaire. La production de données scientifiques sur les maladies du riz contribue à 

mieux les maîtriser donc à réduire leurs effets néfastes sur la sécurité alimentaire. A 

titre illustratif, la pyriculariose du riz, causée par Pyricularia oryzae (syn. Magnaporthe 

oryzae) et considérée comme la maladie fongique la plus dévastatrice du riz, a fait 

l’objet de nombreuses études dont les résultats contribuent aujourd’hui à sa gestion. 

Par exemple, les recherches sur le rôle de la semence infectée dans l’initiation des 
épidémies et la propagation de la maladie ont conduit à l’homologation de nombreux 

fongicides pour le traitement des semences. Cependant, la grande variabilité et 

l’adaptabilité de l’espèce ont imposé des évaluations régulières des fongicides pour 

détecter les éventuelles formes de résistance. Des outils de diagnostic efficaces et 

rapides ont été mis en place pour contribuer à l’utilisation de semences saines et aux 

éventuels suivis de dynamique de la maladie. L'impact des conditions pédoclimatiques 

sur le développement de la pyriculariose du riz est connu d'où la recommandation de 

schémas de fertilisations organo-minérales adaptées (Oliveira et al., 2019 ; Sester et al., 

2019). Aujourd’hui, environ 109 gènes majeurs de résistance ont été identifiés dont 25 

(clonés et caractérisés) servent pour l’amélioration variétale (Dong et al., 2020 ; Deepak 

et al., 2022). Si nous disposons aujourd’hui de nombreuses connaissances sur la 

pyriculariose qui servent dans sa gestion, ce n’est pas le cas pour certaines maladies 

fongiques du riz tout aussi importantes.  

La thèse que j’ai menée a pour but d’accroître les connaissances sur 

l’helminthosporiose du riz, une maladie qui demeure peu étudiée malgré son 

expansion dans le monde et son importance croissante, en particulier en Afrique. 

L’introduction de ce manuscrit est structurée en 4 parties. La première partie (I.) situe le 

contexte général de la thèse. La deuxième partie (II.) résume les principales 

informations sur le riz et la troisième partie (III.) fait la synthèse des informations 
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disponibles sur l’helminthosporiose du riz et sur les espèces pathogènes responsables 

de la maladie. Enfin, les objectifs de la thèse sont énoncés dans la dernière partie (IV.). 

I. Le contexte de la thèse 

Le riz est l’une des principales céréales alimentaires au monde. Il constitue la base de 
l’alimentation de la moitié de l’humanité et dans la plupart des pays du monde, la 
consommation ne cesse de croître (Alias et al., 2008; Samal et al., 2021). Selon Sharma 

et al. (2012), la production de riz devra augmenter de plus de 30% pour satisfaire les 

besoins alimentaires de base d’ici 2030. Cependant, le développement de nouvelles 
zones de riziculture et d’intensification est confronté à des défis, parmi lesquels 
figurent les maladies (Séré et al., 2013). Les maladies du riz entrainent une perte 

annuelle de 20 % de la production mondiale du riz (Savary et al., 2019 ; Kaushal & 

Prasad, 2021). La panachure jaune (causée par le Rice Yellow Mottle Virus), le tungro 

(Rice tungro bacilliform virus, Rice tungro spherical virus), le flétrissement bactérien 

(Xanthomonas oryzae pv. oryzae), la strie bactérienne (Xanthomonas oryzae pv. 

oryzicola), la brûlure des panicules (Burkholderia glumae), la pyriculariose (Pyricularia 

oryzae), l’helminthosporiose (Bipolaris oryzae), la brûlure de la gaine (Rhizoctonia 

solani), le faux charbon (Claviceps oryzae) et la cercosporiose (Cercospora oryzae) sont 

les maladies les plus importantes du riz (Kumar et al., 2017; Fahad et al., 2019; 

Jamaloddin et al., 2021).  

Parmi ces maladies majeures, l’helminthosporiose du riz est connue pour avoir 

provoqué en 1942 en Inde une épidémie ayant entrainé des baisses de rendements de 

40-90%, et expliquant en partie la famine du Bengale qui a causé la mort de 2 millions 

de personnes (Ghose et al., 1960; Padmanabhan, 1973). En 2022, l’helminthosporiose 
du riz est rencontrée dans la quasi-totalité des pays producteurs de riz (CABI, 2022; 

Farr & Rossman, 2022). C’est une maladie préoccupante particulièrement au Burkina 

Faso (Ouédraogo, 2008 ; Barro et al., 2021), aux Etats-Unis (Castell-Miller & Samac, 

2019), au Bangladesh (Hossain et al., 2014), en Côte d’Ivoire (Bouet et al., 2015), en 

Malaisie (Toher et al., 2016), en Inde (Valarmathi & Ladhalakshmi, 2018; Nayak & 

Hiremath, 2019) et en Europe (Tharreau, communication personnelle). L’une des 
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caractéristiques de l’helminthosporiose du riz dans ces pays est l’augmentation 
spectaculaire de son incidence lui conférant donc le statut de maladie émergente ou 

ré-émergente tel que défini par Milgroom (2017).  

Les pertes de production globale de riz imputables à l’helminthosporiose sont estimées 

à 3,8% (Savary et al., 2019) et en font la 3ème maladie la plus dommageable de cette 

culture. De plus, des études de simulation prévoient l’augmentation des épidémies 
dans certains pays producteurs de riz à l’horizon 2030 et 2050 dans le contexte des 

changements climatiques (Bregaglio et al., 2013).  

Bipolaris oryzae (Breda de Haan) Shoemaker est le champignon le plus associé à 

l’helminthosporiose du riz. Il cause des taches brunes circulaires ou ovales sur les 

coléoptiles, les feuilles, les glumelles et les épillets. Cependant, ces symptômes peuvent 

être confondus avec ceux de la pyriculariose, de la curvulariose, de la cercosporiose  ou 

de la ramulariose, surtout en début d’infection (Archana, 2014 ; Majeed et al., 2016a,c ; 

Aslam et al., 2020 ; Terensan et al., 2021 ; Zhou et al., 2021 ; Imran et al., 2022). En 

outre, de nombreuses espèces de Bipolaris ont été isolées à partir de lésions foliaires 

brunes du riz (Gnancadja-André et al., 2005 ; Motlagh & Kaviani, 2008 ; El-Shafey et al., 

2011 ; Nazari et al., 2015). Les caractères morphologiques ne sont pas assez distincts 

entre ces différentes espèces, pour permettre leur identification précise à partir des 

observations microscopiques (Archana, 2014). 

Pour Barnwal et al. (2013), l’helminthosporiose du riz demeure une maladie peu 

maîtrisée à cause des multiples facteurs qui influencent les épidémies et les dégâts. Les 

outils de la biologie moléculaire peuvent contribuer à approfondir davantage les 

connaissances sur l’helminthosporiose (Sunder et al., 2014). Par exemple, les marqueurs 

moléculaires devront apporter plus de précision dans le diagnostic de la maladie et 

améliorer les connaissances sur son épidémiologie (Archana, 2014). L’identification des 

loci quantitatifs associés à la résistance à l'helminthosporiose du riz constitue une 

importante perspective à la sélection assistée par marqueurs en vue de l’amélioration 
de la résistance des cultivars du riz à l’helminthosporiose (Sato et al., 2008, 2015 ; Ota 

et al., 2021). La connaissance de la diversité et de la structure génétique des 

populations, ainsi que du mode de reproduction sont nécessaires pour le 
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développement de cultivars résistants et la conception de stratégies de lutte chimique 

contre l’helminthosporiose  du riz (Castell-Miller & Samac, 2012 ; Barnwal et al., 2013).  

La plupart des études réalisées en Asie et aux Etats-Unis rapportent un niveau élevé de 

diversité génotypique et génétique, et l'absence de structure de populations de B. 

oryzae à l'échelle des rizières (Castell-Miller & Samac, 2012 ; Archana et al., 2014a,b ; 

Kandan et al., 2015 ; Nazari et al., 2015 ; Ahmadpour et al., 2018). Cependant, ces 

données restent limitées et, bien que l’helminthosporiose du riz soit en expansion en 

Afrique, les études de diversité phénotypique et génétique restent quasi-inexistantes 

sur ce continent. A cela s’ajoute l’absence d’outils de diagnostic précis.  

 

II. Le riz 

II.1. Origine, taxonomie et cultivars  

Le riz appartient à la division des Magnoliophyta, à la classe des Liliopsida, à l’ordre des 
Cyperales, à la famille des Poaceae et au genre Oryza. Le genre Oryza comprend plus 

de 20 espèces dont seulement Oryza sativa (L.) et Oryza glaberrima (Steud.) sont 

cultivées (Bennett et al., 1997). Oryza sativa (riz asiatique) a été domestiqué en Asie 

entre 8 000 et 10 000 ans avant notre ère (Khush, 2000 ; Doebley et al., 2006 ; Fuller, 

2011). Au sein de cette espèce, de nombreuses études ont révélé la présence de 5 

groupes génétiques que sont les groupes indica, japonica tropical ou javanica, japonica 

tempéré, aus et aromatique (Garris et al., 2005 ; Agrama et al., 2010 ; Wang et al., 2014).  

L’espèce O. glaberrima (riz africain), quant à elle, aurait été domestiquée 

indépendamment du riz asiatique il y a environ 2 000 à 3 000 ans dans le delta central 

du Fleuve Niger (Portères, 1962, 1976 ; Sweeney & McCouch, 2007 ; Cubry et al., 2018). 

Des analyses phylogénétiques récentes ont confirmé les hypothèses selon lesquelles O. 

rufipogon est l’ancêtre de O. sativa, tandis que O. barthii est l’ancêtre de O. glaberrima 

(Wei & Huang, 2019). Ces espèces sont toutes diploïdes et appartiennent au même 

groupe génomique AA (2n = 24). 
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Le riz est riche en diversité génétique avec plus de 40 000 cultivars dans le monde et 

plus de 132 000 accessions (riz cultivés, sauvages et des genres apparentés) dans la 

collection de l’Institut international de recherche sur le riz (IRRI) aux Philippines 

(https://www.irri.org/international-rice-genebank). Les variétés issues de O. sativa sont 

cultivées partout où il y a du riz, contrairement à celles de O. glaberrima qui sont 

restreintes à de petites régions de l’Afrique de l’Ouest (Maiti et al., 2021). En termes de 

distribution géographique des groupes génétiques de riz, les cultivars du groupe 

japonica tropical se trouvent en Asie du Sud-Est, dans le sud de la Chine, le sud des 

États-Unis, les zones de moyenne altitude d'Amérique latine et en Afrique (Glaszmann, 

1987). Le groupe japonica tempéré est cultivé en Asie du Nord-Est, en Europe, dans 

l'ouest des États-Unis et en Australie (Glaszmann, 1987). Le groupe indica est adapté 

aux régions chaudes d'Asie du Sud, de Chine du Sud, d'Asie du Sud-Est, du Pacifique 

Sud, d’Amérique Latine et d'Afrique, tandis que le groupe des aus et le groupe 

aromatique se concentrent au Bangladesh et en Inde (Agrama et al., 2010). Si l’espèce 
O. sativa est connue pour avoir de bons rendements, O. glaberrima présente de 

bonnes capacités d’adaptation à la sécheresse, à la salinité et aux bio-agresseurs. Ces 

avantages spécifiques à chacune des deux espèces de riz cultivé ont conduit au 

développement par AfricaRice (Ex ADRAO) de variétés hybrides sativa x glaberrima 

appelées NERICA (nouveau riz pour l’Afrique) (Jones et al., 1997 ; Dingkuhn et al., 1999 

; Wei & Huang, 2019). La variété NERICA 4 adaptée à la riziculture pluviale de plateau 

et la variété NERICA-L 19 destinée à la riziculture de bas fond sont les plus cultivées en 

Afrique subsaharienne (Futakuchi et al., 2021).  

 

II.2. Morphologie et stades de développement 

Le riz est une graminée annuelle caractérisée par des chaumes ronds, creux et articulés, 

des limbes plats et sessiles, et une panicule terminale (Chang & Bardenas, 1965). Le 

fruit ou paddy est constitué d’un caryopse protégé par 2 glumelles (Chang & Bardenas, 

1965; Dizès et al., 1988). Il s’agit d’un ovule fécondé et mûr contenant un embryon 
vivant capable de germer pour produire une nouvelle plante (Panesar & Kaur, 2016). Le 
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riz possède des différences morphologiques liées à l’espèce, au groupe génétique ou à 

la variété. Par exemple, l’espèce O. glaberrima a des feuilles et des épillets glabres, et 

de petites ligules (1,5 à 13 mm) comparativement à O. sativa (Morishima et al., 1962; 

Nayar, 2014). La taille de la plante peut varier de 0,3 m pour les variétés naines, à plus 

de 7 m pour les variétés flottantes et entre 1 à 2 m pour la majorité des variétés 

commerciales.  

Le cycle du riz, du semis à la récolte, varie de 90 à plus de 200 jours en fonction des 

variétés et du climat. Il comprend une phase végétative, une phase reproductive et une 

phase de maturation (Figure 1). Chaque phase est divisée en stades de développement. 

La phase végétative s’étale de la germination à l’initiation paniculaire et sa durée est 

fonction de la variété. La phase reproductive débute de l’initiation paniculaire à la 
floraison avec une durée relativement fixe variant de 30 à 35 jours. La phase de 

maturation va de la floraison à la maturité complète avec une durée fixe de 30 jours.  

Figure 1 : Différentes phases du cycle du riz 

Source : IRRI (https://www.flickr.com/photos/ricephotos/13596607373) 

 

https://www.flickr.com/photos/ricephotos/13596607373
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II.3. Ecosystèmes rizicoles 

L’Institut international de recherche sur le riz (IRRI) a regroupé les écosystèmes rizicoles 

en riziculture irriguée (« irrigated »), inondée (« flood prone »), pluviale de bas fond 

(« rainfed lowland ») et pluviale stricte ou de plateau (« rainfed upland » ; Figure 2). La 

riziculture irriguée représente plus de la moitié des superficies mondiales emblavées en 

riz et contribue à plus de 75% de la production globale de riz (Maclean et al., 2002 ; 

GRiSP, 2013). C’est l’écosystème rizicole le plus productif avec des rendements moyens 

variant de 3 à 9 t/ha et la possibilité de réaliser plus d’un cycle de culture par an dans 

certaines régions (Maclean et al., 2002). La riziculture irriguée est exclusive aux USA, en 

Europe et en Australie. Elle est dominante en Asie, tandis qu’en Afrique elle ne 

représente qu’environ 15% des surfaces cultivées en riz (https://www.irri.org/high-

yielding-rice).  

La riziculture pluviale représente environ 34% des superficies mondiales de riz 

(Maclean et al., 2002). Ce type de riziculture est dominant en Afrique et est également 

rencontré en Asie. La riziculture pluviale de bas-fonds produit 20% du riz mondial et la 

riziculture pluviale de plateau contribue à 4 % de la production mondiale totale de riz. 

Les écosystèmes de riz pluvial sont très hétérogènes et sont sujets à de multiples stress 

abiotiques (Chivenge et al., 2020). Ce système est le moins productif avec des 

rendements moyens de 2,3 t/ha pour la riziculture pluviale de bas fond et 1 t /ha pour 

la riziculture pluviale de plateau (GRiSP, 2013). La riziculture inondée couvre 8% des 

surfaces mondiales en riz (Prasad et al., 2017).  
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Figure 2 : Principaux types de rizicultures (IRRI, 1993) 

 

II.4. Production et consommation du riz 

La superficie mondiale annuelle de 2015 à 2019 a toujours dépassé 160 millions 

d’hectares avec une production supérieure à 730 millions de tonnes du riz paddy 

(Figure 3 ; FAOSTAT, 2021, https://www.fao.org/faostat/fr/#home). Il s’agit de la 
deuxième culture après le blé en termes de superficie et de production (Panesar & 

Kaur, 2016). En 2019, l’Asie a fourni près de 90% de la production mondiale (Tableau 1). 

Elle a été suivie de l’Afrique avec 5%, l’Amérique 4% et l’Europe 0,5%. De tous les 

continents, l’Afrique a le plus faible rendement moyen (2,3 t/ha ; Tableau 1).  

Les consommateurs majeurs de riz sont rencontrés dans les pays d’Asie et d’Afrique 

(Tableau 2). La consommation moyenne par habitant de 2017-2019 du continent 

africain a été 26,9 kg avec une estimation de 30 kg/habitant en 2029. Dans certains 

pays africains comme le Madagascar (Raboin et al., 2012 ; Fahad et al., 2019), la 

Guinée-Bissau et la Sierra Leone (Wopereis, 2013), la consommation annuelle par 

habitant est supérieure à 100 kg. La demande en riz en Afrique croît à un taux de 6%, 

Pluviale plateau

Pluviale bas-fond

Irriguée

Inondée

Déficit Eau Surplus
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plus rapidement que partout ailleurs dans le monde (https://www.africarice.org/why-

rice-matters-for-africa).  

En Asie une augmentation des besoins en riz est aussi attendue compte tenu de 

l'augmentation de la population (Alias et al., 2008; Samal et al., 2021). Cependant, la 

consommation par habitant pourrait rester stable voire baisser à cause de la 

diversification des régimes alimentaires des populations induite par la prospérité 

économique du continent (Alias et al., 2008 ; Samal et al., 2021). 

 

Figure 3 : Superficie et production mondiale de riz paddy de 2015 à 2019 

 

Tableau 1 : Production du riz par continent lors de la campagne agricole 2019 

Continents Superficies (ha) 
Productions 

paddy (t) 
Rendements 

(t/ha) 

Part dans la 
production mondiale 

(%) 
Afrique 17 110 769 38 771 392 2,27 5,13 

Amérique 5 704 659 35 325 593 6,19 4,68 
Asie 138 605 217 677 276 789 4,89 89,65 

Europe 623 432 4 023 638 6,45 0,53 
Océanie 11 861 76 388 6,44 0,01 
Monde 162 055 938 755 473 800 4,66 100 

Source : https://www.fao.org/faostat/fr/#home (les données sont compilées par les 
structures officielles des différents pays ou estimées par FAOSTAT) 
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Tableau 2 : Consommation annuelle de riz par habitant 

Régions Quantité moyenne annuelle de riz consommé par 
habitant (en kg) 

Moyenne 2017-2019 Prévision 2029 

Afrique 26,9 30,8 

Asie et Pacifique 77,6 78,1 

Amérique du Nord 13,1 13,1 

Amérique latine et Caraïbes 28,2 28,3 

Europe 6,4 6,7 

Source : OECD/FAO, 2020 

 

III. L’helminthosporiose du riz 

III.1. Genre Helminthosporium et helminthosporiose du riz  

Le genre Helminthosporium a été défini par Link en 1802. Après sa création, Drechsler  

(1923) a décrit sur les graminées des espèces de champignon qui avaient des conidies 

solitaires à l'apex de conidiophores géniculés bruns. Ces espèces ont été scindées du 

genre Helminthosporium au sens strict pour former le genre Helminthosporium  

« graminicole » (Nisikado, 1928). Les réorganisations taxonomiques se sont poursuivies 

jusqu’à la séparation de ce genre en 4 genres dont Bipolaris, Curvularia, Drechslera et 

Exserohilum  (Shoemaker, 1959 ; Luttrell, 1963, 1964 ; Sivanesan, 1987 ; Manamgoda et 

al., 2011, 2014). Les analyses génétiques multilocus donnent aujourd’hui des 

informations phylogénétiques conduisant parfois à des transferts de certaines espèces 

entre ces différents genres (Manamgoda et al., 2014). 

Des espèces des genres Curvularia, Bipolaris et Exserohilum ont été décrites comme 

agents responsables du ’rice brown spot disease’ (Motlagh & Kaviani, 2008a), ‘rice 

brown spot’ (Toher et al., 2016; Kaboré et al., 2021), ‘brown leaf spot in rice’ (Majeed et 

al., 2016a, b, c ; Nur Ain Izzati et al., 2019 ; Aslam et al., 2019, 2021 ; Imran et al., 2022). 

Toutes ces appellations désignent l’helminthosporiose du riz (CABI, 2022 ; EPPO, 2022). 
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Cependant, leurs utilisations dans la littérature scientifique anglophone peuvent 

entrainer des confusions. Bien que les symptômes de la curvulariose du riz soient assez 

similaires à ceux de l’helminthosporiose du riz, ces deux maladies sont bien distinctes 

(Bahous et al., 2010 ; Soura et al., 2019). 

Les caractéristiques morphologiques des principales espèces responsables de 

l’helminthosporiose du riz sont décrites comme suit. Compte tenu des nombreuses 

réorganisations taxonomiques, nous indiquerons tous les synonymes dans la 

description des espèces associées à l’helminthosporiose du riz.  

III.1. 1. Bipolaris oryzae (Breda de Haan) Shoemaker  

Bipolaris oryzae (Breda de Haan) Shoemaker appartient au phylum des Ascomycota, à la 

classe des Dothideomycetes, à l’ordre des Pleosporales et à la famille des Pleosporaceae 

(GBIF, 2021, www.gbif.org/fr/species/2615973). L’espèce a été décrite pour la première 
fois comme Helminthosporium oryzae par Breda de Haan (1900). Il s’agit de l’espèce la 
plus associée à l’helminthosporiose du riz.  
Bipolaris oryzae présente des conidiophores groupés ou isolés, simples ou ramifiés 

portant des conidies généralement incurvées de tailles variables (Figure 4). Le cycle 

pathogène de B. oryzae peut se résumer en 4 principales étapes (Figure 5). Lorsque les 

conidies entrent en contact avec le riz, elles émettent des tubes germinatifs qui 

adhèrent à la surface des feuilles grâce à une substance mucilagineuse. Il s’en suit la 
formation d’un appressorium qui permet la pénétration directe des cellules foliaires 

(Hau & Rush, 1982; Ou, 1985). Les hyphes mycéliens envahissent le mésophylle et 

produisent des conidies qui sont propagées par le vent et/ou par l’eau de pluie. 

Bipolaris zizaniae, anciennement distinguée de B. oryzae sur la base des caractères 

morphologiques est maintenant conspécifique (Manamgoda et al., 2014 ; Xiao et al., 

2015). Drechslera oryzae, Luttrellia oryzae, Ophiobolus miyabeanus et Cochliobolus 

miyabeanus sont également des synonymes de B. oryzae. L’adoption de la seule 
appellation Bipolaris oryzae pour désigner l’espèce est souhaitable (Manamgoda et al., 

2012, 2014 ; Xiao et al., 2015). 

 

http://www.gbif.org/fr/species/2615973
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Barre d’échelle : A-C = 10 μm ; D–J = 5 μm 
Figure 4 : Conidiophores et conidies de Bipolaris oryzae (Marin-Felix et al., 2017) 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 5 : Cycle pathogène de Bipolaris oryzae (De Bruyne, 2015)  
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Bipolaris oryzae étant l’espèce décrite le plus souvent comme l’agent responsable de 
l’helminthosposriose du riz et étant l’espèce la plus étudiée nous avons réalisé une 

synthèse bibliographique sur l’impact de l’helminthosporiose, et sur la diversité 

morphologique, pathologique et génétique de Bipolaris oryzae. Ce travail fait l’objet de 
l’article 1, « Brown spot of rice review : worldwide disease impact, and phenotypic and 

genetic diversity of the causal fungal pathogen Bipolaris oryzae », resoumis à Plant 

Pathology après révision. La version soumise de l’article est fournie à la page 27.  

III.1.2. Bipolaris cynodontis (Marignoni) Shoemaker 

Bipolaris cynodontis (Syn. Helminthosporium cynodontis, Drechslera cynodontis, 

Cochliobolus cynodontis) a des conidies de tailles variant entre 27-100 x 10-20 µm 

(Figure 6). Elle produit sur les feuilles de riz des lésions initialement à centre brun et des 

marges décolorées. Les lésions deviennent par la suite elliptiques de 2 à 4 mm avec des 

centres décolorés et des marges brun-foncé (Zehhar et al., 2008). Bipolaris cynodontis a 

été isolée des feuilles de riz (Motlagh & Kaviani, 2008 ; Zehhar et al., 2008) et des 

semences de riz (Farias et al., 2011 ; Meneses et al., 2014). 

 

 

 

 

 

 

 
Barre d’échelle : 10 μm 

Figure 6 : Conidies de tailles variables de B. cynodontis (Manamgoda et al., 2014) 
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III.1.3. Bipolaris victoriae (F. Meehan & H.C. Murphy) Shoemaker 

Bipolaris victoriae (Syn. Helminthosporium victoriae, Drechslera victoriae, Cochliobolus 

victoriae) connue comme l’agent responsable de l’helminthosporiose de l’avoine, cette 
espèce représente 85% des espèces responsables de l’helminthosporiose du riz dans le 
nord de l’Iran (Motlagh et Kaviani, 2008). Les conidies de B. victoriae sont droites ou 

courbées avec 4-11 septas et mesurent 25-110 x 10-19 µm (Sivanesan, 1987 ; 

Manamgoda et al., 2014) (Figure 7). 

 

 

 

 

 

 

Barre d’échelle : 5 µm 

Figure 7 : Différentes tailles de conidies de B. victoriae (Manamgoda et al., 2014) 

 

III.1.4. Bipolaris zeicola (G.L. Stout) Shoemaker 

Bipolaris zeicola (Syn. Helminthosporium zeicola, Drechslera zeicola, Helminthosporium 

carbonum, Drechslera carbonum, Cochliobolus carbonum) est connue comme l’agent 
responsable de l’helminthosporiose mouchetée du maïs. Cependant, la race 3 de 

l’espèce a été signalée comme fortement pathogène au riz (Xiao et al., 1990; 1991). 

Bipolaris zeicola a été à l’origine de l’helminthosporiose de cultivars aromatiques de riz 

au Pakistan (Aslam et al., 2021). En Egypte, des brûlures de plantules de différents 

cultivars de riz par B. zeicola ont été observées (El-Shafey et al., 2018). Bipolaris zeicola 

est caractérisée par des conidies droites ou modérément incurvées, cylindriques, 

généralement larges au milieu et effilées vers les extrémités (Manamgoda et al., 2014 ; 

 



15 
 

El-Shafey et al., 2018). Les dimensions des conidies varient dans la gamme 45-105 x 10-

22 µm avec 6-12 distoseptas (Manamgoda et al., 2014) (Figure 8). 

 

 

 

 

 

 

Barre d’échelle : 5 µm 

Figure 8 : Conidiophores et conidies de B. zeicola (Manamgoda et al., 2014) 

 

III.1.5. Exserohilum rostratum (Drechsler) Leonard & Suggs 

Exserohilum rostratum (Syn. Drechslera rostrata, Setomelanomma rostrata, Bipolaris 

rostrata, Luttrellia rostrata, Setosphaeria rostrata, Helminthosporium rostratum) possède 

une niche écologique large et une diversité considérable dans la nature (Lin et al., 

2011). Elle infecte les plantes et peut causer des infections chez les animaux (Wu & 

Turgeon, 2013 ; Sharma et al., 2014). L’injection de corticostéroïdes contaminée par E. 

rostratum a entrainé aux USA une méningite (Andes & Casadevall, 2013 ; Lutwick, 2014 

; Sharma et al., 2014). 

Exserohilum rostratum est caractérisée par des conidies droites ou légèrement 

courbées mesurant 15-200 x 7-29 µm (Figure 9). Les conidies sont pourvues d’un hile 
proéminent, des septas sombres et épais au niveau des cellules terminales (Sivanesan, 

1987 ; Hernández-Restrepo et al., 2018). Il est admis aujourd’hui que l’espèce E. 

rostratum est conspécifique à E. longirostratum, E. macginnisii, E. prolatum et H. 

leptochloae (Hernández-Restrepo et al., 2018). Exserohilum rostratum a été associée à 

l’helminthosporiose du riz dans différents pays (Toher et al., 2016 ; Kaboré et al., 2021). 

Cette espèce a été également associée à des brûlures foliaires de riz au Sri-Lanka 
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(Ferdinandez et al., 2020). Elle est couramment isolée de la semence de riz (Cardona & 

Gonzáles, 2007 ; Ouédraogo et al., 2016 ; Imrani et al., 2019). La germination de 

semences de riz infectées peut être réduite de plus de 50% (Silva et al., 2016).  

Exserohilum rostratum est un ascomycète hétérothallique, dont la reproduction sexuée 

a été démontrée par des croisements in vitro entre des isolats qui ont des allèles de 

compatibilité différents (Sivanesan, 1987 ; Kusai et al., 2016). Cependant, elle n’a jamais 
été observée dans la nature (Kusai et al., 2016). 

 

Source : H. K. Kaboré, CIRAD, 2021 ; Barre d’échelle : 50 µm 

Figure 9 : Conidies de tailles variables de E. rostratum  

III.2. Méthodes de diagnostic de l’helminthosporiose du riz 

III.2.1. Diagnostic par observations des symptômes et des structures 

fongiques 

Le diagnostic de l’helminthosporiose du riz dans les parcelles se fait généralement par 

l’observation à l’œil nu des symptômes sur les feuilles et les grains. Considéré comme 
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la première étape d’une méthode basique, ces observations sont complétées par des 

caractérisations culturales et morphologiques de B. oryzae suivant le protocole établi 

depuis 1964 et mis à jour régulièrement par l’Association Internationale d’Essais de 
Semences (ISTA, 2021). Les feuilles ou les grains de riz infectés sont disposés dans des 

boîtes de Petri contenant des papiers Wathman humidifiés. Les boîtes sont incubées à 

25±2°C pendant 7 jours sous 12h de lumière alternée à 12h d’obscurité. Le mycélium 

et les conidies du champignon sont observés à la loupe binoculaire puis au microscope 

pour plus de précisions sur les structures.  

L’incubation des grains de riz infectés sur du milieu Potato Dextrose Agar (PDA) permet 

une meilleure détection de B. oryzae (Habib et al., 2012). Selon Faruq (2016), cette 

technique favorise l’émergence de l’inoculum contenu à l’intérieur des grains. 

Yamaguchi & Mutsunobu (2010) ont mis en place des milieux de culture sélectifs pour 

Bipolaris et Exserohilum. 

Le diagnostic de l’helminthosporiose du riz par l’observation des symptômes et la 
caractérisation morphologique de l’agent pathogène a été utilisé depuis longtemps et 
continu d’être utilisé surtout dans les pays du Sud. Cependant, cette méthode a de 

nombreuses limites. Par exemple, aux premiers stades de développement de 

l’helminthosporiose du riz, les symptômes peuvent être confondus avec ceux de la 

pyriculariose (Archana, 2014), de la cercosporiose, de la curvulariose (Imran et al., 2022) 

ou de la ramulariose (Zhou et al., 2021). De plus, les caractères morphologiques des 

espèces du genre Bipolaris ne sont pas assez distincts pour les identifier. Par ailleurs, 

l’identification basée sur la morphologie des conidies est parfois impossible du fait 

que, dans les conditions de laboratoire, certains isolats ne sporulent pas (Archana, 

2014). 

 

III.2.2. Diagnostic par analyse d’images des symptômes 

Le développement rapide des technologies de traitement d’image et de 
reconnaissance de forme a ouvert une nouvelle voie pour le diagnostic des maladies 

des plantes (Chen et al., 2020 ; Kumar et al., 2021). Cette méthode de diagnostic par 

traitement d’image comprend le filtrage d’une image d’entrée, la séparation de la 
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région malade de la région saine, l’extraction et le tri de caractéristiques (Kumar et al., 

2021). Ces travaux visent à terme, l’intégration de ces technologies dans les appareils 
mobiles pour surveiller et identifier automatiquement un large éventail de maladies 

des plantes en général et du riz en particulier (Chen et al., 2020).  

Bien que cette technologie soit récente, elle a été beaucoup expérimentée sur 

l’helminthosporiose du riz. Les tests réalisés sur les feuilles de riz ont montré des taux 

d’identification réussie variant de 94 à 100% en fonction du matériel et des algorithmes 

utilisés (Ihsan et al., 2020 ; Ramesh & Vydeki, 2020 ; Bari et al., 2021). Ces travaux 

demeurent actuellement à l’étape d’expérimentation. 

 

III.2.3. Diagnostic par amplification PCR des champignons isolés de 

symptômes 

Le développement de plateformes spécialisées dans l’amplification PCR (Polymerase 

Chain Reaction), la conception des sondes, de code-barres ADN et, plus récemment, le 

séquençage de nouvelle génération ont réduit les coûts des outils basés sur la biologie 

moléculaire faisant de ces techniques un pilier solide pour le diagnostic des maladies 

(Kumar et al., 2021).  

Le diagnostic de l’helminthosporiose du riz par amplification PCR peut se faire par 

l’utilisation d’amorces universelles ou par l’utilisation d’amorces spécifiques. La 

caractérisation par des amorces universelles nécessite un séquençage suivi d’une 
comparaison des séquences obtenues avec celles contenues dans des bases de 

données (Faruq, 2016). Les régions de l’espaceur interne transcrit (ITS) de l’ADN 
ribosomique, la grande sous unité (LSU) de l’ARN ribosomique, le gène de la 

glycéraldéhyde-3-phosphate déshydrogénase (GAPDH) et le gène du facteur 

d’élongation alpha (EF1) ont permis de distinguer Bipolaris oryzae des autres espèces 

morphologiquement similaires (Manamgoda et al., 2014 ; Sobanbabu et al., 2018 ; 

Chaijuckam et al., 2019 ; Mohamed & Gomaa, 2019 ; Nayak & Hiremath, 2019 ; Liu et 

al., 2021).  
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Contrairement aux amorces universelles, les amorces spécifiques ne nécessitent pas 

d’isolement du champignon, ni de séquençage. A partir des régions ITS, Archana (2014) 

a conçu un couple d’amorces BoVf/BoVr qui permet d’identifier et de détecter B. 

oryzae sur les grains et les feuilles de riz. A partir du gène de scytalone dehydratase, 

Su’udi et al. (2012) ont défini le couple d’amorces CmSCD1_44F / CmSCD1_302R qui 

permet de détecter B. oryzae dans les feuilles de riz un jour après l’inoculation. Les 

méthodes moléculaires surmontent certaines limites des méthodes conventionnelles et 

sérologiques dans le diagnostic des champignons (El-Abbasi et al., 2020; Hariharan & 

Prasannath, 2021). Cependant, elles ne renseignent pas sur la viabilité de l’inoculum 

détecté. 

 

III.3. Facteurs favorables à l’helminthosporiose du riz 

Le stade de développement du riz, la température, la lumière, l'humidité et la 

fertilisation sont déterminants dans les épidémies d'helminthosporiose. Van et 

Sangchote (2006) ont rapporté que les infections de l’helminthosporiose du riz étaient 
plus importantes au stade grains pâteux qu’aux stades grains laiteux et floraison. 

Ouédraogo (2008) a observé des pics de la maladie aux stades plein tallage, montaison 

et épiaison. Il a également noté une corrélation significative entre les infections 

foliaires, la température et l’hygrométrie. Selon Biswas et al. (2018), des températures 

minimales situées entre 23 et 26°C, maximales variant de 32 à 34°C, accompagnées 

d’une humidité relative de 80 à 85% avec des précipitations modérées et un 
ensoleillement moyen favorisent l’helminthosporiose du riz.  

L’helminthosporiose du riz a été qualifiée de maladie des riziculteurs pauvres par 

Zadoks (1974) : "In rice, the poor man's disease was Helminthosporium oryzae;... the 

rich man's disease, Pyricularia oryzae...". En effet la maladie se manifeste surtout dans 

les conditions de déséquilibre en éléments minéraux du sol et de mauvaise 

alimentation en eau du riz (Ou, 1985 ; Barnwal et al., 2013 ; Sunder et al., 2014). Dariush 

et al. (2020) ont observé que des variétés résistantes en condition d’irrigation normale 
perdaient leurs capacités à résister à l’helminthosporiose lorsqu’elles se retrouvaient 
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dans les conditions de stress hydriques. Les dégâts de l’helminthosporiose du riz sont 

sévères dans les sols pauvres en silice (Datnoff et al., 1991 ; Santos et al., 2011 ; Rivera 

et al., 2021). Une variation croissante des doses d’azote (0-180 kg/ha) entraine une 

diminution de l’helminthosporiose indépendamment de la variété de riz utilisée 
(Sunder et al., 2005). 

 

III.4. Méthodes de lutte contre l’helminthosporiose du riz 

De nombreux articles de revues résument les méthodes de lutte contre 

l’helminthosporiose du riz par la résistance variétale, les techniques culturales, 

l’utilisation d’extraits de plantes, des organismes antagonistes et des fongicides de 

synthèse (Sattari et al., 2015 ; Pandey & Sharma, 2019 ; Imran et al., 2020 ; Surendhar et 

al., 2021). Dans cette synthèse, nous reprenons les principales méthodes de lutte contre 

l’helminthosporiose du riz. 

 

III.4.1. Résistance variétale 

La résistance variétale est, pour les producteurs, un moyen efficace et économique de 

lutte contre l’helminthosporiose du riz (Sattari et al., 2015). Elle devrait permettre de 

réduire les pertes de rendement et l’utilisation des fongicides (Hossain et al., 2014). Les 

criblages variétaux dans différents pays ont permis d’identifier des lignées et des 

cultivars résistants (Tableau 3). Cependant, les efforts de sélection n’ont pas été aussi 

actifs que pour d’autres maladies du riz comme la pyriculariose et le flétrissement 

bactérien du riz (Savary et al., 2011). Les premières analyses génétiques ont débuté en 

2008 et 3 QTL (Quantitative Trait Loci)  ont été identifiés sur les chromosomes 2, 9 et 

11 des lignées issues des croisements entre ‘Tadukan’ (résistant) et ‘Hinohikari’ 
(sensible) (Sato et al., 2008). Sur les chromosomes 2, 7, 9 et 11 des lignées issues des 

croisements entre ‘CH45’ (résistant) et ‘Koshihikari’ (sensible) 4 QTL ont été identifiés 

(Mizobuchi et al., 2016 ; Matsumoto et al., 2017). Quatre QTL ont été également 



21 
 

identifiés sur les chromosomes 3, 6 et 7 des lignées issues des croisements entre 

‘Dawn’ (résistant) et ‘Koshihikari’ (sensible) (Ota et al., 2021).  

La résistance à l’helminthosporiose du riz semble donc quantitative et il a été montré 

qu’elle est sujette à l’interaction avec l’environnement (Sato et al., 2008, 2015). Selon 

Dariush et al. (2020), sur 13 variétés classées résistantes après un criblage en condition 

d’irrigation normale, une seule a exprimé sa résistance une fois dans des conditions de 

stress hydrique. A l’influence de l’environnement physique s’ajoute la diversité des 

souches de Bipolaris oryzae. L’inoculation de différentes variétés de riz originaire 

d’Afrique de l’Ouest avec de multiples souches de B. oryzae a montré des interactions 

entre isolats et variétés (Boka et al., 2018). La variabilité du comportement des variétés 

de riz en fonction des souches a été aussi observée en Egypte (Bekheet et al., 2021). 

Selon Pantha et al. (2017), les variétés identifiées comme résistantes lors des criblages 

contre l’helminthosporiose du riz doivent être réévaluées périodiquement à cause de 

l’apparition probable de nouvelles souches plus virulentes. Bien que les cultivars et les 

lignées résistants ne soient pas dotés d’une immunité totale, ils guident déjà le choix 

variétal des producteurs et constituent une base pour les programmes de sélection 

variétale. 
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Tableau 3 : Cultivars et lignées de riz résistants à l’helminthosporiose du riz 

Pays Nom de la lignée ou du cultivar résistant Type d’exposition à 
l’inoculum 

Références 

Côte d’ivoire Wita9, Bouaké-am, NIL130, WAS63-22-5-1-7-7, 

JT2, CK801 

Champ, inoculum naturel Bouet et al., 2015 

Inde NDR-359, CR-1, CR-2, N-18, PR-103, IR-36, Prasd, 
Narenda-2, IR-597, OC-1339, Cross-116 

Rasi, JGL-1798, BR-2655, Raksha, KMP-201, BI-33, 
Sagbatta, Honnekattu, Klame, Kavekantak, 
Togarshi, IET-23403, IET-22876, IET-23392 

Milieu contrôlé et Champ 

 

Alam et al., 2016 ; 

Channakeshava & 

Pankaja,2018; 

Hosagoudar et al., 2019 

Iran Gharib-Siyah-Reihani Champ, inoculum naturel Dariush et al., 2020 

Népal Kabeli Radha-4, Sabitri Milieu contrôlé et champ Aryal et al., 2016 

Pantha et al., 2017 

Nigeria ITA 123, Suakoko Champ, inoculum naturel Nneke, 2012 

Pakistan HHZB, IR80416-B-32-3, IR84677-34-1-B, HHZ11-

Y6-Y1-Y1, RSP-4, IRRI-43, PARC-1, PARC-7, PARC-

8, PARC-13, 

Milieu contrôlé, 

inoculation artificielle 

Champ, inoculum naturel 

Yaqoob et al., 2011 

Arshad et al., 2013 

Ashfaq et al., 2021 
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III.4.2. Lutte biologique 

L’une des définitions courantes de la lutte biologique est l’utilisation d’organismes 
vivants ou de leurs produits pour empêcher ou réduire les pertes causées par un 

organisme nuisible à une production végétale (Suty, 2010). La lutte biologique contre 

l’helminthosporiose du riz se fait par l’utilisation de champignons et bactéries 
antagonistes, les extraits de plantes et des sous-produits animaux. De nombreux tests 

in vitro ont montré l’efficacité des microorganismes et des extraits de plantes sur B. 

oryzae (Nguefack et al., 2013 ; Jatoi et al., 2015 ; Nikiéma et al., 2017 ; Dorneles et al., 

2018). Dans cette synthèse sur les méthodes nous avons choisi de nous focaliser sur 

les tests réalisés in vivo car le potentiel d’application au champ est plus élevé.  

 

III.4.2.1. Microorganismes antagonistes 

Des formulations à base du champignon Trichoderma harzianum appliquées à 20g/l 

au 60, 70 et 80ème jour après repiquage ont réduit de moitié le niveau de la maladie et 

augmenté de plus de 13% le poids de grains par panicule comparativement aux 

parcelles non traitées (Dey & Monjil, 2016). Le traitement de la semence de riz avec 

Trichoderma viride associé aux traitements foliaires avec Pseudomonas fluorescens a 

réduit la sévérité de l’helminthosporiose de 23% et a entrainé un gain de rendement 

en grain de 9 q/ha par rapport aux parcelles non traitées (Kumar et al., 2015). 

III.4.2.2. Extraits de plantes 

Le neem (Azadirachta indica) est l’une des plantes dont l’extrait a montré une 
efficacité contre l’helminthosporiose du riz (Harish et al., 2008 ; Kumar & Simon, 

2016). Lorsqu’il est appliqué dès l’apparition des symptômes et renouvelé 15 jours 
après, il peut réduire l’incidence de l’helminthosporiose du riz de 75% et induire une 

augmentation de rendement en grains de 23% (Harish et al., 2008). Suivant le même 

protocole, l’extrait des feuilles de Nerium oleander a réduit l’incidence de 
l’helminthosporiose de 53% avec une augmentation du rendement en grain de 18% 

(Harish et al., 2008). L’huile essentielle de Callistemon citrinus en traitement des 

semences, associée aux traitements foliaires avec des extraits éthanoliques et aqueux 
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de la même plante ou de Cymbopogon citratus, réduisent significativement 

l’helminthosporiose du riz en augmentant les rendements en grains de 25-55% en 

riziculture irriguée et de 54–137% en riziculture pluviale (Nguefack et al., 2013).  

III.4.2.3. Sous-produits animaux 

L’application foliaire d’urine pure de vache compostée pendant 7 jours à raison de 

600 l/ha du 30ème jour après repiquage au 90ème jour après repiquage du riz à 

intervalle de 20 jours a réduit de 57% la sévérité de l’helminthosporiose du riz 

(Sadhukhan et al., 2018).  

 

III.4.3. Lutte chimique 

La lutte contre l’helminthosporiose du riz par les fongicides de synthèse se fait par 

des traitements de la semence et des feuilles ou uniquement par des traitements 

foliaires. Il ressort des différents tests d’efficacité que le propiconazole (triazoles) est 

le produit le plus efficace en traitement foliaire (Sunder et al., 2005 ; Gupta et al., 2013 

; Kumar et al., 2017 ; Shrestha et al., 2017 ; Poudel et al., 2019 ; Kamei et al., 2020). 

Cependant, la dose et la période d’application sont importantes. Selon Gupta et al. 

(2013), l’application foliaire du propiconazole à la dose de 0,1% dès l’apparition des 
symptômes a permis de réduire la sévérité de l’helminthosporiose de plus de 60% et 

entrainé une augmentation des rendements en grains de plus de 10% 

comparativement aux parcelles non traitées. Lorsque les applications de 

propiconazole se font jusqu’à l’émergence de la moitié des panicules, la réduction de 

l’incidence foliaire atteint 86 % avec une amélioration du rendement en grains de 

plus de 14% (Sunder et al., 2005). L’efficacité du propinèbe (dithiocarbamates) sur 

l’helminthosporiose du riz est proche de celle du propiconazole (Kamei et al., 2020). 

Les traitements foliaires au propinèbe (70% à la dose de 2,5 kg/ha) effectués à partir 

du 20ème jour après semis au stade épiaison engendrent des gains en rendement en 

grains de 80% comparativement aux parcelles sans protection (Bouet et al., 2020). 

Pour Kumar et al. (2017), le traitement de semence au carbendazime (benzimidazoles, 

carbamates) à la dose de 2g/kg associé au traitement foliaire au propiconazole à la 
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dose de 1ml/L réduit la sévérité de 37% en induisant une augmentation des 

rendements en grains de 55% (Kumar et al., 2017). Les mélanges azoxystrobine 

(triazole) + tébuconazole (triazoles ; Poudel et al., 2019), carbendazime + mancozèbe 

(dithiocarbamates ; Shrestha et al., 2017), azoxystrobine +difénoconazole (triazoles ; 

Barúa et al., 2019), trifloxystrobine (strobilurines) + tébuconazole (Boka & Denezon, 

2020) ont réduit significativement la sévérité de l’helminthosporiose du riz et induit 

des gains de rendements. Bien que de nombreuses formulations soient efficaces 

contre l’helminthosporiose du riz, leurs utilisations doivent être raisonnées compte 

tenu des conséquences potentiellement néfastes sur l’homme et l’environnement, et 
la possibilité d’apparition de souches résistantes. 

 

III.4.4. Lutte intégrée 

La lutte intégrée contre l’helminthosporiose du riz est la combinaison de différentes 

méthodes de lutte compatibles. La désinfection du sol de la pépinière, sa fertilisation 

avec du DAP et le traitement de la semence avec de la carbendazime combinée à la 

fertilisation (N:P:K:Zn 90:450:30:18) de la rizière assurent un contrôle efficace de 

l’helminthosporiose du riz et, en même temps, de la pyriculariose du riz (Chelak et al., 

2019). Pour limiter les impacts de l’helminthosporiose du riz et d’autres maladies 
entrainant la décoloration des grains de riz, Balgude & Gaikwad (2016) 

recommandent la réalisation de la pépinière de riz sur des planches surélevées et 

l’incorporation de cendre de paille de riz (riche en silice), le traitement de la semence 

avec du bénomyl (carbamates) suivi de Pseudomonas fluorescens associés à des 

traitements foliaires du riz au propiconazole. La pulvérisation de difénoconazole à 

315 mL/ha combinée à une fertilisation foliaire (NPK 20 20 20 à la dose de 500 g/ha) 

atténue l’incidence de l’helminthosporiose du riz et donne le meilleur revenu à 

l’hectare (Asghar et al., 2019).  
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11 Abstract

12 Rice brown spot caused by Bipolaris oryzae (syn. Cochliobolus miyabeanus) is a re-

13 emerging disease worldwide. Previous studies have individually estimated losses 

14 caused by this pathogen on rice. Morphological, pathological, and genetic diversity 

15 characterizations of the pathogen were done in several countries. Under natural 

16 conditions the disease causes approximately 4% in grain yield losses, ranging from 

17 1% to 34 % in different countries in Africa and Asia. Rice seeds can be infected at 

18 relatively low (0.5%) to a high (76%) rate. Bipolaris oryzae colonies show a wide range 

19 of colors from black to white, and olive, when grown on standard culture media. Strains 

20 isolated from rice are generally virulent with diverse aggressiveness, even within 

21 populations from the same geographic area. Clonal reproduction is predominant during 

22 epidemics. However, low clonal fraction and balanced mating types suggest that 

23 sexual reproduction could take place in some areas. Most field studies reported high 

24 level of genetic diversity of the pathogen and with low population structure, suggesting 

25 that gene flow occurs between and among populations. The review of literature on B. 
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26 oryzae shows that the impact of   brown spot on rice yield was seldom assessed 

27 quantitatively and precisely. It also points out that the knowledge of the population 

28 biology and structure of the pathogen is scarce. So, both field work to assess the 

29 impact of the disease, its epidemiology and the population studies (taking advantage 

30 of genomic tools) need to be investigated to determine the importance of rice brown 

31 spot and to improve its control.

32

33 Keywords: Brown spot, rice, Bipolaris oryzae, diversity, reproduction, population 

34 genetics

35

36 Introduction

37 Many species of the genus Bipolaris infect a wide range of crops around the world 

38 (Manamgoda et al., 2014; Sun et al., 2020). Bipolaris fungi causing brown lesions such 

39 as Spot blotch of wheat (caused by Bipolaris sorokiniana), Southern corn blight of 

40 maize (caused by B. maydis) and Brown spot (BS) of rice (caused by B. oryzae) have 

41 strong socio-economic impacts due to the importance of these crops in human and 

42 animal food chains (Bengyella et al., 2018). BS of rice can occur at any plant 

43 phenological stage, reducing grain germination, increasing seedling mortality, and 

44 reducing the photosynthetic leaf area due to the occurrence of lesions leading to poor 

45 plant development and poor grain filling (Kumar et al., 2017). 

46 Currently, BS of rice is found in most  countries were rice is cultivated in Africa, Asia, 

47 Americas, Oceania and Europe (CABI, 2020; Farr & Rossman, 2020), and of concern 

48 in Burkina Faso (Ouédraogo, 2008; Barro et al., 2021), United States (Castell-Miller & 

49 Samac, 2019), Bangladesh (Hossain et al., 2014), Côte d'Ivoire (Bouet et al., 2015), 

50 Malaysia (Mahmad Toher et al., 2016) and India (Valarmathi & Ladhalakshmi, 2018; 
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51 Nayak & Hiremath, 2019). Worldwide losses in rice can reach 4% and BS is in the top 

52 five list of the most damaging pests and diseases of the crop (Savary et al., 2019). It 

53 is known as “The poor farmers’ rice disease” (Zadoks, 1974), where mineral 

54 deficiencies in the soil have long been considered to be a major factor contributor in its 

55 occurrence (Ou, 1985; Moletti et al., 1997; Barnwal et al., 2013; Pantha & Yadav, 2016; 

56 Kumar et al., 2017). However, the disease re-emergence (sensu Milgroom, 2017) in 

57 several rice-cultivated areas in the last decade has led  to identify other factors, such 

58 as high temperatures (e.g. global warming) and poor water supply (Savary et al., 2005; 

59 Savary et al., 2011; Pantha & Yadav, 2016; Kumar et al., 2017) that not only cause 

60 plant stress but also they could accelerate fungal growth and reproduction  (Bregaglio 

61 et al., 2013; Mizobuchi et al., 2016).

62 Among the different species of Bipolaris that were isolated from lesions attributed to 

63 BS of rice (Gnancadja-André et al., 2005; Motlagh & Kaviani, 2008; El-Shafey et al., 

64 2011; Nazari et al., 2015), Bipolaris oryzae (Breda de Haan) Shoemaker (syn. 

65 Helminthosporium oryzae Breda de Haan, teleomorph, Cochliobolus miyabeanus (Ito 

66 and Kuribayashi) Drechsler) is considered as the most important. It is frequently 

67 encountered in rice seed lots from Sub-Saharan Africa, Latin America, East Asia, 

68 South East Asia, South Asia and Europe (Mew & Gonzáles, 2002). In addition, artificial 

69 inoculation tests showed that B. oryzae is the most pathogenic Bipolaris species 

70 (Motlagh & Kaviani, 2008; El-Shafey et al., 2011).

71 Early reports of BS symptoms in rice date back to 1892 in Japan (Ohata 1989 cited by 

72 Mizobuchi et al., 2016). However, it was not until 1900 that Helminthosporium oryzae 

73 (Bipolaris oryzae) was identified as the causative agent (Breda de Haan, 1900). This 

74 was followed by reports of the disease in The Philippines in 1918, the United States in 

75 1920 (Louisiana; Ocfemia, 1924), India in 1922 (Chakrabarti, 2001), Australia in 1952 
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76 (Shivas, 1989), Madagascar in 1957 (Dadant et al., 1960) and most recently in 2017 

77 in Paraguay (Quintana et al., 2017). Nowadays, BS is present in almost all rice-

78 producing countries (CABI, 2020; Farr & Rossman, 2020).

79 Bipolaris oryzae isolates are morphological, pathological and molecular diverse. They 

80 exhibit a large range of variation of color, growth capacity and spore size (Ocfemia, 

81 1924; Chang, 1978; Sivanesan, 1987; Nayak & Hiremath, 2019; Jaiganesh & Kannan, 

82 2019), as well as genetic diversity as measured in different studies (Kamal & Mia, 2009; 

83 Motlagh & Anvari, 2010; El-Shafey et al., 2011; Burgos et al., 2013; Kandan et al., 

84 2013; Archana et al., 2014a,b; Ahmadpour et al., 2018; Chaijuckam et al., 2019). 

85 Understanding diversity and the mechanisms that influence genotypic changes in the 

86 pathogen population is a fundamental step in disease management strategies (Sunder 

87 et al., 2014). The aim of this paper is to provide a state-of-the-art review of the socio-

88 economic impact of BS disease caused by B. oryzae on rice and of its morphological, 

89 pathologic and genetic diversity. 

90

91 BS symptoms on rice 

92 Bipolaris oryzae is a necrotrophic fungus that infects coleoptiles, leaf blades, sheath, 

93 stems, glumes and seeds (Ou, 1985; Sunder et al., 2014). Node and internodes are 

94 rarely infected (Ou, 1985). However, when they occur mainly on panicle stalk at the 

95 junction of leaf to stalk resulting in partially filled to chaffy grains and occasional 

96 hanging down of panicles due to the development of wet rot (Sunder et al., 2004).  

97 The most visible lesions appear on the leaves and glumes. In leaves, infections start 

98 as small circular or oval brown spots with a near uniform distribution (Figure 1A), 

99 lesions enlarge with grey or whitish centers (Figure 1B, Burgos et al., 2013). In 

100 susceptible varieties, the lesion sizes can reach more than 1 cm in diameter (Ou, 
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101 1985). Lesions are often surrounded by a yellow halo thought to be caused by toxins 

102 produced by the fungus (Vidhyasekaran et al., 1986; De Bruyne et al., 2016). 

103 Infected rice seeds are spotted, and the fungus may localize   only to the sterile lemmas 

104 or cover the entire surface of the grain (Mew & Gonzáles, 2002). The embryo and 

105 endosperm are sometimes infected (Van Ba & Sangchote, 2006). 

106

107 Other host plants of B. oryzae

108 In addition to Asian (Oryza sativa) and African (O. glaberrima) cultivated rice, B. oryzae 

109 has been described on many wild species of the genus Oryza such as O. australiensis, 

110 O. latifolia, O. rufipogon, but also on species of the Zizania genus: Z. aquatica , Z. 

111 caduciflora, Z. latifolia and Z. palustris (Nyvall & Percich, 1999; Manamgoda et al., 

112 2014; Farr & Rossman, 2020; Liu et al., 2021). The symptoms described on wild rice 

113 leaves are similar to those described on cultivated rice.  

114 Bipolaris oryzae was also reported on Alopecurus aequalis, A. geniculatus, Arachis 

115 hypogaea, Chikusichloa aquatica, Cordia trichotoma, Cosmos bipinnatus, 

116 Cunninghamia lanceolate, Brachypodium distachyon, Echinochloa crus-galli, Eleusine 

117 indica, Leersia hexandra, Ischaemum rugosum, Panicum colonum, P. maximum, P. 

118 virgatum, Setaria italica, Strelitzia nicolai, Triticum aestivum, Typha orientalis, Zea 

119 mays (Krupinsky et al., 2004; Sunder et al., 2014; Huang et al., 2018; Kaspary et al., 

120 2018, 2019; Wang et al., 2019; Farr & Rossman, 2020). Some of these plants species 

121 are found in rice fields and may act as alternative hosts (Chakrabarti, 2001; Kumar et 

122 al., 2017).

123

124 BS disease and its worldwide socio-economic impact
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125 Epidemiological studies have estimated the socio-economic impact of BS on rice 

126 (Table I), which largely depends on the type of varieties, plant age at the time of 

127 infection and environmental conditions (Hossain et al., 2014; Choudhury et al., 2019). 

128 During the 1942 epidemic in Bengal, grain field losses were estimated between 40% 

129 to 90% and contributed to the great famine of 1943 and to a staggering number of 2 

130 million human deaths (Ghose et al., 1960; Padmanabhan, 1973).  

131 In the United States, the severity of fungal brown spot (FBS) in Zizania grain production 

132 can reach 52%, and estimations indicated that FBS caused the State of Minnesota 

133 annual losses of $2.5 million (Nyvall et al, 1995). In Nepal, depending on the cultivars, 

134 average leaf severity is estimated to range from 20% to over 50% (Magar, 2015; 

135 Pantha et al., 2017), and 45% to 77% in Bangladesh with incidence values of 40% to 

136 80% (Rashed et al., 2002). In Africa, average grain yield losses of 12% to 24% 

137 (Awoderu, 1974), 8% to 23% (Fomba & Singh, 1990) and 10% to 16% (Ouédraogo, 

138 2008) were recorded in Nigeria, Sierra Leone and Burkina Faso, respectively.

139 Prevalence (percentage of infected seed lots) and rates of rice seed infection by B. 

140 oryzae (percentage of infected seed) are summarized in Table II. Seed health 

141 assessments have shown that, depending on the rice-growing area in Burkina Faso, 

142 prevalence vary from 77% to 97% (Ouédraogo et al., 2016), 38% to 100% in Ghana 

143 (Sadia, 2012) and 37% to 90% in Brazil (Meneses et al., 2014). Levels of infected 

144 seeds are high to moderate reaching 76% in Burkina Faso, 72% in Nepal, 45% in 

145 Pakistan, 41% in Bangladesh and 35% in National Wildlife Refuge in Minnesota (USA). 

146 The average rate of rice seeds infected by B. oryzae in some regions of Brazil is higher 

147 than the 5% rate tolerated by seed regulations (Meneses et al., 2014). Depending on 

148 the level of infection, B. oryzae can reduce rice grain germination by 20% to 84% 

149 (Kamal & Mia, 2009). Infected rice grains mostly develop rotten coleoptiles and young 
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150 roots (Nghiep & Gaur, 2004). This rotten coleoptiles and young roots leads to seedling 

151 damping-off , which can be very detrimental especially to the success of the crop year, 

152 especially in rainfed rice cultivation because of its exclusive dependence on rain water. 

153 Grains infected with B. oryzae have direct consequences for their postharvest 

154 transformation and grains heavily infected have a sour taste after cooking, making 

155 them unfit for human consumption and even animal feed (Chakrabarti, 2001). 

156

157 Reproduction of B. oryzae in the field and disease cycle

158 The sexual and asexual cycles of the fungus can be induced under controlled 

159 environmental conditions. In the field, asexual reproduction is the predominant 

160 reproduction mode. Hyphae in the lesions produce asexual spores (conidia). The 

161 conidia emit germ tubes that adhere to the leaf surface thanks to a mucilaginous 

162 substance. In most cases, the fungus forms an appressorium that allows direct 

163 penetration of leaf cells (Hau & Rush, 1982; Ou, 1985). In some rare cases (2%), germ 

164 tubes penetrate through stomata (Horino & Akai, 1966 cited by Ou, 1985). The mycelial 

165 hyphae invade the mesophyll. Lesions appear 18 to 36 hours post-infection (Tullis, 

166 1935; Johnson & Percich, 1992; Dallagnol et al., 2009). It is thought that 10 to 14 days 

167 is sufficient for B. oryzae in wild rice (Zizania palustris) to complete a cycle and produce 

168 conidia (Johnson & Percich, 1992), while in cultivated rice the peak of production of 

169 new conidia from lesions is about 6 days after infection (Ou, 1985; Barnwal et al., 

170 2013). 

171 Bipolaris oryzae is a heterothallic fungus, that is, its sexual reproduction requires 

172 strains of opposite mating types idiomorphs (MAT1-1 and MAT1-2) (Ueyama & Tsuda, 

173 1976). Structurally and functionally, the mating types Idiomorphs are completely 

174 different (Turgeon et al., 1995). There are not able to recombine with each other and 

175 are therefore inherited uniparentally (Turgeon, 1998). Molecular characterization of 
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176 isolates from the same rice fields indicates coexistence of MAT1-1 and MAT1-2 

177 isolates in nearly equal proportions and a small group of isolates were capable of 

178 sexual reproduction in vitro (Shamsi et al., 2010; Castell-Miller & Samac, 2012; 

179 Ahmadpour et al., 2018). The coexistence of MAT1-1 and MAT1-2 is necessary but 

180 not sufficient for sexual reproduction to take place. In addition to the presence of both 

181 mating types,  sexual reproduction requires a complex process from the production of 

182 gametes to the production of sexual spores (Leslie & Klein, 1996). In fungi, fertility 

183 determinants are sometimes lost, making sexual reproduction impossible (Leslie & 

184 Klein, 1996). 

185 High genotypic diversity, low clonal fractions, and alleles in linkage equilibrium are 

186 indications of sexual reproduction in heterothallic fungi (Milgroom, 1996). High 

187 genotypic diversity and low clonal fraction were observed in several B. oryzae 

188 populations from Bangladesh, India, Iran, Japan and the USA (Ahmadpour et al., 2018; 

189 Castell-Miller & Samac, 2012; Kamal & Mia 2009; Kumar et al., 2011; Kumar, 2016; 

190 Motlagh & Anvari, 2010; Nazari et al., 2015). A collection of 168 B. oryzae isolates 

191 isolated from cultivated Z. palustris in the USA, produced 102 haplotypes (Castell-

192 Miller & Samac, 2012). In O. sativa, Ahmadpour et al. (2018) observed 278 haplotypes 

193 within 288 strains from three countries in Asia (Iran, Philippines and Japan). In both 

194 studies, in some fields B. oryzae isolates had balanced mating types but linkage 

195 disequilibrium (LD) tests (i.e. index of association) rejected the hypothesis of random 

196 mating. High genotypic diversity and low LD can alternatively be explained by a high 

197 frequency of migration (Milgroom, 1996) and sampling in several differentiated 

198 populations (De Meeûs  & Balloux, 2004).  

199 From genetic diversity studies, it can be concluded that B. oryzae populations can be 

200 clonal or recombinant. Although sexual reproduction was rarely observed in rice fields, 

Page 8 of 34

plantpath@bspp.org.uk

Plant Pathology

35



For Peer Review

201 (only one unconfirmed report in the USA by Dickson (1956) cited by Castell-Miller & 

202 Samac, 2012), population genetics indices do not reject the hypothesis that it actually 

203 occurs in some areas.

204

205 Morphological diversity of B. oryzae 

206 For this part of the review we have retained the studies of morphological descriptions 

207 made after a molecular identification of the species. Bipolaris oryzae is a fungal species 

208 with morphological variability. A wide range of colony colors has been observed 

209 between samples within and from different countries. Isolates from India grown on 

210 Potato Dextrose Agar (PDA) medium exhibited a variety of colors such as black, grey, 

211 white, olive or ranges of those colors (Kumar et al., 2011, 2016; Nayak & Hiremath, 

212 2019). Thailand strains ranged from pale to dark grey and from grey to olive (Marin-

213 Felix et al., 2017; Chaijuckam et al., 2019), while strains from Egypt were olive or olive-

214 white (El-Shafey et al., 2011).

215 Conidia are slightly curved with a bulge in the middle and tapering towards the 

216 extremities (Ou, 1985). Conidia vary in size depending on the strain and geographic 

217 location where they were collected. Length of 63 µm to 99 µm long were reported in 

218 North Central Thailand (Chaijuckam et al. 2019), and of 112 µm to 116 µm (Kumar et 

219 al., 2016) in India, where also sizes from 50-155 µm x 10-22 µm, with the majority of 

220 populations between 68-108 x 14-20 µm and 6 –12 distoseptate, were reported 

221 (Manamgoda et al. 2014). The sizes of conidiophores vary from 150 - 625 μm × 6 - 8 

222 μm. 

223 Sexual structures of B. oryzae are produced on Sach agar + sterilized rice stem 

224 (Ueyama & Tsuda, 1975; Ahmadpour et al., 2018). The globose, black ascomata have 

225 dimensions of 370-760 μm × 360-780 μm (Sivanesan, 1987; Manamgoda et al., 2014). 
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226 Asci 140-235 μm × 21-26 μm, most often containing 4 or 8 spores, clavate or broadly 

227 fusoid. The ascospores are filiform or flagelliform, 235-470 μm × 4-9 μm with 8-12 

228 septa (Sivanesan, 1987; Manamgoda et al., 2014). 

229 Both asexual and sexual structures of B. oryzae vary greatly in morphology. 

230

231 Pathological diversity of B. oryzae

232 Pathology tests of B. oryzae strains is usually done on rice varieties with different levels 

233 of BS resistance and fungal pathogenicity classifications are based on disease 

234 incidence and severity. Inoculation of 20 varieties of rice with 24 B. oryzae isolates 

235 from Egypt revealed 8 strains capable of infecting all varieties (El-Shafey et al., 2011). 

236 Based on the level of aggressiveness and range of infected varieties, B. oryzae isolates 

237 from Côte d'Ivoire, Burkina Faso and Togo were divided into 3 groups regardless of 

238 their geographical origin (Boka et al., 2018). Kamal & Mia (2009), found no agreement 

239 between strain pathogenicity and their genetic variation. For example, the BO 423 

240 strain belonging to the FPT1 genetic group induces a level of post-emergence 

241 damping-off similar to the BO 021 strain of the FPT12 genetic group. On the other hand, 

242 strains BO 617 and BO 019, both belonging to the genetic group FPT10, did not have 

243 the same level of aggressiveness. Inoculation on rice variety IR72 of 15 strains from 

244 haplotype CQ-E112 in the Philippines also showed pathogenic variability within the 

245 same genetic group of B. oryzae (Burgos et al., 2013). Geographic origin and genetic 

246 groups do not appear to explain the pathological variability of B. oryzae strains.

247

248 Genetic diversity of B. oryzae

249 Genetic diversity studies allow to compare individuals or populations in relation to other 

250 individuals or populations (Milgroom, 1996; Grünwald et al., 2003; Mukhopadhyay & 
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251 Bhattacharjee, 2016). In crop protection, the amount of genetic diversity and its 

252 distribution are used to characterize the biology (e.g. reproduction mode) and 

253 epidemiology (e.g. migration rate) of the pathogen and also to improve control 

254 strategies (e.g. management of varietal resistances). 

255 Studies on the genetic diversity of B. oryzae have been carried out using several 

256 molecular tools in different parts of the world. Most populations show high genotypic 

257 diversity with the exception of isolates from Thailand (Chaijuckam et al., 2019). 

258 Populations from Bangladesh (Kamal & Mia, 2009), India (Archana et al., 2014a,b; 

259 Kandan et al., 2015), Iran (Nazari et al., 2015) and the USA (Castell-Miller & Samac, 

260 2012) were diverse with none or little geographic structure within the areas under 

261 study. A possibility is that sexual reproduction and long-distance dispersal of 

262 propagules could explain the genotypic diversity and population structures observed. 

263 Alternatively, seed exchanges between producers in different regions of India was 

264 proposed as the potential cause of dispersal of genotypes of B. oryzae in the entire 

265 territory (Archana et al., 2014a). Microsatellite (SSR) analysis of B. oryzae isolates 

266 from three Asian countries (Iran, Philippines and Japan) revealed a diversity between 

267 isolates within the same site and a population structure in 3 groups (Ahmadpour et al., 

268 2018) partially explained by geography. In Iran, the absence of a significant correlation 

269 between cultivars of origin and haplotypes seem to indicate that the pathogen structure 

270 is not determined by the host (Motlagh & Anvari, 2010). By contrast, a study conducted 

271 with repeated tandem sequences (VNTR) by Burgos et al. (2013) showed that, in the 

272 Philippines, the diversity of the B. oryzae population at the field scale was very limited 

273 and that geography and varieties could explain the observed structure. 

274 The distribution of the genetic diversity of B. oryzae populations is generally not 

275 associated with their geographic origin nor with the rice variety they were isolated from.
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276

277 Integrated management of BS

278 Management strategies of BS of rice were reviewed recently (Barnwal et al., 2013; 

279 Sattari et al., 2015; Imran et al., 2020; Surendhar et al., 2021). Below some integrated 

280 BS management strategies are presented. Organo-mineral fertilization (farm yard 

281 manure, diammonium phosphate, muriate of potash and NPK) of the soil, chemical 

282 treatment (Carbendazim) of the seed combined with foliar treatments (tricyclazole, 

283 carbendazim and mancozeb)  at grain of rice filling stage provide effective control of 

284 both BS and blast diseases (Chelak et al., 2019). Difenoconazole spray at 315 ml/ha 

285 combined with foliar fertilization (NPK 20:20:20 at the rate of 500 g/ha) lowers the 

286 incidence of BS and gives the best revenue per hectare (Asghar et al., 2019). In 

287 Florida, the greatest reduction in BS development was obtained by integrating Silicon 

288 fertilization with propiconazole (Datnoff et al., 1997). The absence of water stress 

289 increases the tolerance of rice genotypes (Dariush et al., 2020).

290 A combination of soil fertility management, water supply, use of tolerant varieties, seed 

291 disinfection and plant treatments can reduce the impact of BS of rice.

292

293 Conclusion and recommendations for future studies

294 Brown spot of rice is a fungal disease that impacts rice productivity worldwide and 

295 recent decades have witnessed a significant resurgence in several countries. 

296 Morphological characterization studies carried out on B. oryzae, the main agent of 

297 brown spot of rice, have shown that its asexual and sexual structures are highly 

298 variable. This variability may be a limitation to the accurate identification of the species 

299 responsible for brown spot. Using molecular tools, other fungal species in combination 

300 with B. oryzae or individually were isolated from typical brown spot symptoms (H. 
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301 Kaboré, CIRAD, Montpellier, France, personal communication). The role of these 

302 species in epidemics of rice brown spot needs to be elucidated in future studies.

303 In many rice-growing countries, the incidence and severity of brown spot has been 

304 measured with powerful tools such as those of International Rice Research Institute. 

305 The pathological diversity of B. oryzae isolates has also been demonstrated. However, 

306 more needs to be done in quantifying rice grain yield losses, and the financial impact 

307 for farmers and on food security. Epidemiological approaches on BS of rice must be 

308 combined with socio-economic approaches.

309

310 Biology and genetics show that populations of B. oryzae can be clonal or recombinant. 

311 Recombination is likely due to sexual reproduction which was not observed in rice 

312 fields but is suspected to be frequent. It is therefore necessary to develop methods to 

313 investigate the sexual reproduction structures of B. oryzae in rice fields, as is the case 

314 with Mycosphaerella graminicola on wheat (Eriksen & Munk, 2003; Suffert et al., 2011). 

315 Most studies on the genetic diversity of B. oryzae have been conducted in Asia. 

316 However, since large outbreaks have also been reported in Africa, South America and 

317 Europe, similar phenotypic and genetic diversity studies should be carried out in these 

318 continents. In addition, a better characterization of the structure of B. oryzae 

319 populations on a continent-wide or even on a worldwide scale is necessary to improve 

320 our knowledge of the biology of the pathogen. This step may prove invaluable in 

321 managing the disease through more efficient regulatory measures. Next generation 

322 sequencing technologies such as genotyping by sequencing offer the possibility today 

323 to process even thousands of isolates (Bhatia, 2013).

324 To date, genomics studies of B. oryzae are limited. The reference genome of B. oryzae 

325 was obtained from the WK1C strain (ATCC 44560) isolated from rice in Taiwan 
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326 (Condon et al., 2013). It has a size of more than 31 Mb. The whole genome of the 

327 TG12bL2 strain isolated from wild rice (Zizania palustris) was also sequenced (Castell-

328 Miller et al., 2016). Deng et al. (2019), recently sequenced the mitochondrial genome 

329 of B. oryzae. Producing whole genome sequence data for more strains and for 

330 phylogenetically close species would be useful for conducting population genomics 

331 studies and developing diagnostic tools for species-specific detection of fungus.

332
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686 Figure legend

687 Figure 1 (A) Tiny brown spots caused by Bipolaris oryzae on rice leaves in Camargue 

688 (France). Source: H. Adreit, CIRAD, 2020. 

689

690 Figure 1 (B) Brown lesions with grey center and yellow margin caused by Bipolaris 

691 oryzae on rice leaves in Yunnan (China). Source: D. Tharreau, CIRAD, 2009.
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Table I: Summary of the incidence, severity and loss of rice grain yield caused by brown spot

Countries Incidence

* (%)

Severity** 

(%)

Grain yield 

losses (%)

Method and 

evaluation period

Sample size and geographic coverage References

USA ND 1-52 ND Rating, natural 

infection

2 Minnesota fields (Nyvall et al., 

1995)

Nepal ND 21-69 ND IRRI, natural 

infection, 66 days 

after transplanting

20 varieties on experimental plots of 

NRRP, Hardinath, Dhanusha

(Pantha et al., 

2017)

Nepal ND 24-51 ND IRRI, natural 

infection

12 varieties on experimental plots of 

IAAS, Paklihawa Campus, Bhairahawa

(Aryal et al., 2016)

Nepal ND 21-58 ND IRRI, natural 

infection, 80 days 

after transplanting

14 varieties on experimental plots of 

KRDC, Jyotinagar, Chitwan

(Magar, 2015)

Pakistan 1-14 6-51 ND IRRI, natural 

infection 

4 varieties on farmers’ fields in 18 districts 

of Punjab

(Choudhury et al., 

2019)

Tanzania 35-99 5-25 ND IRRI, natural 

infection

27 farmers’ fields in 4 districts in the 

Morogoro region

(Mwakasege, 

2015)

Sierra 

Leone

ND ND 8.2-23 IRRI, natural 

infection 

6 varieties produced in the mangroves of 

Rokupr, Kibanka and Moribaia 

(Fomba & Singh, 

1990)

Burkina 

Faso

ND 1-38 1-16 IRRI, natural 

infection 

40 rice genotypes produced in vallée du 

Kou and Karfiguela 

(Ouédraogo, 

2008)
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Bangladesh ND 21-45 ND IRRI, natural 

infection, doughy 

grain stage

5 varieties on experimental plots of 

BSMRAU Gazipur

(Hossain et al., 

2014)

Bangladesh ND 26-48 ND IRRI, natural 

infection

8 varieties of aromatic rice on 

experimental plots in Dinajpur district

(Kakoly et al., 

2014)

Bangladesh 40.5-80 45-77 ND IRRI, natural 

infection, 50-70 

days after 

transplanting

16 varieties on experimental plots from 

Bangladesh Agricultural University, 

Mymensingh 

(Rashed et al., 

2002)

Bangladesh 15.5-25.8 0,6-4 ND IRRI, natural 

infection, 

maturation

15 varieties on experimental plots from 

Sher-e-Bangla Agricultural University, 

Dhaka

(Faruq et al., 

2015)

Bangladesh ND ND 18-22 IRRI, artificial 

inoculation

BR24 variety in greenhouse (Kamal & Mia, 

2009)

Indonesia ND 11-40 10-56 IRRI, artificial 

inoculation

24 varieties on farmers’ fields, Lasiana, 

Kupang District

(Mau et al., 2020)

India ND 1-16 0.8-34 IRRI, natural 

infection 

9 varieties on farmers’ fields in 15 districts 

of Punjab

(Pannu et al., 

2006)

*Ratio of the number of diseased plants to the total number of plants observed; ** Leaf or panicle area covered by disease; ND: Not 

reported in study
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Table II: Summary of the prevalence and level of infection of rice seed by Bipolaris oryzae

Countries Prevalence* 

(%)

Seed 

infection 

rates** (%)

Method of evaluation Sample size and geographic coverage References

USA ND 11-35 ISTA, on filter paper Grains collected from 2 fields in Minnesota (Nyvall et al., 

1995)

Pakistan ND 22-45 ISTA, on culture Samples from Rice Research Institute, Kala 

Shah Kaku

(Habib et al. 2012)

Ghana 38-100 0.5-29 ISTA, on filter paper 33 grain lots from 4 agro-ecological zones 

(Sudan Savannah, Savannah, Forest Zone, 

Coastal Savannah)

(Sadia, 2012)

Brazil 37-90 0.6-8 ISTA, on filter paper 722 seed lots from 6 rice regions of Rio 

Grando

(Meneses et al., 

2014)

Bangladesh ND 18-41 ISTA, on filter paper 5 cultivars from experimental plots of 

BSMRAU, Gazipur

(Hossain et al., 

2014)

Burkina 

Faso

77-97 2-76 ISTA, on filter paper 151 grain lots from 28 sites in 4 provinces 

(Comoé, Houet, Mouhoun, Sourou)

(Ouédraogo et al., 

2016)

Nepal ND 8-72 ISTA, on filter paper 20 rice genotypes collected by Nepal 

Agricultural Research Council, Hardinath, 

Dhanusha

(Pantha & Yadav, 

2016)

India 62 6-15 ISTA, on paper and 

culture

30 seed lots of 7 rice varieties from Tamil 

Nadu (South India)

(Naveenkumar et 

al., 2016)

Sierra 

Leone

ND 4-25 ISTA, on filter paper 7 varieties from the stock of the Rokupr 

Agricultural Research Centre, Kambia District

(Taylor & 

Ngaujah, 2016)
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*Ratio obtained by calculating lots infected with B. oryzae to the total number of lots collected; **Ratio obtained by making the 

number of B. oryzae bearing grains on the total number of grains observed; ND: Not reported in stud
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IV. Les objectifs de la thèse 

La demande en riz en Afrique croît plus rapidement que partout ailleurs dans le 

monde. Cependant, le continent n’arrive pas à satisfaire ses besoins en riz à travers sa 
production, importe une grande partie et est dépendant des marchés internationaux 

du riz. Les dégâts causés par les maladies font partie des facteurs explicatifs des 

faibles rendements de riz enregistrés sur le continent. Une émergence de 

l’helminthosporiose du riz a été observée en Asie, en Europe et dans certains pays 

d’Afrique de l’Ouest. Pour lutter contre cette maladie, nous manquons de 

connaissances et d’outils. Les espèces associées à la maladie ne sont pas 

caractérisées. Des outils de diagnostic précis ne sont pas disponibles. La diversité 

génétique et la structuration des populations des agents pathogènes responsables de 

l’helminthosporiose du riz restent peu connues.  

Dans ce contexte, les objectifs généraux de cette thèse sont de déterminer les 

espèces responsables de l’helminthosporiose du riz en Afrique de l’Ouest, d’analyser 
la diversité génétique des espèces les plus fréquentes et de développer des outils de 

détection. 

La suite de ce manuscrit est structurée en 3 chapitres.  

Le chapitre 1 présente le travail réalisé sur l’identification des espèces associées aux 
symptômes de l’helminthosporiose du riz, principalement avec des outils 
moléculaires. Il est composé de 3 articles. Le premier est en préparation et décrit la 

caractérisation des isolats par genotyping-by-sequencing (GBS) ainsi que leur 

pathogénie. Son but était d’utiliser le GBS pour décrire les espèces associées aux 
symptômes de l’helminthosporiose du riz et vérifier la capacité de ces espèces à 

reproduire la maladie en condition contrôlée sur différentes variétés de riz.  

Le deuxième article (à soumettre à la revue European Journal of Plant Pathology) est 

consacré à une description moléculaire précise de l’helminthosporiose du riz en 

France. L’objectif de cet article est d’apporter des précisions sur les espèces 

responsables de l’helminthosporiose du riz en Camargue (France). En effet, les 



63 
 

premières descriptions de l’helminthosporiose du riz en Camargue remontent à 1966 

et l’évolution de la maladie au cours de ces dernières années nécessite que les 

espèces responsables soient identifiées de façon précise, que leur pathogénie soit 

caractérisée en vue d’un meilleur suivi de la maladie. 
Le troisième article publié dans Plant Disease rapporte le premier signalement de 

Exserohilum rostratum comme agent responsable de l’helminthosriose du riz au Mali. 

Cet article vise à attirer l’attention des acteurs de la filière riz du Mali sur la présence 

de E. rostratum et de sa prise en compte dans les suivis épidémiologiques.  

Le chapitre 2 présente le travail réalisé sur la structure et la diversité génétique des 

populations de B. oryzae et de E. rostratum responsables de l’helminthosporiose du 
riz dans de nombreux pays. Il est composé de 2 parties. 

La première décrit la structure des populations de B. oryzae issues des pays d’Afrique, 
d’Amérique, d’Asie et d’Europe. Elle vise à donner une vision globale de la 

structuration génétique de B. oryzae. La seconde partie, est un article en préparation 

(à soumettre à Frontiers in Plant Science) qui décrit la diversité et la structure 

génétique des populations de B. oryzae et E. rostratum au Burkina Faso. Ce travail 

contribue à apporter des connaissances sur la structure, la diversité et le mode de 

reproduction des deux agents pathogènes au Burkina Faso. 

Le chapitre 3 sous forme d’un article en préparation, traite du développement d’outils 
pour la détection spécifique (par PCR) sur la semence et les feuilles de riz des 

différentes espèces responsables de l’helminthosporiose. Ce travail vise à contribuer à 

l’amélioration du diagnostic de l’helminthosporiose du riz. 

Durant cette thèse, j’ai également contribué à un travail d’épidémiologie qui a donné 
lieu a un article publié dans Phytopathology (DOI: 10.1094/PDIS-03-21-0579-RE) et 

qui est fourni en annexe 7. Cet article décrit et analyse la distribution de plusieurs 

maladies du riz (la panachure jaune, le flétrissement bactérien, la pyriculariose et 

l’helminthosporiose) dans les principales zones rizicoles de l’Ouest du Burkina Faso. 
Ma contribution dans cette publication a été ma participation à l’évaluation des 
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symptômes des maladies dans les rizières (2 missions), la collecte des échantillons des 

feuilles infectées, et la validation du diagnostic visuel de l’helminthosporiose du riz 

par l’isolement et la caractérisation moléculaire des espèces. 
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Chapitre 1 : Identification des espèces fongiques associées aux 

lésions de l’helminthosporiose du riz  

 

Ce chapitre présente le travail réalisé sur l’identification des espèces associées aux 
symptômes de l’helminthosporiose du riz, principalement avec des outils 

moléculaires. Il est composé de 3 articles. Le premier est en préparation et décrit la 

caractérisation des isolats de champignons par genotyping-by-sequencing (GBS) ainsi 

que leur pathogénie. Dans ce travail, nous nous sommes intéressés aux espèces 

responsables de l’helminthosporiose dans différents pays, sur différents organes de 
riz cultivé (Oryza sativa) et sauvage (O. longistaminata) et sur des Poacées (Zizania 

palustris, Ischaemum rugosum et Pennisetum glaucum) partageant les mêmes niches 

écologiques. Le deuxième article (à soumettre à la revue European Journal of Plant 

Pathology) a permis d’apporter des précisions sur les espèces responsables de 
l’helminthosporiose du riz en Camargue par une approche moléculaire. Le troisième 

article publié dans Plant Disease rapporte le premier signalement de Exserohilum 

rostratum sur le riz au Mali. 
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Article 2 : Caractérisation par genotyping-by-sequencing (GBS) et 

pathogénie des espèces fongiques isolées des symptômes de 

l’helminthosporiose du riz  

 

Kouka Hilaire Kaboré * 1,2,3, Abalo Itolou Kassankogno 4, Joëlle Milazzo 2,3, 

Sonia Guillou 2,3, Laurence Blondin 2,3, Sebastien Ravel 2,3, Florian Charriat 2,3, 

Henri Adreit 2,3, Marc-Henri Lebrun 1, Didier Tharreau 2,3 
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UMR BIOGER, Université Paris-Saclay, INRAE, AgroParisTech, 78850 Thiverval-

Grignon, France
 

2 
CIRAD, UMR PHIM, 34398 Montpellier, France  

3 
PHIM, Univ. Montpellier, CIRAD, INRAE, IRD, L’Institut Agro Montpellier, Montpellier, 
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4 
CNRST/INERA, Laboratoire de Phytopathologie, LMI PathoBios, Bobo-Dioulasso, Burkina 
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Corresponding author, E-mail: koukas2@yahoo.fr 

 

Introduction 

Le riz est un aliment largement consommé en Asie et en Afrique. Un hectare de riz 

nourrit environ 25 personnes et devra passer à 45 personnes d'ici 2050 (Boddy, 2016). 

Pour répondre aux besoins humains, la production mondiale de riz cargo devrait 

passer d’environ 500 millions de tonnes en 2020 à 582 millions de tonnes en 2029 

(OECD-FAO, 2020). Cependant, des facteurs biotiques et abiotiques impactent 

considérablement la productivité du riz (Fahad et al., 2019). Les pertes de rendements 

du riz causées par les agents pathogènes et les ravageurs sont estimées à 30% à 

l’échelle mondiale (Savary et al., 2019). Les pertes les plus élevées sont enregistrées 

dans les régions à déficit alimentaire où la croissance de la population est également 

rapide (Savary et al., 2019).  

mailto:koukas2@yahoo.fr
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La pyriculariose (causée par Pyricularia oryzae), l’helminthosporiose (Bipolaris spp., 

Exserohilum rostratum), la curvulariose (Curvularia spp.) et la cercosporiose 

(Cercospora janseana) sont les maladies fongiques couramment rencontrées sur le riz 

(Ou, 1985 ; Khemmuk et al., 2016 ; Zhou, 2019). Ces maladies provoquent des lésions 

foliaires assez similaires pouvant apparaitre du stade plantule jusqu’au stade 
maturation (Zhou et al., 2021). Les semences de riz sont porteuses des espèces 

responsables de ces maladies (Groth, 1991; Mew & Gonzáles, 2002; Ouédraogo et al., 

2016) et la transmission de ces maladies par la semence infectée est connue 

(Ouédraogo, 2008 ; Faivre-Rampant et al., 2013). Cependant, la distinction des 

symptômes de ces maladies sur les feuilles de riz et la semence demeure parfois 

problématique.  

L’helminthosporiose du riz est généralement attribuée à Bipolaris oryzae. Les 

symptômes caractéristiques de la maladie sont des taches brunes ovales ou 

circulaires reparties à la surface de la feuille (Ou, 1985 ; Burgos et al., 2013 ; Sunder et 

al., 2014). Cependant, Exserohilum rostratum et plusieurs espèces de Bipolaris dont B. 

cynodontis, B. victoriae, B. zeicola ont été également signalées comme des agents 

responsables de l’helminthosporiose du riz (Motlagh & Kaviani, 2008a,b ; Aslam et al., 

2021 ; Kaboré et al., 2021). Dans cet article le nom générique Helminthosporium sera 

utilisé pour désigner les espèces des genres Bipolaris, Curvularia et Exserohilum. Ces 

espèces ont des caractères morphologiques similaires (Archana, 2014 ; Manamgoda 

et al., 2014) qui ne facilitent pas le diagnostic. La caractérisation moléculaire est l’un 
des moyens préconisés en vue d’une identification précise (Archana, 2014; 

Manamgoda et al., 2014). Récemment, les séquençages des régions de l’espaceur 
interne transcrit (ITS) de l’ADN ribosomique, de la grande sous unité (LSU) de l’ARN 
ribosomique, des gènes glycéraldéhyde-3-phosphate déshydrogénase (GAPDH) et du 

gène du facteur d’élongation alpha (EF1) ont été utilisés avec succès pour 

l’identification des espèces responsables de l’helminthosporiose du riz (Archana, 2014 

; Aslam et al., 2021 ; Kaboré et al., 2021). Pour s’assurer de l’identité exacte de l’espèce 
présente, elles ont aussi été utilisées préalablement à des études de génétique des 
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populations avec des marqueurs adaptés tels que les microsatellites (Castell-Miller & 

Samac, 2012 ; Ahmadpour et al., 2018). Un outil permettant à la fois l’assignation 

taxonomique et la description de la diversité génétique permettrait un gain en temps 

et des économies en ressources financières, surtout dans les études qui traitent de 

nombreux isolats. 

Le Genotyping-by-sequencing (GBS) ou génotypage par séquençage, né du 

séquençage de nouvelle génération, produit un grand nombre de marqueurs de 

polymorphismes mononucléotidiques (SNP) permettant les études phylogénétiques 

et de diversité génétique. Il permet le traitement d'un grand nombre d'isolats grâce 

au mutiplexage et ne nécessite pas la mise au point de marqueurs spécifiques pour 

chaque espèce étudiée. Le GBS est une approche relativement peu coûteuse utilisée 

pour obtenir une séquence à complexité réduite du génome entier (Elshire et al., 

2011 ; Poland et al., 2012). La capacité d’aligner ces séquences sur un génome 
complet de l’espèce étudiée permet d’utiliser le GBS pour discriminer les complexes 

d’espèces cryptiques (Wilson et al., 2015). 

Les objectifs de cette étude étaient : (i) de mesurer la capacité du GBS à identifier les 

espèces associées à l’helminthosporiose du riz ; (ii) d’identifier les espèces 
dominantes associées à l’helminthosporiose et leurs distributions dans divers pays et 

(iii) de vérifier la pathogénicité des espèces dominantes. Pour les besoins des 

analyses, nous avons assemblé de novo les génomes pour les espèces de Bipolaris 

bicolor, B. secalis, B. yamadae, Curvularia hawaiiensis, C. spicifera et Exserohilum 

rostratum. Faute de temps, ces génomes n’ont pas encore pour l’instant été analysés 
en détail ni valorisés sous une autre forme que l’identification de SNP pour les 
analyses de GBS. 

 

Matériel et méthodes 

Collecte et isolement des monoconidies 

Des feuilles, panicules et grains de riz cultivé (O. sativa), sauvage (O. longistaminata) 

et d’autres Poacées (Ischaemum rugosum et Pennisetum glaucum) présentant les 
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symptômes de l’helminthosporiose ont été collectés entre 2018 et 2019 au Burkina 

Faso, au Mali, en France, au Pakistan, en Italie et au Vietnam. Ils ont été disposés 

séparément dans des boîtes de Petri contenant une double couche de papier 

Whatman humidifié (Mathur & Kongsdal, 2003). L'incubation a été réalisée à 25 °C 

pendant 7 jours sous éclairage artificiel (photopériode de 12 h). Sous une loupe 

binoculaire et à l'aide d'une pipette pasteur étirée à la flamme, les conidies ayant les 

caractères morphologiques de Helminthosporium ont été collectées et étalées sur du 

milieu bacto-agar (35 g pour 1 L d’eau). Après une incubation de 24 h (25°C, 12 h de 

photopériode), une seule conidie germant a été transférée sur du milieu potato 

dextrose agar (PDA, 39 g/L) et incubée dans les mêmes conditions pendant 7 jours.  

En plus de ces isolats, nous avons reçu des isolats de Helminthosporium isolés du riz 

cultivé au Bénin, au Ghana, au Sénégal et au Togo par AfricaRice (Dr D. Silué). Des 

isolats de Helminthosporium isolés sur un riz sauvage (Zizania palustris) ont été reçus 

des Etats-Unis (Dr Castel-Miller, Université du Minnesota) et des isolats de Chine 

antérieurement isolés du riz par le CIRAD ont également été inclus dans cette étude. 

Au total 505 isolats ont été réunis (Tableau1).  
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Tableau 1 : Isolats de Helminthosporium de différents pays, de différents organes du 
riz et genres apparentés 

Continent Pays Nombre 
d’isolats 

Espèce végétale Organes  Ecologie 

 
 
 
 
 
 
Afrique 

Bénin 19 Oryza sativa Feuilles 
et grains 

Bas fond, 
plateau 

Burkina Faso 318 O. sativa Feuilles 
et grains 

Bas fond, 
irriguée 

Ghana 13 O. sativa Feuilles Bas fond 
Mali 36 O. sativa ; O. 

longistaminata ; 
Ischaemum rugosum 

Feuilles 
et grains 

Bas fond, 
irriguée 

Sénégal 9 O. sativa ; 
Pennisetum 

glaucum 

Feuilles Bas fond 

Togo 24 O. sativa Feuilles Bas fond 
 
Amérique 

Etats-Unis 20 O. sativa, Zizania 

palustris 

Feuilles 
et grains 

ND 

Colombie 1 O. sativa Feuilles ND 
 
Asie 

Chine 8 O. sativa Panicules Irriguée 
Pakistan 21 O. sativa Feuilles ND 
Vietnam 8 O. sativa Feuilles ND 

Europe France 21 O. sativa Grains Irriguée 
Italie 7 O. sativa Feuilles Irriguée 

ND : non déterminé 

 

Extraction d’ADN  

L'ADN génomique a été extrait à partir de mycélium frais en modifiant la méthode au 

bromure de cétyltriméthylammonium (CTAB) décrite par Doyle et Doyle (1987). Un 

fragment de mycélium cultivé pendant 5 jours sur du PDA a été transféré sur du 

milieu Corn Meat Agar (CMA, 18 g/L) préalablement recouvert d'un disque de 

cellophane stérile. Les boîtes ont été placées à 25 °C (photopériode de 12 h) pendant 

7 jours. Environ 30 mg du mycélium ont été récoltés et transférés dans un tube de 2 

mL contenant du sable stérile et 2 billes. Ces tubes ont été placés directement dans 

l'azote liquide et le mycélium a été broyé à froid avec un broyeur (Retsch MM 301) 

pendant 4 min à 15 Hz. Un millilitre de tampon de lyse CTAB autoclavé, additionné de 
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1% de polyvinyl pyrrolidone (MW. 360 000), de 1% de Na2SO3, de 0,2 mg/mL 

d’ARNase et de 1 mg/mL de protéinase K a été ajouté dans chaque tube. Les tubes 

ont été agités à l’aide du vortex (Vortex-Genie 2) et incubés à l’étuve à 65°C pendant 
2 h. Les tubes ont été ensuite centrifugés pendant 3 min à 8 000 rpm et environ 900 

µL du surnageant ont été transférés dans un nouveau tube de 2 mL. Un millilitre de 

chloroforme isoamilalcool (CIAA, 24/1 v/v) a été ajouté dans chaque tube et mélangé 

par inversion avant d'être centrifugé à 10 000 rpm pendant 10 min. Après 

centrifugation, 700 µL de surnageant ont été transférés dans des tubes de 1,5 mL. Six 

cent microlitres d'isopropanol à -20°C et 210 µL de NaCl 5M ont été ajoutés et 

mélangés par inversion. Les tubes ont été ensuite conservés à -20 °C pendant une 

nuit. Les tubes ont été centrifugés à 13 000 rpm à 4 °C pendant 30 min et le 

surnageant a été éliminé. Cinq cent microlitres d'éthanol à 70% ont été ajoutés dans 

chaque tube et centrifugés à 13 000 rpm à 4°C pendant 5 min. L'éthanol a été éliminé 

et le culot a été séché pendant 10 min sous la hotte. L'ADN a été remis en suspension 

dans 100 µL d'eau milliQ stérile. La qualité et la quantité de l'ADN extrait ont été 

évaluées par spectrophotométrie au Nanodrop 2000 et par électrophorèse sur gel 

d'agarose à 1%. 

Amplification et séquençage de régions ITS, et des gènes GAPDH et TEF 

Trois paires d'amorces communément utilisées pour l'identification des champignons 

en général et des espèces du complexe Helminthosporium en particulier, ont été 

utilisées pour la caractérisation des isolats. Le couple d'amorces ITS5/ITS4 (ITS5-F 5'-

GGAAGTAAAAGTCGTAACAAGG-3' ; ITS4-R 5'-TCCTCCGCTTATTGATATGC-3') pour 

l’amplification de la région ITS1-5,8S-ITS2 (White et al., 1990), la paire GPD1/GPD2 

(GPD1-F 5'-CAACGGCTTCCGTCGCATTG-3' ; GPD2-R 5'GCCAAGCAGTTGGTTGTGC-3') 

pour l’amplification du gène de la glycéraldéhyde-3-phosphate déshydrogénase 

(Berbee et al., 1999) et la paire TEF1-983/TEF1-2218 (TEF1-983-F 5'-

GCYCCYGGHCAYCGTGAYTTYAT-3' ; TEF1-2218R-5'-ATGACACCRACRGCRACRGTYTG-

3') pour l’amplification du gène du facteur d'élongation 1α (Rehner & Buckley, 2005). 

Les amplifications par réaction en chaîne par polymérase (PCR) ont été réalisées à 
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l'aide d'un thermocycleur (Biometra) dans un volume total de 25 µL contenant 14,75 

µL d'eau commerciale, 5 µL de tampon 5X (Promega GoTaq), 1 µL de dNTPs (10mM), 

1 µL (10 µM) de chaque amorce sens et antisens, 0,25 µL de Taq polymérase et 2 µL 

d'ADN génomique (10 ng). Un contrôle négatif a été inclus dans toutes les séries de 

PCR, pour lequel de l'eau ultrapure a été utilisée à la place de l'ADN. Les 

amplifications ont été réalisées avec un programme spécifique à chaque amorce 

(Tableau 2). La présence d’une bande de taille attendue a été vérifiée par migration 

électrophorétique à 100 V pendant 35 min sur gel d'agarose à 1,5% dans du tampon 

TAE 0,5 X. La purification des produits PCR et le séquençage ont été effectués par 

Eurofins, Cologne (Allemagne). 

 

Tableau 2 : Programme des PCR en fonction des gènes 

Etapes ITS5/ITS4 GPD1/GDP2 TEF1-983/ TEF1-2218 

Temperature Durée Temperature Durée Temperature Durée 

1 95 °C 2 min 96 °C 2 min 95 °C 3 min 

2 95 °C 30 s 96 °C 1 min 94 °C 40 s 

3 55 °C 1 min 52 °C 1min 54 °C 50 s 

4 72 °C 1 min 72 °C 50 s 72 °C 1 min 

5 72 °C 10 min 72 °C 10 min 72 °C 5 min 

6 15 °C infini 15 °C infini 15 °C infini 

Les étapes 2 à 4 sont répétées 35 fois 

 

Assignation taxonomique et analyses phylogénétiques sur la base des 3 

régions génomiques amplifiées et séquencées 

Les séquences nucléotidiques générées par PCR, après avoir été vérifiées et corrigées, 

ont été utilisées pour obtenir une séquence consensus à l'aide de Codoncode version 

5.1.5 (CodonCode Corporation). Les séquences consensus ont été comparées par 

BLASTn (http://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi) et les isolats ont été assignés à des 

espèces sur la base de leur similarité avec les séquences de ces dernières dans la base 

de données NCBI. Les séquences nucléotidiques produites et les séquences de 

références de Helminthosporium téléchargées sur NCBI ont été alignées afin de 
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construire des arbres phylogénétiques selon la méthode du maximum de 

vraisemblance à l’aide du logiciel MEGA-X 10.2.10 (Kumar et al., 2018). La robustesse 

des branches de l’arbre consensus a été testée par la méthode de boostraps avec 

1000 répétitions. 

GBS : préparation des banques et séquençage  

La préparation des banques pour le séquençage GBS a été réalisée en collaboration 

avec la plateforme de génotypage de l'UMR AGAP/CIRAD selon la méthode décrite 

par Elshire et al. (2011). L'ADN génomique des isolats a été normalisé à une 

concentration de 10 ng/µL et digéré avec l'enzyme de restriction ApeKI (5 U) à 75 °C 

pendant 2 h. La digestion de l'ADN a été suivie par la ligation à des adaptateurs dont 

un commun à tous les puits et un autre spécifique à chaque échantillon matérialisé 

par un code-barres. La ligation a été réalisée à l'aide d'une ADN ligase T4 à 22 °C 

pendant 30 min et la ligase a été inactivée en la maintenant à 65 °C pendant 10 min. 

Une purification a été effectuée avec le kit QIAquick de QIAgen. La banque a été 

enrichie par PCR dans un volume de 50 µl de solution réactionnelle comprenant 25 µl 

de 2X Taq Master mix NEB, 19 µL d'eau, 2 µL d'ADN et 2 μL de chacune des amorces 

(10 μM). L'amplification a été réalisée selon le programme : 98 ˚C pendant 30 s, suivi 
de 18 cycles de 98 ˚C pendant 10 s, 65 ˚C pendant 30 s, et 72 ˚C pendant 30 s, en 
terminant par une élongation à 72 ˚C pendant 5 min. Les produits PCR ont été 
purifiés avec le kit de purification QIAquick de QIAgen avant d'être évalués au 

BioAnalyzer 2100 (Agilent Technologies) pour la distribution de la taille des 

fragments. Les banques GBS ainsi produites ont été séquencées sur un séquenceur 

Illumina Hiseq 4000. Des séquences (« reads ») de 150 nucléotides couplés par paires 

d’extrémités (« pair-end ») ont été produites.  

Production de génomes complets de Bipolaris sp., B. bicolor, Curvularia 

hawaiiensis, C. spicifera et de Exserohilum rostratum 

L’assignation à une espèce par GBS est basée sur l’homologie avec un génome 
complet de référence. Pour certaines espèces du groupe Helminthosporium, nous ne 
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disposions pas de séquences de référence. Nous avons donc réalisé des séquençages 

de génomes de ces espèces. Le séquençage d’un génome complet requiert de l’ADN 
de haute qualité. Des modifications et des étapes supplémentaires ont été apportées 

à la méthode d’extraction au CTAB décrite précédemment. Brièvement, 60 mg de 

mycélium ont été broyés dans un mortier plongé dans l’azote liquide. Le tampon de 

lyse CTAB a été dosé après autoclavage avec uniquement 1% de Na2SO3. Après 

rinçage à l'éthanol 70°, l’ADN a été remis en suspension dans 500 µL de TEHS 1x 

(Nacl 1 M, Tris-Hcl 10 mM et EDTA 1 mM à pH=8) préchauffé à 37 °C. Dix microlitres 

de Rnase A à 10mg/mL ont été ajoutés et incubés pendant 30 min à 37°C. L’étape de 
séparation au CIAA et le rinçage à l’éthanol ont été répétés. L’ADN a été récupéré 
dans 100 µL d'eau milliQ stérile. La qualité et la quantité de l'ADN extrait ont été 

évaluées par spectrophotométrie au Nanodrop 2000 et par électrophorèse sur gel 

d'agarose à 1%. 

Le séquençage a été effectué sur un séquenceur Illumina NovaSeq 6000 avec une 

profondeur supérieure à 50X. L'assemblage a été réalisé avec le logiciel ABySS 

(Simpson et al., 2009) pour différentes longueurs élémentaires (K-mer) de reads. La 

valeur N50 des séquences assemblées a été évaluée suivant les différentes valeurs de 

K-mers et, pour chacun des génomes, la séquence assemblée ayant la valeur de N50 

la plus élevée a été retenue. 

Assignation taxonomique et analyse phylogénétique à partir des données de 

GBS 

Pour aboutir à l’assignation taxonomique de nos isolats, les outils GBSX v1.3 (Herten 

et al., 2015) et RattleSNP (https://github.com/sravel/RattleSNP) ont été 

respectivement utilisés pour le démultiplexage et le mapping. Le démultiplexage a 

consisté en une identification individuelle sur la base des code-barres des séquences 

des isolats multiplexés au cours de la préparation de la banque GBS. Les 

renseignements à fournir pour le fonctionnement de RattleSNP ainsi qu’une 
présentation schématique du pipeline sont résumés respectivement dans le script 

https://github.com/sravel/RattleSNP
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fourni en annexe (Annexe 1) et la figure en annexe 2. Pour l’étape de mapping, le 
module BWA_MEM de RattleSNP a été utilisé pour mapper les reads produits par GBS 

sur les génomes complets de référence des espèces de Helminthosporium (Annexe 3). 

Les données obtenues de l’outil BWA_MEM ont été exploitées par l’outil SAMTOOLS 

pour produire des statistiques des taux de mapping des reads GBS sur les génomes 

de référence. Sur la base de ces statistiques, un isolat donné a été assigné à l’espèce 
sur laquelle le taux de mapping était le plus élevé et au minimum supérieur ou égal à 

80%. Les isolats qui ont présenté un taux de mapping maximum inférieur à 80% n’ont 
pas été assignés. 

Après l’identification des espèces, une analyse phylogénétique basée sur les 
marqueurs SNPs a été effectuée pour apprécier les relations phylogénétiques entre 

les espèces du genre Bipolaris. L’outil RattleSNP a été de nouveau utilisé pour 

mapper les reads des isolats retenus sur le génome de référence de l’isolat ATCC 

44560 de Bipolaris oryzae (Condon et al., 2013) et pour l’identification des marqueurs 
SNPs (SNPCALLING). L’étape du SNPCALLING fait appel aux outils gatk 
(HaplotypeCaller, GenomicsDBImport et GenotypeGVCFs) pour identifier les 

marqueurs SNPs. Une fois les marqueurs SNPs identifiés, ils ont été soumis à un filtre 

à l'aide de vcftools en fixant la profondeur minimum de séquençage des marqueurs à 

2X (minDP 2), la qualité minimum du génotype à 30 (minQ 30), la fréquence des 

allèles mineurs à 5% (maf 0,05) et les données manquantes à un maximum de 30% 

(max-missing 0,70) (Danecek et al., 2011). A partir des SNPs filtrés, un arbre 

phylogénétique basé sur la méthode du maximum de vraisemblance avec des 

boostraps calculés après 1000 répétitions a été réalisé à l’aide de l’outil RaxML 

(Stamatakis, 2014). 

Test de pathogénicité 

Matériel végétal et dispositif expérimental 

Les variétés de riz FKR 19, FKR 62N, TS2, Gambiaka, Manobi et Kitaake ont été 

utilisées pour évaluer la pathogénicité d‘isolats sélectionnés pour représenter les 
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principales espèces rencontrées. Les variétés FKR 19, FKR 62N, TS2 et Gambiaka sont 

du Burkina Faso, Kitaake est une variété d’origine japonaise utilisée comme témoin au 
laboratoire et Manobi est une variété d’origine française cultivée en Camargue 

(France). Pour les tests de pathogénicité, les variétés de riz ont été cultivées sous 

serre pendant 25 jours (stade 3-4 feuilles) dans des pots de 9x9x9,5 cm contenant du 

terreau (Jiffy : 58% de tourbe blonde, 18% de fibres de coco, 10% de perlite, 9% de 

pierres volcaniques et 5% d’argile) et de l’engrais minéral NPK 13-5-19 (Basacote 

Native 6M) à 3,5 g.L-1 de sol. Un dispositif en bloc complètement randomisé composé 

de 3 répétitions a été adopté. Pour ce faire, chaque pot a été ensemencé avec 5 

grains et une répétition était constituée de 4 pots. Les 6 variétés ont été scindées 

dans 2 plateaux à raison de 3 variétés par plateau, soit 12 pots (60 plantes). Deux 

arrosages ont été effectués chaque jour. 

Matériel fongique et production d’inoculum 

Trente-trois isolats représentant les différentes espèces majoritaires isolées des 

symptômes de l’helminthosporiose du riz et de différentes origines géographiques 

ont été choisis (Tableau 3). Ces isolats monoconidiens ont été cultivés pendant 14 

jours (10 jours à 25 °C et 4 jours à 28°C) sur du milieu de culture fait à base de 

tourteau pour lapin (50 g de tourteau alimentaire pour lapin - Kaytee Products, Inc. 

Chilton, WI 53014, USA et 15 g d’agar pour un litre de milieu) (Hau & Rush, 1980). Les 

conidies ont été recueillies et les suspensions de conidies ont été ajustées à 1 x 104 

conidies/mL avec 0,5% de gélatine finale. 
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Tableau 3 : Isolats utilisés pour l’évaluation de la pathogénicité 

 

 

N° Espèces Isolats Hôte/organe Pays de 
provenance 

1  BF9010 O. sativa/feuille Burkina Faso 

2  BF9083 O. sativa/feuille Burkina Faso 
3 Bipolaris oryzae BN9007 O. sativa/grain Benin 
4  GH9012 O. sativa/feuille Ghana 
5  ML9025 O. longistaminata/feuille Mali 
6  TG9010 O. sativa/feuille Togo 
7  BF9046 O. sativa/panicule Burkina Faso 
8  BF9100 O. sativa/feuille Burkina Faso 
9 Bipolaris maydis GH9009 O. sativa/feuille Ghana 
10  ML9030 O. sativa/feuille Mali 
11  ML9032 O. sativa/feuille Mali 
12  TG9018 O. sativa/feuille Togo 
13  BF9094 O. sativa/feuille Burkina Faso 
14  BF9152 O. sativa/feuille Burkina Faso 
15 Bipolaris bicolor BF9156 O. sativa/feuille Burkina Faso 
16  BF9159 O. sativa/feuille Burkina Faso 
17  BF9322 O. sativa/feuille Burkina Faso 
18  BF9324 O. sativa/feuille Burkina Faso 
19  ML9004 O. sativa/feuille Mali 
20 Bipolaris sorokiniana ML9005 O. sativa/feuille Mali 
21  ML9006 O. longistaminata/feuille Mali 
22  ML9007 O. longistaminata/feuille Mali 
23  FR9030 O. sativa/grain France 
24  FR9045 O. sativa/grain France 
25 Curvularia spicifera FR9067 O. sativa/feuille France 
26  PK9024 O. sativa/feuille Pakistan 
27  PK9034 O. sativa/panicule Pakistan 
28  

 

Exserohilum rostratum 

BF9006 O. sativa/feuille Burkina Faso 
29 BF9038 O. sativa/feuille Burkina Faso 
30 ML9044 O. sativa/feuille Mali 
31 ML9046 O. sativa/feuille Mali 
32 SN9008 O. sativa/feuille Sénégal 
33 TG9001 O. sativa/feuille Togo 
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Inoculation et évaluation des symptômes 

L’inoculation des plantes de riz a été faite par pulvérisation de 30 mL de suspensions 

conidiennes ou de l'eau à 0,5% de gélatine (contrôle négatif) sur 60 plantes. Les 

plantes ont été maintenues à l'humidité maximale (100%) à 21°C pendant une nuit 

puis transférées dans un phytotron à 27 °C. Sept jours après l'inoculation, 20 feuilles 

(1 par plante) ont été prélevées par variété et par isolat, soient 60 feuilles pour les 3 

répétitions. Elles ont été collées sur du papier adhésif et scannées à 600 points par 

pouce ou DPI (Epson Scan V370).  

 

Analyse de données 

Les images ont été analysées à l'aide du paquet R LeAFtool (Lesion Area Finding tool ; 

https://github.com/sravel/LeAFtool), qui mesure la surface des feuilles et le nombre 

de lésions. Les paramètres d’analyse d’image étaient réglés pour un minimum de 

surface foliaire de 1000 pixels et 10 pixels pour la surface minimale d’une lésion.  

Pour évaluer la pathogénicité des isolats, nous avons utilisé un modèle linéaire 

(package stats) où le nombre de lésions par feuille était fonction de l'effet de l’isolat 
fongique (espèce et isolat) et de la variété. Ce modèle a été utilisé pour calculer les 

moyennes des moindres carrés (LSmeans) en utilisant le package 'lsmeans' de R. La 

transformation en racine carrée a été utilisée pour obtenir une variable avec une 

distribution normale et des variances égales (homoscédasticité). Les différences 

d’impact d’un isolat fongique sur les différentes variétés et les différences de 

sensibilité des différentes variétés à un isolat fongique ont été testées par ANOVA 

(package stats) sur le modèle présenté ci-dessus. Par la suite, afin d’identifier et de 
calculer des groupes statistiques entre les variétés ou les isolats, un test de Tukey 

HSD a été appliqué pour comparer les LSmeans issues du modèle (package 

multcomp, stats) au seuil de 5%. 
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Résultats 

Nouveaux génomes produits 

L’assignation par GBS est basée sur l’homologie avec un génome de référence. Les 

génomes complets de référence n’étant pas disponible pour les espèces de E. 

rostratum et certaines espèces de Bipolaris et Curvularia, nous avons séquencé et 

assemblé les génomes de 6 isolats. Les isolats ML9021, FR9030, PK9021 et BF9006 

ont été choisis pour représenter respectivement les espèces Bipolaris bicolor, 

Curvularia spicifera, C. hawaiiensis et Exserohilum rostratum. Les isolats BF9003 et 

PK9029 ont été choisis car ils étaient respectivement proches des espèces B. secalis, 

et B. yamadae ou B. maydis, leur assignation à ces espèces n’étant confirmée que par 

2 des 3 séquences utilisées (Figures 1, 2 et 3).  

Les résultats ont montré un bon niveau d’assemblage. Le nombre de contigs 
(moyenne = 258) est relativement faible et la contiguïté est forte (N50 variant entre 

168 033 pb et 1 163 278 pb ; Tableau 4) ce qui témoigne d’une faible fragmentation. 

La taille des génomes est comprise entre 31 et 35 Mb (Tableau 4) ce qui correspond 

aux tailles attendues pour ces espèces. Les assemblages n’ont pas été analysés plus 
en détail, ce travail n’étant pas une priorité pour la thèse, mais ils ont pu être utilisés 

pour l’assignation à partir des données GBS. 

Tableau 4 : Génomes complets des espèces de Bipolaris spp., Curvularia spp. et 
Exserohilum rostratum séquencés par Illumina dans le cadre de la thèse  

 
 

Espèces 
 

Isolats 
Caractéristiques métriques des génomes 

Nombre de 
contigs 

Taille du 
génome 

(pb) 

Scaffold 
N50 
(pb) 

Taille du 
contig le 

plus grand 
Bipolaris bicolor ML9021 198 35290802 965535 1842129 
Bipolaris secalis BF9003 611 34536598 547899 1440574 

Bipolaris yamadae PK9029 122 33529792 1077338 2114826 
Curvularia spicifera FR9030 160 31802399 714116 2117616 

C. hawaiiensis PK9021 370 31471389 168033 763367 
Exserohilum rostratum BF9006 90 34712417 1163278 2896553 
N50 : taille du scaffold tel que 50% des bases de l’assemblage sont comprises dans des scaffolds de taille supérieure à ce 
scaffold. Cet indice mesure la fragmentation du génome assemblé en contigs ; plus il est élevé moins le génome est fragmenté. 
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Comparaison de l’assignation taxonomique par séquence de gènes (ITS, GAPDH 

et TEF) et par GBS 

Pour évaluer l’intérêt d’utiliser le GBS pour l’assignation des isolats à une espèce, 

nous avons comparé l’assignation de 112 isolats caractérisés à la fois par le 

séquençage des 3 régions génomiques utilisées classiquement pour l’assignation et 
par le GBS.  

La recherche de similarité par BLAST entre les séquences ITS, GAPDH et TEF produites 

et celles disponibles dans les bases de données NCBI ont permis d’assigner les isolats 
aux genres Bipolaris, Curvularia et Exserohilum (Tableau 5). Pour les espèces B. bicolor 

(1 isolat), B. maydis (3), B. oryzae (54 isolats) et E. rostratum (19 isolats), l’assignation a 
été identique pour les 3 régions génomiques. Par contre, des différences 

d’assignation ont été observées pour les autres espèces. L’assignation des isolats (12) 
à Curvularia spicifera a été identique par les gènes GAPDH et TEF. Tous les isolats 

assignés par GAPDH et TEF à C. spicifera n’ont pas pu être assignés avec précision par 
la région génomique ITS. Un constat similaire a été fait avec B. cynodontis où la 

majorité des isolats assignés (9) à cette espèce l’ont été grâce au gène GAPDH. Les 2 
isolats assignés à B. secalis avec ITS et GAPDH ont été assignés à B. shoemakeri avec 

TEF. Ceux qui ont été assignés à C. americana (2) avec ITS et GAPDH ont été assignés 

à C. spicifera avec TEF. L’isolat assigné à B. zeicola par GAPDH et TEF a été assigné à B. 

victoriae avec la séquence ITS. Pour tous les isolats dont l’identification par les 3 
régions génomiques n’a pas été identique, l’assignation taxonomique finale de ces 
isolats a été limitée au genre.  

Pour l’assignation taxonomique par GBS, les séquences produites par GBS des 112 
isolats analysés ci-dessus ont été alignées sur les génomes complets de 18 isolats 

représentant 15 espèces de Helminthosporium (Annexe 3). Un isolat a été assigné à 

une espèce lorsque le taux de similarité avec cette espèce était le plus élevé et 

supérieur ou égal à 80%. Sur les 112 isolats, 8 n’ont pas pu être assignés du fait d’un 
taux de similarité maximum inférieur à 80%. Les taux de similarité maximum retenus 
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pour l’assignation des isolats varient de 80% à 114%. Les valeurs superieures à 100% 

sont dues à la présence d’éléments transposables sur les génomes de référence. Pour 

les 104 isolats présentant des taux de mapping supérieurs ou égaux à 80%, les 

espèces identifiées sont Bipolaris bicolor (1), B. maydis (4), B. oryzae (50 isolats) B. 

secalis (2), B. sorokiniana (8), B. yamadae (1), Curvularia hawaiiensis (2), C. spicifera 

(17) et E. rostratum (19). Pour les 77 isolats assignés avec certitude c’est-à-dire 

identiquement par les 3 marqueurs (ITS, GPD, TEF), 73 isolats soit 94,8% ont eu la 

même assignation par GBS (les 4 isolats non assignés par GBS l’ont été par un taux de 
mapping inférieur à 80%). Pour les 35 isolats dont l’assignation aux espèces par les 3 

régions génomiques n’étaient pas unanime, l’identification s’est limitée aux genres 

(15 isolats du genre Bipolaris et 20 isolats du genre Curvularia). Le GBS a apporté plus 

de précision dans l’identification de ces 35 isolats assignés aux genres Bipolaris (15) 

et Curvularia (20) par les 3 régions génomiques (Tableau 6). Au sein des 15 isolats du 

genre Bipolaris, le GBS a permi d’identifier B. sorokiniana (8), B. maydis (1), B. secalis 

(2) et B. yamadae (1). Trois isolats n’ont pas pu être identifiés pour taux de mapping 
inférieur à 80%. Pour les 20 isolats du genre Curvularia, le GBS a assigné 2 isolats à C. 

hawaiiensis et 17 isolats à C. spicifera. Un seul isolat n’a pas pu être assigné pour 

faible taux de mapping.  
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Tableau 5 : Espèces fongiques identifiées en fonction de la région génomique 
considérée sur un échantillon de 112 souches isolées du riz 

Espèce Assignation taxonomique en 
fonction de la région génomique 

Assignation par GBS 
 

ITS GAPDH TEF 
Bipolaris bicolor 1 1 1 9 

B. coffeana 0 1 2 0 
B. cynodontis 4 9 1 0 

B. maydis 4 4 5 4 
B. oryzae 54 54 54 50 

B. secalis 2 2 0 0 
B. setariae 1 0 0 0 

B. shoemakeri 0 0 2 0 
Bipolaris sp. 5 1 6 3 

B. sorokiniana 0 0 0 8 
B. victoriae 1 0 0 0 
B. zeicola 0 1 1 0 

Curvularia americana 1 1 0 0 
C. hawaiiensis 0 2 2 2 

C. nodosa 2 0 0 0 
Curvularia sp. 17 5 5 0 

C. spicifera 0 12 12 17 
E. rostratum 19 19 19 19 

En gras les espèces identifiées de façon identique avec ITS, GAPDH, TEF et le GBS. Les écarts entre le nombre total d’isolats 
séquencés (112) et les nombres totaux des isolats assignés par régions génomique résultent du fait qu’un isolat n’a pas pu être 
assigné par ITS c’est-à- dire que sur la base de la région ITS ni l’espèce, ni le genre de cet isolat n’ont été identifiés, 2 isolats non 
identifiés par TEF et 8 isolats non assigné par GBS (pour taux de mapping inférieur à 80%) 
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Tableau 6 : Comparaison entre l’assignation par GBS et celle basée sur les 3 régions génomiques (ITS, GAPDH et TEF) 

 Assignation par GBS 
B.  

bicolor 

B. 

maydis 

B. 

oryzae 

B. 

secalis 

B. 

sorokiniana 

B. 

yamadae 

C. 

hawaiiensis 

C. 

spicifera 

E. 

rostratum 

Non assigné 
(Taux 

mapping 
<80%) 

Total 

 
 

Assignati
on par 3 
gènes 
(ITS, 

GAPDH 
et TEF) 

B. bicolor 1          1 

B. maydis  3         3 
B. oryzae   50       4 54 

Bipolaris sp.  1  2 8 1    3 15 

Curvularia sp.       2 17  1 20 

E. rostratum         19  19 

Total 1 4 50 2 8 1 2 17 19 8 112 
 

 

 

 

 

 

 



84 
 

Phylogénie  

Pour évaluer la relation phylogénétique entre les espèces, nous avons réalisé une 

analyse phylogénétique pour chacune des régions séquencées (ITS, GAPDH et TEF) 

de 133 isolats dont 112 de notre étude et 21 de Genbank (Annexe 4). Alternaria 

alternata a été utilisée pour enraciner l’arbre. Des arbres phylogénétiques ont été 

également réalisés à partir des séquences ITS, GAPDH et TEF concaténéees, ainsi que 

les séquences ITS et GAPDH concatenées. L’arbre obtenu avec les séquences TEF ne 
permet pas une bonne discrimination des espèces. Nous avons donc décidé de 

présenter ceux réalisés avec les séquences ITS, GAPHD, et ITS et GAPDH concaténées. 

Tous les phylogrammes réalisés présentent 3 clades regroupant chacun les isolats des 

3 genres identifiés (Bipolaris, Curvularia et Exserohilum) (Figures 1, 2 et 3). Le 

phylogramme obtenu à partir des séquences ITS et GAPDH concatenées (Figure 3), 

montre que les isolats BF9003 et PK9029 dont l’assignation par les 3 régions 
génomiques n’a pas été identique sont respectivement proches de B. secalis et B. 

yamadae.  
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Figure 1 : Arbre phylogénétique obtenu à partir d'une analyse de maximum de 
vraisemblance basée sur l'alignement des séquences ITS 
Les valeurs de support aux nœuds représentent les pourcentages de bootstrap avec des valeurs ≥ 60% sont 
indiquées au-dessus des branches. Les isolats de GenBank sont en gras et en italique. Les isolats en rouge sont 
ceux dont l’assignation par les 3 regions génomiques n’a pas été identique et dont nous avons séquencé leurs 
génomes complets. L'arbre est enraciné avec Alternaria alternata (EGS 34-016).  
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Figure 2 : Arbre phylogénétique obtenu à partir d'une analyse de maximum de 
vraisemblance basée sur l'alignement des séquences du gène GAPDH 
Les valeurs de support aux nœuds représentent les pourcentages de bootstrap avec des valeurs ≥ 60% 
sont indiquées au-dessus des branches. Les isolats de GenBank sont en gras et en italique. Les isolats en 

rouge sont ceux dont l’assignation par les 3 regions génomiques n’a pas été identique et dont  nous avons 

séquencé leurs génomes complets.  L'arbre est enraciné avec Alternaria alternata (EGS 34-016).  
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Figure 3 : Arbre phylogénétique obtenu à partir d'une analyse de maximum de 
vraisemblance basée sur l'alignement des séquences ITS et GAPDH concaténées 
Les valeurs de support aux nœuds représentent les pourcentages de bootstrap avec des valeurs ≥ 60% 
sont indiquées au-dessus des branches. Les isolats de GenBank sont en gras et en italique. Les isolats 
en rouge sont ceux dont l’assignation par les 3 regions génomiques n’a pas été identique et dont nous 
avons séquencé leurs génomes complets. L'arbre est enraciné avec Alternaria alternata (EGS 34-016).  
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Assignation taxonomique par GBS 

Cinq cent cinq isolats (y compris les 112 decrits précédemment) provenant de 13 

pays ont été séquencés par GBS. Quatorze isolats non mappés à aucun génome de 

référence (problèmes liés aux code-barres certainement) ont été observés. Après 

application des filtres (taux de mapping sur un génome de référence ≥80%), 22 isolats 

ont été exclus. Les isolats exploitables (469) soient 93% des données produites, ont 

été assignés aux différentes espèces de Helminthosporium (Annexe 5). Les espèces 

identifiées appartiennent aux genres Bipolaris (240/469), Exserohilum (194/469) et 

Curvularia (35/469). Ces 3 genres ont été déclinés en 7 espèces dont B. bicolor 

(19/240), B. maydis (16/240), B. oryzae (172/240), B. sorokiniana (8/240), C. 

hawaiiensis (8/35), C. papendorfii (3/35), C. spicifera (24/35), E. rostatum (191/194) et 

E. turcicum (3/194) (Tableau 5). Pour chaque genre, on observe qu’une espèce est 
majoritaire. Ainsi B. oryzae représente 72 % des isolats de Bipolaris, E. rostratum 98 % 

des isolats de Exserohilum et C. spicifera 69 % des isolats de Curvularia.  

Bien que les séquences ITS, GAPDH et TEF n’aient pas permis une assignation 
taxonomique unique des isolats BF9003 et PK9029, le séquençage de leurs génomes 

complets a permis d’identifier par GBS 25 isolats qui présentaient des forts taux de 
similarités avec ces isolats. Il s’agissait de 20 isolats qui ont montré des taux de 
mapping de 88 à 105% avec le génome de l’isolat PK9029 qui appartient 
probablement à B. yamadae ou B. maydis, et 5 isolats qui ont montré une similarité 

de 99% avec le génome de l’isolat BF9003 qui appartient probablement à B. secalis.  

 

Distribution des espèces en fonction des pays, des organes malades et des hôtes  

L’analyse sur la distribution des espèces en fonction des pays, de l’organe malade et 
des hôtes est descriptive et préliminaire. En effet les nombres d’isolats par pays, par 
organe et par espèce hôte ne sont pas identiques (et parfois faibles).   

A l’exception du Sénégal, Bipolaris oryzae a été isolée dans tous les pays (Tableau 7). 

Cette espèce est majoritaire au sein des isolats du Bénin, de la Chine, du Ghana, des 
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USA et du Vietnam. Exserohilum rostratum est l’espèce dominante au Burkina Faso 
(51,3%), tandis que C. spicifera (57,9%) l’est dans l’échantillon du Pakistan.  
L’analyse de la distribution des espèces en fonction des parties végétales infectées a 

révélé que B. bicolor, B. oryzae, E. rostratum et C. spicifera sont présentes sur les 

feuilles, les panicules et les grains (Tableau 8). En outre, la distribution des espèces en 

fonction de l’espèce végétale, a montré qu’a l’exception de C. spicifera isolée 

uniquement sur O. sativa, B. bicolor et B. oryzae en plus de O. sativa infectaient O. 

longistaminata (Tableau 9). E. rostratum quant à elle, a été isolée de O. sativa, O. 

longistaminata, I. rugosum et de P. glaucum.  
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Tableau 7 : Espèces isolées sur les feuilles, panicules et grains du riz cultivé et d’autres Poacées  

Pays 
Distribution des espèces  Total 

B. bicolor B. maydis B. oryzae 
B. 

sorokiniana  

B. secalis  B. yamadae  
C. hawaiiensis C. papendorfii C. spicifera E. rostratum E. turcicum 

 

Bénin 0 0  18 (94,7%) 0  0 0  0 0   0 1 (5,3%)  0 19 

Burkina Faso 16 (5,3%) 10 (3,3%) 87 (28,8%) 0 3 (0,9%) 18 (5,9%) 5 (1,7%) 2 (0,7%) 4 (1,3%) 155 (51,3%) 2 (0,7%) 302 

Chine 0  0 7 (100%)  0 0 0   0  0  0 0   0 7 

Colombie 0  0 1 (100%)  0 0 0   0  0  0  0  0 1 

France 0  0 7 (41,2%) 3 (17,7%) 1 (5,88%) 0  0  0 6 (35,3%)  0  0 17 

Ghana 0  0 7 (58,3%) 0  1 (8,3%)  0 1 (8,3%)   3 (25%)  0 12 

Italie 1 (16,7%)  0 1 (16,7%) 0 1 (16,67%) 0  0  0 3 (50%)  0  0 6 

Mali 1 (2,8%) 4 (11,4%) 13 (37,1%) 5 (14,3%) 0 0  0  0  0 12 (34,3%)  0 35 

Pakistan 0  0 1 (5,3%) 0 0 1 (5,3%) 2 (10,5%) 0 11 (57,9%) 4 (21,1%)  0 19 

Sénégal 1 (12,5%)  0 0 0 0 0 1 (12,5%)  0  0 6 (75%)  0 8 

Togo 0 2 (11,1%) 7 (38,9%)  0 0 0  0  0  0 9 (50%)  0 18 

USA 0  0 18 (94,7%)  0 0 0  0  0  0 1 (5,3%)  0 19 

Vietnam 0  0 5 (83,3%)  0 0 0 0   0 0  0  1 (16,7%) 6 

Total 19 16 172 8 5 20 8 3 24 191 3 469 

Le chiffre avant la parenthèse représente le nombre d’isolats et le chiffre entre la parenthèse représente le pourcentage de l’espèce au sein des isolats du pays
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Tableau 8 : Distribution des espèces associées aux symptômes de l’helminthosporiose 
en fonction de l’organe de collecte 

Espèces 

fongiques 

Organes infectés Total 

Feuilles Panicules Grains 

B. bicolor 19 (100%) 0 0 19 

B. maydis 15 (93,8%) 1 (6,2%) 0 16 

B. oryzae 119 (69,2%) 19 (11%) 34 (19,8%) 172 

B. sorokiniana 5 (62,5%) 0 3 (37,5%) 8 

B. secalis  4 (80%) 0 1 (20%) 5 

B. yamadae  19 (95%) 1 (5%) 0 20 

C. hawaiiensis 7 (87,5%) 1 (12,5%) 0 8 

C. papendorfii 3 (100%) 0 0 3 

C. spicifera 15 (62,5%) 3 (12,5%) 6 (25%) 24 

E. rostratum 180 (94,2%) 5 (2,6%) 6 (3,1%) 191 

E. turcicum 3 (100%) 0 0 3 
Le chiffre hors des parenthèses représente le nombre d’isolats et le chiffre entre les parenthèses 

représente la part de l’espèce sur un organe. 

 

Tableau 9 : Distribution des espèces en fonction de l’espèce hôte 

Espèces fongiques Espèces hôtes   Total 

Ischaemum 

rugosum 

Oryza 

longistaminata 

Oryza 

sativa 

Pennisetum 

glaucum 

Zizania 

palustris 

 

B. bicolor 0 0 19 (100%) 0 0 19 

B. maydis 0 1 (6,3%) 15 (93,7%) 0 0 16 

B. oryzae 0 2 (0,1%) 152 (89,4%) 0 18 (10, 5%) 172 

B. sorokiniana 0 2 (25%) 6 (75%) 0 0 8 

B. secalis 0 0 5 (100%) 0 0 5 

B. yamadae  0 0 20 (100%) 0 0 20 

C. hawaiiensis 0 0 8 (100%) 0 0 8 

C. papendorfii 0 0 3 (100%) 0 0 3 

C. spicifera 0 0 24 (100%) 0 0 24 

E. rostratum 1 (0,5%) 2 (1,1%) 187 (97,9%) 1 (0,5%) 0 191 

E. turcicum 0 0 3 (100%) 0 0 3 
Le chiffre hors des parenthèses représente le nombre d’isolat et le chiffre entre les parenthèses 

représente la part de l’espèce sur un hôte donné 
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Phylogénie de Bipolaris spp. avec les données GBS 

Pour comprendre les relations phylogénétiques entre les espèces de Bipolaris, les 240 

isolats assignés au genre Bipolaris par les taux de mapping ont été alignés au 

génome de référence de B. oryzae. Les marqueurs SNPs identifiés (553 008 SNPs) ont 

permis de construire un arbre phylogénétique. Cet arbre phylogénétique a montré 

une répartition des isolats en 6 groupes majeurs (Figure 4). Ces groupes 

correspondent aux espèces du genre Bipolaris telles qu’identifiées par mapping sur 

les génomes de références. Cependant, au niveau du groupe de B. oryzae, l’isolat 
US9009, et les isolats BF9116, BF9225 et BF9251 sont différenciés du groupe majeur 

pour former 2 sous-groupes. 

 

Figure 4 : Arbre phylogénétique obtenu à partir d'une analyse de maximum de 
vraisemblance basée sur les marqueurs SNPs des isolats de Bipolaris 
Sur la base des taux de mapping sur les génomes de références les isolats en bleu correspondent à 
l’espèce Bipolaris bicolor ; isolats en rouge à Bipolaris maydis ; isolats en noir à Bipolaris oryzae ; isolats 
en violet à Bipolaris sorokiniana ; isolats en orange à Bipolaris secalis ; isolats en vert : à Bipolaris 

yamadae  
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Pathogénie 

Description des symptômes 

Pour apprécier la pathogénicité, des isolats de Bipolaris bicolor, B. maydis, B. oryzae, 

B. sorokiniana, Curvularia spicifera et Exserohilum rostratum ont été inoculés par 

pulvérisation de suspension conidiennes sur les variétés de riz FKR 19, FKR 62N, 

Gambiaka, Manobi, TS2 et Kitaake. Trois jours après l’inoculation, les feuilles de riz 
inoculées avec B. oryzae présentaient des lésions brunes. A ce moment, les lésions 

étaient invisibles au niveau des feuilles inoculées avec B. bicolor, B. maydis, B. 

sorokiniana, C. spicifera et E. rostratum. A sept jours après inoculation, les lésions 

brunes causées par B. oryzae avaient des tailles variant de 0,5 à 4 mm. Les lésions 

entourées d’un halo jaune et densement reparties à la surface des feuilles fusionnent 
(Figure 5). Les lésions causées par E. rostratum sont moins nombreuses à la surface de 

la feuille, de tailles plus petites (<0,5 mm) et dépourvues de halo jaune. Bipolaris 

maydis a montré des taches brunes allongées (moins de 1 mm de longueur) et/ou 

circulaires de très petites tailles.  

 

 



94 
 

 

Figure 5 : Lésions foliaires causées par différentes espèces de Bipolaris et Exserohilum isolées des symptômes de l’helminthosporiose 
du riz. 
 A) Symptômes de C. spicifera 7 jours après inoculation avec une suspension de 1x104 conidies/mL ; B) Symptômes de E. rostratum 7 jours après inoculation avec une 
suspension de 1x104 conidies/mL ; C) Symptômes de B. maydis 7 jours après inoculation avec une suspension de 1x104 conidies/mL ; D) Symptômes de B. oryzae 7 jours après 
inoculation avec une suspension de 1x104 conidies/mL 

C D

BA
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Comparaison entre espèces fongiques et entre variétés de riz 

Pour apprécier la pathogénicité (nombre de lésions induites et proportion de surface 

foliaire malade) des espèces fongiques isolées des symptômes de 

l’helminthosporiose du riz en milieu contrôlé, des analyses de variance et un test de 

corrélation ont été réalisés. Les conditions necessaires pour la validité des analyses de 

variances (distribution normale et homoscédasticité) ont conduit à une 

transformation en racine carrée des variables qui traduisent la pathogénicité que sont 

le nombre de lésions par feuille et la proportion de surface foliaire malade (%). 

Cependant pour faciliter la lecture, dans tout le document nous adopterons les 

appellations nombre de lésions et proportion foliaire malade pour faire allusion aux 

valeurs transformées en racine carrée. Des rappels seront faits là où nous estimons 

que c’est nécessaire. 
Les analyses statistiques ont montré des effets significatifs des variétés, des espèces 

fongiques ainsi que de leurs interactions sur le nombre moyen de lésions et la 

proportion foliaire malade (Tableau 10). Le test de corrélation de Pearson a montré 

une corrélation linéaire positive, forte (R = 0,79) et statistiquement significative (p < 

2,2e-16) entre le nombre moyen de lésions par feuille et la proportion foliaire malade 

(Figure 6). 

L’espèce Bipolaris oryzae a causé le plus de lésions par unité de surface foliaire (1,73 

lésions/cm2) et couvert le plus de surface foliaire (0,98%) (Figures 7 et 8). Elle a été 

suivie par B. maydis (0,8 lésion/cm2 et 0,27% de surface foliaire couverte par la 

maladie). Curvularia spicifera a induit le moins de lésions (0,13 lésion/cm2) et couvert 

le moins de surface foliaire (0,02%). Sur la base des lésions induites, B. bicolor (0,17 

lésion/cm2) ne diffère pas statistiquement de C. spicifera (0,13 lésion/cm2). Par contre, 

en termes de surface foliaire couverte par les lésions, son impact a été plus important 

que celui de C spicifera (0,02%). Elle a été classée dans le même groupe statistique 

que B. sorokiniana (0,09%) et E. rostratum (0,1%).  

L’analyse du nombre moyen de lésions causées par chaque espèce fongique sur 

chacune des variétés a montré que Bipolaris oryzae suivie de B. maydis ont été les 
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espèces les plus pathogènes indépendamment de la variété (Tableau 11). A 

l’exception de la variété Manobi, le nombre moyen de lésions causées Bipolaris 

oryzae a été plus du double de ceux causés par B. maydis, la deuxième espèce 

fongique la plus pathogène dans notre expérimentation. L’impact de ces 2 espèces 
fongiques est statistiquement supérieur chez toutes les variétés de riz testées 

(Tableau 11). La variété FKR 19 a été la seule variété où le nombre moyen de lésions 

causées par B. maydis (0,52 lésion/cm2) n’a pas été statistiquement différent de ceux 

causés par les isolats de B. sorokiniana (0,39 lésion/cm2). 

En termes de proportion de surface foliaire malade, les isolats de B. oryzae ont causé 

le maximum de surface foliaire malade quelle que soit la variété de riz. Leur impact 

diffère significativement des autres espèces fongiques chez toutes les variétés. B. 

maydis est la deuxième espèce fongique causant une surface foliaire malade élevée 

après B. oryzae. Cependant, la proportion foliaire malade de B. maydis ne diffère pas 

statistiquement des isolats de B. sorokiniana et de E. rostratum chez les variétés de riz 

FKR 19, FKR 62 N et Gambiaka. 

Les différences entre les variétés sur la base du nombre de lésions et la proportion 

foliaire malade sont respectivement très significatives et peu significatives (Figure 7). 

Les variétés les plus infectées ont été la variété Kitaake (0,8 lésion/cm2) suivie de la 

variété Manobi (0,6 lésion/cm2). La variété FKR 19 a été la moins malade (0,5 

lésion/cm2).  
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Tableau 10 : Résultat de l’analyse de variance (ANOVA) des 33 isolats inoculés aux 
variétés de riz FKR 19, FKR 62N, Gambiaka, Manobi, TS2 et Kitaake 

Source Somme 
des 

carrés 

ddl Moyenne 
des carrés  

F value P value 

Analyse basée sur la racine carrée du nombre moyens de lésions 
Variété 49,2 5 9,85 26,68 < 2.2e-16 *** 
Espèce fongique 2499,8 5 499,95 1354,52 < 2.2e-16 *** 
Variété : espèce 
fongique 

55 25 2,20 5,96 < 2.2e-16 *** 

Analyse basée sur la racine carrée de la proportion foliaire malade 
Variété 2,73 5 0,55 3,01 0,01 * 
Espèce fongique 872,75 5 174,55 963,88 < 2.2e-16 *** 
Variété : espèce 
fongique 

15,94 25 0,64 3,52 < 2.2e-16 *** 

 

 

Figure 6 : Corrélation entre la racine carrée du nombre moyen de lésions par surface 
foliaire et la racine carrée de la proportion foliaire malade 
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Figure 7 : Comparaison du nombre de lésions induites par les espèces fongiques 
isolées des symptômes de l’helminthosporiose sur les variétés de riz FKR 19, FKR 62N, 
Gambiaka, Manobi, Kitaake et TS2 en condition contrôlée  
 

 

Figure 8 : Comparaison de la proportion foliaire malade par les espèces fongiques 
isolées des symptômes de l’helminthosporiose sur les variétés de riz FKR 19, FKR 62N, 
Gambiaka, Manobi, Kitaake et TS2 en condition contrôlée  
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Figure 9 : Comparaison de la sensibilité (nombre de lésions par unité de surface) de 6 
variétés de riz aux infections des espèces de Bipolaris (B. bicolor, B. maydis, B. oryzae 

et B. sorokiniana), de Curvularia (C. spicifera) et de Exserohilum (E. rostratum) isolées 
des symptômes de l’helminthosporiose du riz 
 

 

Figure 10 : Comparaison de la sensibilité (proportion de surface foliaire malade) de 6 
variétés de riz à se faire coloniser par les espèces de Bipolaris (B. bicolor, B. maydis, B. 

oryzae et B. sorokiniana), de Curvularia (C. spicifera) et de Exserohilum (E. rostratum) 
isolées des symptômes de l’helminthosporiose du riz  
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Comparaison au sein des espèces 

Au sein de chaque espèce fongique, le nombre moyen de lésions et de la proportion 

de surface foliaire malade induits par chaque isolat ont été calculés sur l’ensemble 

des variétés. L’analyse a montré des différences significatives entre les isolats au 
niveau du nombre de lésions comme au niveau de la proportion de surface foliaire 

malade (Tableau 12). Pour chaque espèce, nous avons 1 à 2 isolats qui ont présenté 

des nombres de lésions et de proportions foliaires malades les plus importants.  

Le nombre moyen de lésions induites par les isolats de B. oryzae varie de 1,26 à 2,05 

lésions/cm2 avec une valeur moyenne de 1,67 lésion/cm2. La proportion foliaire 

infectée varie de 0,65% à 1,1% avec une valeur moyenne de l’espèce B. oryzae à 

0,77%. Les isolats BF9083, ML9025 ont induit les nombres de lésions d’environ 1,2 
fois à la moyenne et des proportions foliaires malades avoisinant le double de la 

proportion foliaire malade moyenne de l’espèce B. oryzae. Ces 2 isolats sont les plus 

pathogènes et leur capacité à induire les lésions et à coloniser la surface foliaire du riz 

ne diffèrent pas statistiquement. A l’opposé, les isolats BF9010 et TG9010 ont été les 
moins pathogènes de l’espèce B. oryzae en termes de nombre de lésions (<1,67) 

comme en termes de proportion de surface foliaire infectée (<0,77).  

Pour les isolats de B. maydis, le nombre de lésions varie de 0,32 à 1,15 lésions/cm2 

(moyenne = 0,66 lésion/cm2) et la proportion de surface foliaire infectée varie de 

0,08% à 0,34% (moyenne = 0,21%). L’isolat ML9032 a induit le nombre de lésions le 
plus élevé (1,15), soit 2 fois la valeur moyenne de nombre de lésions induites par 

l’espèce B. maydis. Les isolats les moins pathogènes ont été ML9030, TG9018 et 

BF9046 (non significativement différents entre eux pour les 2 phénotypes mésurés). 

Pour E. rostratum, le nombre de lésions induites varie de 0,17 à 0,49 lésion/cm2 avec 

une valeur moyenne de 0,34 lésion/cm2. La proportion foliaire malade varie de 0,05% 

à 0,15% avec une moyenne de 0,64%. L’isolat TG9001 a été le plus dommageable 

avec respectivement 0,49 lésion/cm2 et 0,15% de surface foliaire malade. Son impact 

est statistiquement similaire à ceux de SN9008 et de BF9038. L’isolat le moins 

pathogène a été BF9006. Cependant sur le plan du nombre de lésions induites et de  
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la proportion foliaire malade cet isolat est statistiquement similaire à ML9046 et 

ML9044.  

Tableau 11 : Comparaison de la pathogénie des espèces sur chaque variété de riz  

La comparaison a été faite au sein des isolats d’une même espèce sur 6 cultivars de riz et lorsque 2 isolats portent 
la même lettre cela signifie qu’en termes de pathogénicité ils n’ont pas de différence statistiquement significative 

 

Variété Espèce fongique Racine carrée du nombre 
moyen de lésion/cm2 de 

feuille 

Racine carrée de 
proportion 

foliaire malade 

 Bipolaris oryzae 1,52 a (±0,03) 0,97 a (±0,03) 
 Bipolaris maydis 0,52 b (±0,03) 0,16 b (±0,03) 

FKR 19 Bipolaris sorokiniana 0,39 bc (±0,03 0,14 b (±0,03) 
 Exserohilum rostratum 0,31cd (±0,03) 0,12 b (±0,03) 
 Bipolaris bicolor 0,24 de (±0,03) 0,09 b (±0,03) 
 Curvularia spicifera 0,11 e (±0,03) 0,05 b (±0,03) 

 Bipolaris oryzae 1,71 a (±0,03) 1,04 a (±0,03) 
 Bipolaris maydis 0,66 b (±0,03) 0,22 b (±0,03) 

FKR 62N Exserohilum rostratum 0,36 c (±0,03) 0,11 bc (±0,03) 
 Bipolaris sorokiniana 0,35 cd (±0,04) 0,11 bc (±0,03) 
 Bipolaris bicolor 0,21 de (±0,03) 0,09 c (±0,03) 
 Curvularia spicifera 0,10 e (±0,03) 0,03 c (±0,03) 

 Bipolaris oryzae 1,74 a (±0,04) 1,05 a (±0,03) 
 Bipolaris maydis 0,68 b (±0,04) 0,23 b (±0,03) 

Gambiaka Bipolaris sorokiniana 0,4 c (±0,04) 0,15 bc (±0,03) 
 Exserohilum rostratum 0,38 c (±0,04) 0,15 bc (±0,03) 
 Bipolaris bicolor 0,28 cd (±0,04) 0,13 bc (±0,03) 
 Curvularia spicifera 0,15c (±0,04) 0,06 c (±0,03) 

 Bipolaris oryzae 1,96 a (±0,06) 0,96 a (±0,03) 
 Bipolaris maydis 1,15 b (±0,06) 0,35 b (±0,03) 

Kitaake Bipolaris sorokiniana 0,78 c (±0,06) 0,24 c (±0,03) 
 Exserohilum rostratum 0,37 d (±0,05) 0,11 d (±0,03) 
 Bipolaris bicolor 0,27 d (±0,06) 0,08 d (±0,03) 
 Curvularia spicifera 0,24 d (±0,06) 0,08 d (±0,03) 

 Bipolaris oryzae 1,87a (±0,04) 0,81 a (±0,02) 
 Bipolaris maydis 0,78 b (±0,05) 0,22 b (±0,02) 

Manobi Bipolaris sorokiniana 0,36 c (±0,06) 0,09 c (±0,02) 
 Exserohilum rostratum 0,40 c (±0,04) 0,12 c (±0,02) 
 Bipolaris bicolor 0,27 cd (±0,05 0,09 c (±0,02) 
 Curvularia spicifera 0,15 d (±0,05) 0,05 c (±0,02) 

 Bipolaris oryzae 1,65 a (±0,04) 1,11 a (±0,03) 
 Bipolaris maydis 0,75 b (±0,04) 0,3 b (±0,03) 

TS2 Bipolaris sorokiniana 0,41 c (±0,04) 0,14 c (±0,03) 
 Exserohilum rostratum 0,29 cd (±0,04) 0,09 c (±0,03) 
 Bipolaris bicolor 0,23 de (±0,03) 0,1 c (±0,03) 
 Curvularia spicifera 0,10 e (±0,03) 0,04 c (±0,03) 
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Tableau 12 : Comparaison de la pathogénie entre différents isolats d’une même 
espèce 

La comparaison a été faite au sein des isolats d’une même espèce sur 6 cultivars de riz et lorsque 2 isolats portent 
la même lettre cela signifie qu’en termes de pathogénicité ils n’ont pas de différence statistiquement significative 
 

 

N° Espèces Isolats Racine carrée du nombre 
moyen de lésions/cm2 de 

feuille 

Racine carrée de la 
proportion foliaire 

infectée  

1  BF9324 0,49 a (±0,02) 0,23 a (±0,01) 
2  BF9156 0,29 b (±0,05) 0,10 b (±0,03) 
3 Bipolaris bicolor BF9094 0,27 b (±0,02) 0,08 b (±0,01) 
4  BF9152 0,17 bc (±0,02) 0,06 b (±0,01) 
5  BF9322 0,13 bc (±0,04) 0,04) b (±0,02) 
6  BF9159 0,10 c (±0,02) 0,03) b (±0,01) 

7  ML9032 1,15 a (±0,04) 0,34 a (±0,02) 
8  BF9100 0,81 b (±0,04) 0,29 ab (±0,02) 
9 Bipolaris maydis GH9009 0,74 b (±0,04) 0,25 bc (±0,02) 
10  BF9046 0,51 c (±0,05) 0,17 cd (±0,02) 
11  TG9018 0,45 c (±0,09) 0,16 bcd (±0,04) 
12  ML9030 0,32 c (±0,07) 0,08 d (±0,03) 

13  BF9083 2,05 a (±0,05) 1,1 b (±0,05) 
14  ML9025 1,95 ab (±0,06) 1,1 b (±0,06) 
15 Bipolaris oryzae GH9012 1,75 bc (±0,06) 1,49 a (±0,06) 
16  BN9007 1,60 cd (±0,05) 0,82 c (±0,05) 
17  BF9010 1,40 d (±0,05) 0,65 c (±0,05) 
18  TG9010 1,26 d (±0,16) 0,94 bc (±0,14) 

19  

Bipolaris sorokiniana 
ML9004 1,01 a (±0,03) 0,3 a (±0,01) 

20 ML9006 0,39 b (±0,03) 0,13 b (±0,01) 

21 ML9005 0,20 c (±0,03 0,06 c (±0,01) 

22 ML9007 0,14 c (±0,03) 0,07 c (±0,01) 

23  FR9030 0,22 a (±0,02) 0,08a (±0,01) 
24  PK9024 0,15 ab (±0,02) 0,07 ab (±0,01) 
25 Curvularia spicifera FR9045 0,15 ab (±0,02) 0,05) abc (±0,01) 
26  FR9067 0,12 bc (±0,02) 0,04) bc (±0,01) 
27  PK9034 0,06 c (±0,02) 0,02) c (±0,01) 

28  

 

Exserohilum 

rostratum 

TG9001 0,49 a (±0,03) 0,15 a (±0,01) 
29 SN9008 0,47 a (±0,03) 0,14 a (±0,01) 
30 BF9038 0,38 ab (±0,04) 0,16 a (±0,01) 
31 ML9044 0,27 bc (±0,03) 0,09 b (±0,01) 
32 ML9046 0,24 c (±0,03) 0,09 b (±0,01) 
33 BF9006 0,17 c (±0,04) 0,05 b (±0,01) 
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Discussion 

L’helminthosporiose du riz est une maladie à symptômes susceptibles d’être 
confondus avec ceux d’autres maladies fongiques. Un diagnostic précis s’obtient avec 
les outils moléculaires. Les caractérisations moléculaires réalisées à partir des régions 

génomiques ITS, GAPDH et TEF ont permis d’identifier unanimement Bipolaris bicolor, 

B. maydis, B. oryzae et Exserohilum rostratum. Ces espèces ont déjà été identifiées dans 

des études similaires (Motlagh & Kaviani, 2008a ; Kusai et al., 2016). Cependant, dans 

cette étude une fraction d’isolats (35/112) n’a pas pu être assignée avec certitude par 
les 3 régions génomiques. Pour le genre Bipolaris, une assignation au niveau de 

l’espèce aurait été possible pour 11 isolats sur 17 en considérant que deux gènes 

donnant la même assignation suffisent pour identifier l’espèce. De la même manière, 
pour le genre Curvularia, l’assignation au niveau de l’espèce aurait été possible pour 
13 isolats sur 20. La proportion relativement importante d’isolats non assignés de 

manière congruente, pourrait s’expliquer par le fait que les régions génomiques ne 
sont pas assez discriminantes entre les différentes espèces des genres Bipolaris et 

Curvularia (présence probable de régions assez conservées) ou la possibilité que nous 

ayons des espèces nouvelles dont les séquences n’existent pas dans les bases de 
données. La dissimilarité nucléotidique entre certaines espèces du genre Bipolaris est 

assez faible. L’alignement des séquences (ITS, GAPDH et TEF) de Bipolaris cynodontis et 

B. coffeana, ainsi que de B. oryzae et de B. panici-miliacei ne révèle que quelques 

caractères variables. Il se pourrait donc que de tels marqueurs ne soient pas suffisants 

pour discriminer les espèces. Il serait donc souhaitable de disposer d’un plus grand 
nombre de gènes séquencés pour délimiter les espèces de Bipolaris et Curvularia. 

Alternativement, le GBS semble très prometteur pour l’identification des espèces de 
ces genres. En effet, cette technique permet de disposer d’un grand nombre de 
marqueurs distribués sur les génomes et donc pouvant être utilisés pour de 

l’assignation à une espèce. 

  



104 
 

Selon Condon et al. (2014), les génomes de Bipolaris victoriae et B. oryzae s’alignent à 
75% sur le génome de B. maydis. Le GBS qui fournit une représentation réduite des 

génomes a montré dans notre étude une très bonne corrélation avec les 3 régions 

génomiques ITS, GAPDH et TEF dans l’assignation des espèces de Helminthosporium. 

En outre, il a permis l’assignation d’un grand nombre d’isolats et une meilleure 
discrimination des isolats de Curvularia. Le GBS a confirmé la diversité des espèces 

associées aux symptômes foliaires et des grains de l’helminthosporiose du riz par 
l’identification de B. bicolor, B. oryzae, B. maydis, B. sorokiniana, Curvularia hawaiiensis, 

C. papendorfii, C. spicifera, Exserohilum rostratum et E. turcicum. Ces résultats 

concordent avec ceux de différentes études (Motlagh & Kaviani, 2008a ; Kusai et al., 

2016 ; Majeed et al., 2016b ; Aslam et al., 2020, 2021 ; Kaboré et al., 2021 ; Imran et al., 

2022). Cependant, dans notre étude, le GBS n’a pas permis d’identifier les souches de 
l’espèce B. cynodontis. Les isolats assignés à cette espèce par ITS, GAPDH ou TEF 

(jamais les 3 à la fois) ont été assignés à B. sorokiniana par GBS. L’assignation par GBS 

étant basé sur le taux de mapping avec un génome de référence, la non disponibilité 

du génome de l’espèce B. cynodontis serait à l’origine de sa non identification et de 

son assignation probable à B. sorokiniana (espèce proche de B. cynodontis). Le GBS est 

donc un outil d’ores et déjà opérationnel pour l’identification des espèces 

responsables de l’helminthosporiose du riz. 

Les isolats de BF9003 et PK9029 n’ont pas été assignés avec certitude sur la base des 
séquences ITS, GAPDH et TEF. Cependant, les analyses phylogénétiques réalisées sur la 

base des 3 régions génomiques ont montré que les isolats BF9003 et PK9029 se 

rapprocheraient respectivement de B. secalis et de B. maydis. L’analyse phylogénétique 
des isolats du genre Bipolaris basée sur les marqueurs SNPs a montré la séparation 

des isolats assignés à l’isolat PK9029 et des isolats assignés à l’espèce Bipolaris maydis 

en 2 clades soutenus par une valeur de boostrap de 100%. L’isolat PK9029 serait donc 

d’une espèce bien différente de B. maydis. Dans les études futures, les génomes 

complets de ces espèces doivent être exploités par une comparaison des génomes 

annotés des différentes espèces de Helminthosporium en vue d’une identification 
précise des isolats BF9003 et PK9029, ainsi que les isolats assignés à ces derniers. 
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Trois espèces de Curvularia (C. hawaiiensis, C. papendorfii et C. spicifera) ont été 

identifiées dans cette étude. Leur présence dans notre échantillon résulterait de la 

similarité des symptômes de l’helminthosporiose avec la curvulariose. Cette similarité a 
déjà été signalée par de nombreux auteurs (Archana, 2014 ; Zhou et al., 2021 ; Imran et 

al., 2022). 

Bipolaris oryzae a été majoritaire au sein des isolats du Bénin, de Chine, du Ghana, des 

USA et du Vietnam, tandis que E. rostratum a été l’espèce dominante au Burkina Faso 

et C. spicifera au Pakistan. Ces données préliminaires sur la distribution des espèces 

incitent à aller plus loin. Il se pourrait que la distribution des espèces soit différente en 

fonction des pays ou des espèces hôtes. En effet, pour l’helminthosporiose du maïs, 
une maladie similaire à l’helminthosporiose du riz par la multitude d’agents 
responsables, une distribution préférentielle aux zones montagneuses fraîches de B. 

zeicola a été observée en Chine (Sun et al., 2020).  

 

Les tests de phénotypage des espèces de Bipolaris (B. bicolor, B. oryzae, B. 

sorokiniana), de Curvularia (C. spicifera) et de Exserohilum (E. rostratum) isolées 

majoritairement des symptômes de l’helminthosporiose du riz ont montré des niveaux 

de pathogénicité différents. Bipolaris oryzae est l’espèce la plus pathogène. Ces 

résultats sont similaires à ceux rapportés dans de nombreux travaux (Touhami et al., 

2000 ; Motlagh & Kaviani, 2008a ; El-Shafey et al., 2011). Bipolaris maydis s’est aussi 
montrée pathogène sur différentes variétés de riz. Selon les travaux de Amorio et 

Cumagun ( 2017), B. maydis isolée du maïs arrivait à germer en contact avec les 

feuilles de riz, mais elle était  incapable de produire des appressoria pour l’infecter. Il 
se pourrait que les isolats provenant du riz et utilisés dans cette étude appartiennent à 

un pathotype capable d’infecter le riz. 

Bien que les isolats de E. rostratum aient été modérément ou faiblement virulents dans 

les tests de pathogénicité de cette étude, en particulier en comparaison de Bipolaris 

oryzae, E. rostratum est l’espèce rencontrée majoritairement au Burkina Faso. Au 

Burkina Faso où l’helminthosporiose du riz est émergente, une forte pathogénicité 
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n’est donc pas la condition du succès invasif de cette espèce qui est en interaction 

avec B. oryzae, les deux espèces ayant été échantillonnées dans les mêmes parcelles. 

Les conditions des tests de pathogénicité notamment la quantité d’inoculum (104 

conidies/mL) pourrait être moins adaptée à E. rostratum. Les lésions observées avec 

des inoculations de 105conidies/mL étaient plus nombreuses (Kaboré et al., 2021). 

Cette espèce pourrait avoir un seuil d’inoculum nécessaire pour déterminer l’intensité 
de la maladie lors de l’interaction avec le riz. Par exemple, chez l'ascomycète 

Plectosphaerella cucumerina, il a été démontré qu’une infection à partir de fortes 
densités de spores active des défenses dépendantes de l’acide jasmonique avec une 

mort cellulaire excessive, tandis que l'infection à partir de faibles densités de spores 

induit des défenses dépendantes de l’acide salicylique  avec des niveaux plus faibles 
de mort cellulaire (Pétriacq et al., 2016). La mort excessive des cellules entraine des 

symptômes plus importants. Par conséquent, dans les travaux futurs, nous suggérons 

de tester différentes quantités d’inoculum pour comparer la pathogénicité de B. oryzae 

et de Exserohilum rostratum ainsi que leur compétitivité en mélange. Il serait 

également intéressant d’étudier la pathogénicité de souches de B. oryzae et de 

Exserohilum rostratum isolées de différentes espèces hôtes (riz sauvage et mauvaises 

herbes des rizières). En effet, B. oryzae et E. rostratum ont été isolées de plusieurs 

espèces présentes dans les rizières et le rôle de ces espèces comme hôte alternatif se 

pose. 

Les variétés de riz testées ont montré différents comportements vis-à-vis des espèces 

de Helminthosporium. Les cultivars FKR 19 et FKR 62N du Burkina Faso ont développé 

moins de lésions suite aux inoculations avec B. oryzae, B. maydis, B. sorokiniana, C. 

spicifera et E. rostratum comparativement à la variété de riz Kitaake d’origine japonaise 
et la variété française Manobi. Le caractère tolérant des cultivars du Burkina Faso 

surtout, aux isolats de B. oryzae en milieu controlé ou de l’helminthosporiose du riz au 

champ ont été également constaté dans des travaux antérieurs (Ouédraogo, 2008 ; 

Dembélé, 2014 ; Boka et al., 2018). En plus de leur tolerance à B. oryzae, cette étude a 

montré leur tolérance à d’autres espèces (B. maydis, E. rostratum, C. spicifera, B. 

bicolor) du complexe Helminthosporium. 
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Abstract 

Brown spot of rice is a threat to rice production worldwide. It is caused by a complex 

of fungi of which only the molecular characterization can allow a precise identification 

of the causal species. Symptomatic seed and leaf collections conducted in the 

Camargue rice growing region (France) in 2018 and 2019 led to the isolation of 19 

fungal strains. On the basis of the growth rate on potato dextrose agar and the 

morphology of the conidia, the strains were split into 2 groups. With 1 exception, the 

strains growing faster had larger conidia than the strains growing slower. Molecular 

characterization based on Internal transcribed spacer (ITS) rDNA region, 

glyceraldehyde-3-phosphate dehydrogenase (GAPDH) and translation elongation 

factor 1 alpha (TEF1-α) genes showed that, despite morphological differences, all the 

strains belonged to the species Bipolaris oryzae.  

Although pathogenicity test data showed strain x variety interactions, some strains 

were globally more aggressive and some varieties were globally more susceptible. 
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This is the first study in which the causing agent of brown spot disease from 

Camargue, the main rice-growing site of Metropolitan France, is characterized 

molecularly and phenotypically.  

Keywords: Rice, Brown spot, Bipolaris oryzae, Molecular diagnostic, Camargue 

Introduction 

Rice is a staple food for more than half of the world’s population. The ability of rice to 
achieve high production is reduced by biotic factors such as fugal species causing 

brown spot disease (Fahad et al., 2019). This disease leads to losses estimated to 3.8% 

of the global rice production (Savary et al., 2019). Brown spot reduces the number of 

grains per panicle and the weight of the grains (Picco & Rodolfi, 2002). Since a few 

years,  it is perceived as an emerging or re-emerging disease of concern in many rice 

growing countries (Hossain et al., 2014 ; Bouet et al., 2015 ; Toher et al., 2016 ; 

Valarmathi & Ladhalakshmi, 2018 ; Nayak & Hiremath, 2019). The emergence of the 

disease is thought to be due to climatic conditions (De Bruyne, 2015; Nayak & 

Hiremath, 2019) and agricultural practices. Indeed, high temperatures (25-30°C), poor 

water supply and a lack of mineral elements in the soil are favourable conditions for 

the expression of the disease (Ou, 1985; Moletti et al., 1997; Barnwal et al., 2013; 

Pantha & Yadav, 2016; Kumar et al., 2017). Bipolaris oryzae (Breda de Haan) 

Shoemaker (syn. Helminthosporium oryzae Breda de Haan, syn. Cochliobolus 

miyabeanus (Ito et Kuribayashi) Drechsler) has been described since 1900 as the 

causal agent of rice brown spot (Breda de Haan, 1900). However, additional species 

have been identified as causal agents of the disease. Motlagh & Kaviani (2008), 

identified B. oryzae, B. victoriae, B. indica and B. bicolor as responsible for rice brown 

spot in Guilan province in northern Iran. Bipolaris oryzae, H. carbonum and H. 

hawaiiensis were characterised from brown spot symptomatic leaves and grains in 

Egypt (El-Shafey et al., 2011). The identification of species of the genus Bipolaris by 

morphological characters is delicate because the dimensions of conidia and 
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conidiophores of different species overlap (Sonavane et al., 2015). Molecular 

characterisation is necessary for accurate identification (Manamgoda et al., 2014).  

In France, rice brown spot was encountered in overseas territories and mainland 

(Bernaux, 1981; Sivanesan, 1987; Kohler & Pellegrin, 1992). In Camargue, the rice 

growing area in France mainland, brown spot has been reported since 1966 on the 

basis of observation of disease symptoms (Bernaux, 1981). Bipolaris oryzae was 

determined as the causal agent based on morphological characterization (Bernaux, 

1981). Brown spot was rarely encountered in Camargue untill 2015 but is now 

observed each year and seems widespread. The aim of this article was to identify by 

molecular tools the species responsible for recent epidemics of brown spot of rice in 

Camargue and to characterize its morphology and pathogenicity. 

Materials and methods 

Sample collection and isolation of fungi 

Rice leaves with brown spot symptoms were collected in the Camargue rice growing 

area in September 2019. Seeds from the 2018 harvest were also collected. These 

leaves and seeds were arranged separately in Petri dishes containing a double layer 

of moistened blotting paper (Mathur & Kongsdal, 2003). Incubation was carried out 

at 20 °C for 7 days under alternating 12 h of white light and 12 h of darkness. Using a 

flame-stretched pasteur pipette, fungal conidia with morphological characteristics of 

Bipolaris sp. spores were collected and spread on bacto-agar medium. After 

incubation during 24 h (25 °C, 12 h white light and 12 h darkness), a single 

germinating conidium was transferred with a sterile scalpel onto potato dextrose agar 

(PDA, 39 g/L) medium and incubated under the same conditions for 7 days. Nineteen 

isolates, 9 from seeds and 10 from leaves, were selected for our study (Table 1).  
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Table 1: Fungal strains isolated from rice leaves and seeds with brown spot symptoms 
collected in Camarge, France 

Isolates Host 
variety 

Source GPS coordinates of collection place Years of 
collection 

FR9031 Gageron Seed 43°42’14.28"N  
 

4°33’39.47"E 2018 

FR9032 Gageron Seed 43°42'14.28"N 4°33’39.47"E 2018 
FR9033 Gageron Seed 43°42'14.28"N 4°33’39.47"E 2018 
FR9035 Manobi Seed 43°42'14.28"N 4°33’39.47"E 2018 
FR9037 Line Seed 43°42'14.28"N 4°33’39.47"E 2018 
FR9039 Manobi Seed 43°42'14.28"N 4°33’39.47"E 2018 
FR9044 Manobi Seed 43°42'14.28"N 4°33’39.47"E 2018 
FR9046 Manobi Seed 43°42'14.28"N 4°33’39.47"E 2018 
FR9049 Manobi Seed 43°42'14.28"N 4°33’39.47"E 2018 
FR9055 Gines Leaf 43°34'50.29"N 4°26’2.17"E 2019 
FR9056 Gines Leaf 43°34'50.29"N 4°26’2.17"E 2019 
FR9057 Line Leaf 43°34'50.29"N 4°26’2.17"E 2019 
FR9058 Line Leaf 43°34'50.29"N 4°26’2.17"E 2019 
FR9069 Line Leaf 43°42'14.28"N 4°33’39.47"E 2019 
FR9070 Line Leaf 43°42'14.28"N 4°33’39.47"E 2019 
FR9071 Line Leaf 43°42'14.28"N 4°33’39.47"E 2019 
FR9072 Line Leaf 43°42'14.28"N 4°33’39.47"E 2019 
FR9075 Line Leaf 43°42'14.28"N 4°33’39.47"E 2019 
FR9076 Line Leaf 43°42'14.28"N 4°33’39.47"E 2019 

Line = Breeding line 

DNA extraction 

Genomic DNA was extracted from fresh mycelium with modifications to the cetyl 

trimethyl ammonium bromide (CTAB) method described by Doyle and Doyle (1987). 

A 5-day-old fragment of mycelium was transferred onto Corn Meat Agar (CMA, 18 

g/L) medium previously covered with a sterile cellophane disc. The plates were 

incubated at 25 °C (12 h photoperiod) for 7 days, the mycelium was scraped off with 

a scalpel and approximately 30 mg of the mycelium was transferred to a 1.5 mL tube 

containing sterile sand and 2 beads. These tubes were placed directly into liquid 

nitrogen and the mycelium was cold ground using a Retsch mill (Retsch MM 301) for 

4 min at 15 Hz. After grinding, each tube received 1 mL of CTAB lysis buffer with 1% 

polyvinyl pyrrolidone (MW. 360 000), 1% Na2SO3, 0.2 mg/mL RNAase and 1 mg/mL 

proteinase K. The tubes were vortexed (Vortex-Genie 2) and incubated in the oven at 
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65°C for 2 h. The tubes were then centrifuged for 3 min at 8000 rpm and 

approximately 900 µL of the supernatant was transferred to a new 2 mL tube. One 

millilitre of chloroform isoamilalcohol (CIAA, 24/1 v/v) was placed in each tube and 

mixed by inversion before being centrifuged at 10000 rpm for 10 min. After 

centrifugation, 700 µL of the supernatant was transferred to 1.5 mL tubes. Six 

hundred µL of isopropanol cooled to -20 °C and 210 µL of 5M NaCl were added and 

mixed by inversion. The tubes were kept at -20 °C overnight. They were then 

centrifuged at 4 °C for 30 min at 13000 rpm and the supernatant was removed by 

inverting the tubes. Five hundred microlitres of 70% ethanol was added to each tube 

and centrifuged at 4 °C for 5 min at 13000 rpm. Ethanol was removed by inverting the 

tubes and draining on absorbent paper. The tubes were dried for 10 min in the fume 

cupboard. DNA was re-suspended in 100 µL of sterile milliQ water. The quality and 

quantity of the extracted DNA was assessed by Nanodroop 2000 and on a 1% 

agarose gel. 

PCR amplification and sequencing of isolates 

Three primer pairs, corresponding to three genomic regions commonly chosen for 

the identification of fungi in general and of Bipolaris species in particular, were used 

to amplify different intergenic regions or genes. The ITS5/ITS4 primer pair (ITS5-F 5’-
GGAAGTAAAAGTCGTAACAAGG-3’ ; ITS4-R 5’-TCCTCCGCTTATTGATATGC-3’) for the 

ITS1-5,8S-ITS2 region (White et al., 1990), the GPD1/GPD2 pair (GPD1-F 5’-
CAACGGCTTCCGTCGCATTG-3’ ; GPD2-R 5’GCCAAGCAGTTGGTTGTGC-3’) for the 

glyceraldehyde-3-phosphate dehydrogenase gene (Berbee et al., 1999) and the TEF1-

983/TEF1-2218 pair (TEF1-983-F 5’-GCYCCYGGHCAYCGTGAYTTYAT-3’ ; TEF1-2218R-

5’-ATGACACCRACRGCRACRGTYTG-3’) for the elongation factor 1α gene (Rehner & 

Buckley, 2005). Polymerase chain reaction amplifications were performed using a 

thermocycler (Biometra) in 25 µL total volume containing 14.75 µL commercial water, 

5 µL buffer 5X (Promega GoTAq), 1 µL dNTP (10 mM), 1 µL (10 µM) of each forward 

and reverse primer, 0.25 µL Taq polymerase and 2 µL genomic DNA (10 ng). A 

negative control was included in all PCR, for which ultrapure water was used instead 
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of DNA. Amplifications were performed with an initial denaturation step at 95°C for 3 

min, followed by 35 cycles of 30 s denaturation at 94 °C, 30 s primers annealing at 52 

°C, 1 min extension at 72 °C, and a 10 min extension at 72 °C for ITS. To amplify the 

GAPDH gene the program included an initial denaturation step at 96 °C for 2 min, 

followed by 35 cycles with 1 min at 96 °C, 1 min at 52 °C and 45 s at 72 °C. With each 

cycle, time was extended at 72 °C by 4 s with a final 10 min extension at 72 °C. The 

TEF1-α amplification program included an initial denaturation step at 95 °C for 3 min 
followed by 35 cycles of 40 s denaturation at 94 °C, 50 s primer annealing at 54 °C, 1 

min extension at 72 °C. Amplification products were checked by electrophoresis in 

1.5% agarose in 0,5 X TAE buffer at 100 V for 35 min. DNA Ladder was used as a 

molecular-weight marker and visualisation of the amplified DNA sequences was done 

under UV light. Purification of PCR products and sequencing was done by Eurofins 

(Cologne, Germany). 

Molecular and phylogenetic analyses 

The nucleotide sequences generated by the forward and reverse primers, after being 

checked and corrected were used to obtain a consensus sequence using Codoncode 

aligner version 5.1.5 (CodonCode Corporation). Consensus sequences were entered 

into the Basic Local Alignment Search Tool (BLAST 

http://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi) to find the closest species. Reference strains of 

Bipolaris spp. (Supplementary Table 1) whose ITS regions, GAPDH and TEF1-α genes 
are available on Genbank were used to compare their level of similarity with 

Camargue strains using the Sequence Demarcation Tool (SDT) version 1.2 software 

with default settings resulting in a colour-coded score matrix (Muhire et al., 2014). 

These reference strains were also used to establish phylogenetic relationships using 

the maximum likelihood (ML) method after alignment of their sequences with those 

of the Camargue isolates using MUSCLE in MEGA-X 10.2.10 software (Kumar et al., 

2018). Branch stability was estimated with 1000 bootstrap replicates and sequences 

of Curvularia lunata served as the outgroup taxon. 



113 
 

Morphological characterization 

The isolates were grown on PDA at 25 °C for 5 days. A 4 mm mycelial disc was 

transferred to the centre of each 145 mm petri dish containing PDA. Petri dishes were 

sealed with tape and incubated at 25 °C f under 12 h photoperiod or 14 days. Four 

replications were maintained for each isolate. The radial growth of the mycelium was 

measured at 3, 7 and 10 days of incubation. Colony colour were also recorded. On 

day 14, the mycelium was covered with sterile water and scraped off. The resulting 

suspension was filtered and for each strain, the dimensions of 10 randomly selected 

conidia were measured under the microscope (Olympus BH2) using LAS 3.7.0 

software.  

 

Pathogenicity test 

Four strains FR9046, FR9055, FR9058 and FR9072) representative of the 2 main 

morphological groups observed (Table 2) were selected for pathogenicity test. These 

strains were grown on rabbit food agar (50 g/L steeped filtrate of rabbit food pellets 

Kaytee Products, Inc. Chilton, WI 53014 USA and 15 g agar) during 14 days at 25 °C 

and with a 12 h photoperiod (Hau & Rush, 1980). Conidia were collected, filtered as 

decribed early and conidial suspensions adjusted to 104 conidia/mL with 0.5% gelatin 

final. The rice varieties Gines and Manobi commonly grown in Camargue, and the 

reference varieties Nipponbare and Kitaake all belonging to Oryzae sativa subsp. 

japonica, were grown for 28 days in pots containing peat soil and NPK 13-5-18 at 3.5 

g/L of soil. Three pots of each variety (5 seedlings/pot) were placed in a tray (60 

plants per tray) and the leaves were sprayed with 30 mL of the conidial suspensions 

or water (negative control) with 0.5% gelatin. Plants were kept at maximum humidity 

(100%) at 21 °C for one night and then transferred to a phytotron at 27 °C. Five days 

after inoculation, 12 leaves were collected per strain and per variety, i.e. 48 leaves for 

the 4 repetitions. They were laid out on sticky paper and scanned at 600 DPI (Epson 

Perfection V370 Photo scanner). The images were analysed using the R package 



114 
 

LeAFtool (Lesion Area Finding tool; https://github.com/sravel/LeAFtool), which 

measures leaf area and lesion number. The parameters used for the analysis were at 

least 1000 pixels for leaves and 10 pixels for lesion areas, with the blur value at 1. The 

average number of lesions per cm2 of leaf and the average diseased area were 

calculated. Two-way analysis of variance (strain and variety) type III was calculated 

with the 'car' package for each variable and the comparison between treatments from 

the means adjusted by the 'lsmeans' package. A Bonferroni test was applied to 

compare the LSmeans at the 5% threshold.  

 

Results  

Colony and conidium morphology 

The colonies of the 19 strains on PDA medium were grey with a brown coloration in 

the centre (Fig. 1). On the basis of the mycelial growth rate, the isolates were split into 

2 major groups, the first had a moderate growth ranging from 0.8 to 1.12 cm/day and 

second group a faster growth rate between 1.31 and 1.70 cm/day. The strains also 

showed different conidial sizes and could be again distributed in to two groups. In 

the largest group (2/3 of the strains), conidia were distoseptate with 6-9 septa, 12.4-

19.6 µm in width, and 50-70 µm in length. In the second group, conidia were also 

distoseptate but with 3–6 septa, 11.6-16.3 µm in width and 72-105 µm in lenght. 

Except for strain FR0971, strains with moderate mycelial growth correspond to strains 

with short conidia, and those with rapid growth correspond to strains with long 

conidia. The rate of mycelial growth and the size of the conidia are independent of 

the rice organ (leaf, seed) from which the strain was isolated. 
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Fig. 1: Colours mycelial, growth pattern and conidia characteristics (200 x) of B. oryzae 
strains collected from Camargue 14 days after culture on PDA 

A) Typical mycelial growth of group 1: moderate growing speed; B) Typical mycelial 
growth of group 2: fast growing; C) Typical conidium of group 1: average size 50-70 x 
12.4-19.6 µm with septate number varying from 3 to 6; D) Typical conidium of group 
2: average size 72-105 x 11.6-16.3 µm with septate number varying from 6 to 9. 
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Table 2: Mycelial growth speed and conidia characteristics of B. oryzae isolates from 
rice in Camargue, France 

 

Group 
Speed of mycelial 
growth (cm/day) 

Conidial size (µm) 
Number of 

septa 
Isolates  

Mean 
length 

Mean 
width 

1 - Moderate 
growth speed and 
short conidia 

0.80 - 1.12 50 - 70 12.4 - 19.6 3 -7 

FR9031, FR9032, 
FR9033, FR9035, 
FR9039, FR9044, 
FR9049, FR9057, 
FR9058, FR9070, 
FR9072, FR9075 

 

2 - Fast growing 
and long conidia 

1.31 - 1.70 72 - 105 11.6 - 16.3 6 -9 

FR9037, FR9046, 
FR9055, FR9056, 
FR9069, FR9076 

 
3 - Fast growing 
and short conidia 

1.31 69.78 15 6 FR9071 

 

Radial growth of the mycelium was measured at 3, 7 and 10 days of culture at 25°C 
on PDA medium. Measures of conidia were carried out after 14 days of culture in the 
same conditions. 
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Molecular characterization and phylogenetic analyses 

Comparisons of the ITS, GAPDH and TEF1-α sequences of the Camargue strains with 
the sequences available for Bipolaris species in the GenBank database showed > 99% 

identity with B. oryzae (Supplementary 2). 

For ITS sequences, similarity between Camargue strains varied between 99.3 and 

100% (Fig. 2A). The highest similarity rates between the Camargue strains and the 

different Bipolaris species were observed with the reference strains B. oryzae. They are 

of the order of 99.2-100% for the sequence KJ922383 (strain MAFF 235449), 99-99.8% 

for the sequence KM230392 (strain AR 3797) and 99-99.6% for the sequences 

KM230393 (strain AR 5204) and JX256416 (strain MFLUCC 10-0715). The second most 

similar species is B. coffeana (KM230386 and KJ415525) with a similarity rate of 99%.  

For the GAPDH sequences, the similarity between Camargue strains varied between 

99.6 and 100% (Fig. 2B). Their similarity rate is 99.8-100% with the sequences 

JX276430 (strain MFLUCC 10-0715), KM042894 (strain AR 3797) and KM042895 

(strain, AR 5204) of B. oryzae. Bipolaris maydis (KM034846, KM034844, KM034848, 

KM034847, KM034845) is the second most similar species to the Camargue strains 

with a similarity rate of 96.5%. 

The similarity of TEF1-α sequences is 100% between the Camargue strains and 99.9% 
with the B. oryzae reference strain MFLUCC 10-0715 (Fig. 2C). However, the 

sequences KM093789 (strain MAFF 235449), KM093786 (strain AR 3797), KM093787 

(strain AR 5204) of the B. oryzae, showed a low similarity of about 60% with the 

Camargue strains. The second most similar species is B. gossypina (KJ415467) with a 

similarity rate of 99.30%. 

The phylogenetic trees generated with the ITS region or the GAPDH gene alone, and 

with the concatenated sequences of these two regions show a clustering of Bipolaris 

isolates by species. The maximum-likelihood phylogenetic tree generated with the 

TEF1-α gene shows some discrepancies between species and phylogenetic clustering 
(supplementary). For this purpose, we decided to present only the phylogenetic tree 
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generated by the ITS regions and the concatenated GAPDH genes. In all analyses, all 

Camargue strains are grouped in a single clade with the reference strains of B. oryzae 

with a bootstrap value of 99% (Fig. 3). This cluster is split into 2 sub-clusters 

corresponding to the 2 main groups identified on the basis of conidial morphology. 

Strain FR9071, which as a mixed phenotype, clusters genetically with strains of the 

most frequent subcluster.  

A) 
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B) 

 

C) 

 

Fig. 2 : Sequence Demarcation Tool analysis showing the level of similarity of 
sequences of B. oryzae strains from Camargue with Bipolaris spp. sequences obtained 
from GenBanK for A) ITS, B) GAPDH, and C) TEF1-α genomic regions.  
B. oryzae strains from the Camargue are framed and B. oryzae reference strains are in 
bold.  
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Fig. 3: Phylogenetic tree obtained from a maximum likelihood analysis based on the 
combined ITS and GAPDH alignment.  

Support values at nodes represent bootstrap percentages with values ≥ 70% are shown above the 
branches. Camargue strains are shown in bold and the GenBank B. oryzae strains in bold-italic. The tree 
is rooted with Curvularia lunata (CBS 730-96).  

Sub-cluster 1 

Sub-cluster 2 
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Pathogenicity 

The first lesions in the form of brown spots appeared on the rice leaves 3 days after 

inoculation. At 5 days after inoculation, lesions were more pronounced (2 to 4 mm) 

and were surrounded by a yellow halo (Fig.4). All strains tested were virulent (Table 3). 

A highly significant (p < 2e-16) effect of isolates and varieties on lesion mean number 

per cm2 of leaf and on the mean proportion of leaf area covered by the disease (p < 

2.2e-16) were observed. The interaction between isolates and rice varieties was also 

significant on lesions per cm2 of leaf (p = 0.03) and highly significant on the diseased 

leaf area (p < 2.8e-14). Of all the comparisons made, strain FR9046 induced the 

highest number of lesions per leaf in the variety Nipponbare (21 lesions per cm2 of 

leaf) and the least number of lesions were observed with strain FR9058 in the varieties 

Gines (4.33 lesions per cm2 of leaf) and Manobi (4.68). A positive, fairly strong (R = 

0.62) and statistically significant (p < 2.2e-16) linear correlation was observed 

between the average number of lesions per cm2 of leaf and the average proportion 

of the leaf covered by the disease (Fig. 5). Cumulating the impact of the isolates 

across all varieties, isolates FR9046 and FR9055 caused the most lesions (19.09 lesions 

per cm2 of leaf), and the varieties Manobi and Gines are the least susceptible (Table 

4). 

 

 

 

 

 

 

Fig. 4: Disease symptoms after inoculation of leaves of the rice variety Gines with a B. 

oryzae strain from Camargue (FR9046) 5 days after inoculation with a conidial 
suspension of 104 conidia/mL 
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Table 3: Average number of lesions per cm² of leaf and diseased leaf area (in % of 
total leaf) 5 days after inoculation 

Strains Phylogenetic 
group 

Varieties Average 
number of 

lesions per cm2 
of leaf 

Diseased area (%) 

FR9058 2 Gines 4.32 a 0.74 a 
  Manobi 4.68 a 0.78 a 
  Kitaake 6.30 ab 1.84 ab 
  Nipponbare 8.87 bcd 2.59 abcd 
  Average 6.04 w 1.49 w 

FR9072  Gines 7.00 abc 2.14 abc 
  Manobi 6.48 ab 1.30 ab 
 2 Kitaake 9.73 cde 5.43 bcde 
  Nipponbare 10.87 de 5.10 bcde 
  Average 8.52 x 3.49 x 

FR9055 1 Gines 8.62 bcd 3.48 abcd 
  Manobi 9.30 bcde 3.56 abcd 
  Kitaake 11.39 de 6.61 de 
  Nipponbare 12.40 e 6.29 cde 
  Average 10.49 y 4.98 x 

FR9046 1 Gines 19.71 fg 17.60 g 
  Manobi 17.35 f 7.88 e 
  Kitaake 18.29 fg 8.37 e 
  Nipponbare 21.00g 12.78 f 
  Average 10.09 z 11.66 y 

Values within each column followed by the same letters are not significantly different based on Bonferroni test at 
the 5% level. Average values over varieties were compared between strains but not with single strain x variety 
combinations.  
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Fig. 5: Correlation between the average number of lesions per cm2 of leaf and the 
average diseased area 

 

 

Table 4: Resistance/susceptibility of rice varieties towards different isolates of B. 

oryzae from Camargue 

Varieties Average number of 
lesions per cm2 of leaf 

Diseased leaf area (%) 

Manobi 9.45 a 3.38 a 
Gines 9.91 a 5.56 b 

Kitaake 11.43 b 5.99 b 
Nipponbare 13.29 c 6.69 b 
Values within each column followed by the same letters are not significantly different based on Bonferroni test at 
the 5% level. 
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Discussion 

Bipolaris oryzae isolates from Camargue were divided into 2 groups on the basis of 

growth rate, conidia morphology and genomic sequences. 

The average dimensions of the conidia of B. oryzae from Camargue (50 -105 x 12 -20 

µm) described in this study are similar to those characterized in Thailand by 

Chaijuckam et al. (2019). However, the length of conidia observed is less than that of 

B. oryzae strains described in India by Kumar et al. (2016). For Manamgoda et al. 

(2014), B. oryzae conidia size range from 50-155 x 10-22 µm with the majority of 

populations between 68-108 x 14-20 µm. Within B. oryzae isolates from rice mycelial 

colour is generally diverse (El-Shafey et al., 2011; Dembélé, 2014; A. Kumar et al., 

2016; Valarmathi & Ladhalakshmi, 2018). But in our sample mycelial colour was 

relatively homogeneous between strains, as for population from North of Iran 

(Motlagh & Kaviani 2008). This lower morphological diversity may result from a 

relatively small area sampled in which the diversity of the fungus may potentially be 

lower.  

Identifying causal species is key to develop control methods against diseases. Several 

species of Bipolaris were shown or are suspected to cause brown spot disease of rice 

(Gnancadja-André et al., 2005; Motlagh & Kaviani, 2008a; El-Shafey et al., 2011; Nazari 

et al., 2015). Morphology traits are not sufficient to distinguish between these 

Bipolaris species. On the contrary, sequences of the -ITS1-ITS2 intergenic region of 

the 5-8S rDNA, and of the glyceraldehyde-3-phosphate dehydrogenase and TEF1-α 

genes have proven to be useful tools to make the difference between species of the 

genus Bipolaris (Berbee et al., 1999; Manamgoda et al., 2014). Sequencing of the ITS 

region and the GAPDH and TEF1-α genes showed that the Camargue strains are 

indeed B. oryzae. To our knowledge, this is the first time that the fungal species 

causing brown spot disease in Camargue is identified with molecular tools.  

The phylogenetic analysis shows that Camargue isolates form two sub-clusters 

corresponding to the 2 groups observed on the basis of conidial morphology. The 

distribution of B. oryzae isolates into sub-clusters has also been observed in Egypt 
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based on intron-exon splice junction analysis (El-Shafey et al., 2011). This could be 

explained by the high genotypic diversity and low level of clones in B. oryzae 

populations already reported in many studies (Kamal & Mia, 2009; Motlagh & Anvari, 

2010; Kumar et al., 2011; Castell-Miller & Samac, 2012; Nazari et al., 2015; Kumar et 

al., 2016; Ahmadpour et al., 2018). The inability of the TEF1-α genes to clearly split 
Bipolaris species phylogenetically was also observed by Priti (2016). Within an 

organism, each gene evolves under a different evolutionary history and time scale 

leading to a phylogenetic separation of species may differ depending on the gene 

considered (Choi & Kim, 2017). 

 

Knowledge of pathogenicity characteristics can sometimes help to adapt control 

strategies. Strains FR9046 and FR9055 from group 2 (sub-cluster 2) were more 

aggressive than strains FR9058 and FR9072 from group 1 (sub-cluster 1). This 

suggests a potential correlation between morphology groups, phylogeny and 

pathogenicity. In future studies the number of strains from both groups should be 

increased to test this hypothesis. The average number of lesions per cm2 of leaf and 

the proportion of leaf area covered by the disease were lower in the Manobi and 

Gines varieties commonly used in the Camargue than in the reference varieties 

Kitaake and Nipponbare of Japenese origin. This result explain why brown spot 

consequence are limited in Camargue as observed by the French rice centre 

(http://www.centrefrancaisduriz.fr). The varieties commonly used in the Camargue 

would have a good genetic background where present isolates would not be very 

aggressive. No major genes conferring immunity to brown spot were identified so far 

in world (Sato et al., 2008).  
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Supplementary 1 : GenBank and culture collection accession numbers of isolates used in this study 

 

 
Species 

 
Isolates N° 

 
Host 

 
Country 

GenBanK accession n° 
 References 

 ITS GAPDH TEF 

Bipolaris bicolor CBS 690.96 KJ909762 KM042893 KM093776 Manamgoda et al., 2014 

Bipolaris clavata BRIP 12530 
Dactycloctenium 

radulan Australia KJ415524 KJ415422 KJ415471 Tan et al., 2014 

Bipolaris coffeana BRIP 14845 Coffea arabica Kenya KJ415525 KJ415421 KJ415470 Tan et al. 2014 

Bipolaris coffeana MFU0090 Poaceae Thailand KM230386 KM034840 KM093783 Manamgoda et al., 2014 

Bipolaris cookei AR5185 Sorghum sp. Japan KJ922391 KM034833 KM093777 Manamgoda et al., 2014 

Bipolaris cookei 
MAFF 

511191 Sorghum bicolor Japan KJ922392 KM034834 KM093778 Manamgoda et al., 2014 

Bipolaris cynodontis CBS 109894 Croton dactylon Hungary KJ909767 KM034838 KM093782 Manamgoda et al., 2014 

Bipolaris drechsleri AR4841 
Microstegium 

vimineum USA KF500530 KF500533 KM093760 Crous et al., 2013 

Bipolaris drechsleri MUS0028 
Microstegium 

vimineum USA KF500532 KF500535 KM093761 Manamgoda et al., 2014 

Bipolaris drechsleri FIP373 Ornamental grass USA KF500531 KF500534 KM093759 Crous et al. 2013 

Bipolaris heveae CBS 241 92 Hevea sp. Nigeria KJ909763 KM034843 KM093791 Manamgoda et al., 2014 

Bipolaris gossypina BRIP 14840 Gossypium sp. Kenya KJ415528 KJ415418 KJ415467 Manamgoda et al., 2014 

Bipolaris maydis C5 Zea mays USA AF071325 KM034846 KM093794 Berbee et al. 1999 

Bipolaris maydis AR5182 Sorghum bicolor Japan KM230388 KM034844 KM093792 Manamgoda et al., 2014 

Bipolaris maydis AR5183 Sorghum bicolor Japan KM230390 KM034848 KM093796 Manamgoda et al., 2014 

Bipolaris maydis C4 Zea mays USA KM230389 KM034847 KM093795 Manamgoda et al., 2014 

Bipolaris maydis CBS 13629 Zea mays Japan KJ909769 KM034845 KM093793 Manamgoda et al., 2014 
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Supplementary 1 (Continued) 

 
Species 

 
Isolates N° 

 
Host 

 
Country 

GenBanK accession n° 
 
 References 

 ITS GAPDH TEF 

Bipolaris microstegii AR4840 
Microlaena 
stipoides USA JX089579 JX089575 KM093756 Manamgoda et al., 2014 

Bipolaris microstegii AR5192 
Microstegium 

vimineum USA KM230391 KM034819 KM093757 Manamgoda et al., 2014 

Bipolaris oryzae 
MFLUCC 
100715 Oryza sativa Thailand JX256416 JX276430 JX266585 Manamgoda et al., 2012 

Bipolaris oryzae MAFF 235449 Oryza sativa Japan KJ922383 KM042897 KM093789 Manamgoda et al., 2014 

Bipolaris oryzae AR3797 Panicum virgatum USA KM230392 KM042894 KM093786 Manamgoda et al., 2014 

Bipolaris oryzae AR5204 Panicum virgatum USA KM230393 KM042895 KM093787 Manamgoda et al., 2014 

Bipolaris oryzae FR9031 Oryza sativa France  This study 

Bipolaris oryzae FR9032 Oryza sativa France  This study 

Bipolaris oryzae FR9033 Oryza sativa France  This study 

Bipolaris oryzae FR9035 Oryza sativa France  This study 

Bipolaris oryzae FR9037 Oryza sativa France  This study 

Bipolaris oryzae FR9039 Oryza sativa France  This study 

Bipolaris oryzae FR9044 Oryza sativa France  This study 

Bipolaris oryzae FR9046 Oryza sativa France  This study 

Bipolaris oryzae FR9049 Oryza sativa France  This study 

Bipolaris oryzae FR9055 Oryza sativa France  This study 

Bipolaris oryzae FR9056 Oryza sativa France  This study 

Bipolaris oryzae FR9057 Oryza sativa France  This study 

Bipolaris oryzae FR9058 Oryza sativa France  This study 

Bipolaris oryzae FR9069 Oryza sativa France  This study 
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Supplementary 1 (Continued) 

 
Species 

 
Isolates N° 

 
Host 

 
Country 

GenBanK accession n° 
 

References ITS GAPDH TEF 

Bipolaris oryzae FR9070 Oryza sativa France  This study 

Bipolaris oryzae FR9071 Oryza sativa France  This study 

Bipolaris oryzae FR9072 Oryza sativa France  This study 

Bipolaris oryzae FR9075 Oryza sativa France  This study 

Bipolaris oryzae FR9076 Oryza sativa France  This study 

Bipolaris peregianensis DAOM 22199 C. dactylon Australia KJ922393 KM034849 KM093797 Manamgoda et al., 2014 

Bipolaris peregianensis BRIP 12790 C. dactylon Australia JN601034 JN600977 JN601022 Manamgoda et al., 2011 

Bipolaris pluriseptata BRIP 14839 E. coracana Zambia KJ415532 KJ415414 KJ415486 Tan et al., 2014 

Bipolaris salviniae IMI 228224 Salvinia auriculata Brazil KJ922390 KM034829 KM093772 Manamgoda et al. 2014 

Bipolaris salviniae BRIP 12898 Melinis minutiflora Australia JN601035 JN600972 KM093771 Manamgoda et al., 2011 

Bipolaris secalis BRIP 14453 Secale cereale Argentine KJ415537 KJ415409 KJ415455 Tan et al., 2014 

Bipolaris sorokiniana CBS 110 14 Hordeum sp. USA KJ922381 KM034822 KM093763 Manamgoda et al., 2014 

Bipolaris sorokiniana FIP499 
Phalaris 

arundinaceae USA KJ922382 KM034828 KM093769 Manamgoda et al. 2014 

Bipolaris sorokiniana MAFF 236448 Z. mays Japan KJ909792 KM034826 KM093767 Manamgoda et al., 2014 

Bipolaris urochloae ATCC 58317 Urochloa panicoides Australia KJ922389 KM230396 KM093770 Manamgoda et al., 2014 

Bipolaris victoriae CBS 327 64 Avena sativa USA KJ909778 KM034811 KM093748 Manamgoda et al., 2014 

Bipolaris victoriae DAOM 147449 Avena sativa USA KJ909785 KM034812 KM093749 Manamgoda et al., 2014 

Bipolaris yamadae DAOM 147441 
Saccharum 
officinarum Cuba KJ922388 KM034831 KM093774 Manamgoda et al., 2014 

Bipolaris yamadae MAFF 235507 Z. mays Japan KJ922387 KM034832 KM093775 Manamgoda et al., 2014 

Bipolaris yamadae CBS 202 29 P. miliaceum Japan KJ909779 KM034830 KM093773 Manamgoda et al., 2014 

Bipolaris zeae AR3795 P. virgatum USA KJ909786 KM034816 KM093753 Manamgoda et al., 2014 

Curvularia lunata CBS 730 96 Human lung biopsy USA JX256429 JX276441 JX266596 Manamgoda et al. 2012 
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Supplementary 2 : Morphological data of Bipolaris oryzae strains from the Camargue and the closest sequences according to 

BLAST analyses on GenBank 

 

Camargue 
strains 

Mycelial growth (cm) Conidia Size (µm) Average 
number 
of septa 

Closest related GenBank sequences 

3 Days 
after 

inoculation 

7 Days 
after 

inoculation 

10 Days 
after 

inoculation 

Mean 
length 

Mean 
width 

N° 
sequence 

ITS 

% 
similarity 

ITS 

N° 
sequence 
GAPDH 

% 
similarity 
GAPDH 

N° 
sequence 

TEF1 

% 
similarity 

TEF1 

FR9031 2.70 6.90 10.12 50.31 19.64 3 LC494363 100 MH412653 100 MF431724 100 

FR9032 3.00 6.90 10.35 50.47 16.23 4 LC494363 100 MH412653 100 MF431724 100 

FR9033 2.67 6.20 9.07 62.65 16.14 5 LC494363 100 MH412653 100 MF431724 100 

FR9035 2.93 7.43 10.90 53.19 17.58 5 LC494363 100 MH412653 100 MT027093 100 

FR9037 4.23 9.25 13.10 104.34 15.28 9 LC494363 100 MK051171 100 MT027093 100 

FR9039 3.10 7.55 11.18 71.72 14.96 6 LC494363 100 MT757770 99.83 MT027093 100 

FR9044 2.88 7.07 10.45 63.49 15.80 5 LC494363 100 MH412653 100 MT027093 100 

FR9046 4.77 11.87 13.10 96.47 16.34 8 MH857291 100 MK051171 100 MT027093 100 

FR9049 2.43 5.67 8.23 55.54 14.30 5 LC494363 100 MH412653 100 MT027093 100 

FR9055 4.27 11.55 13.10 98.06 11.61 7 LC494363 100 MK051171 100 MF431724 100 

FR9056 4.45 11.75 13.10 72.96 12.05 6 LC494363 100 MK051171 100 MF431724 100 

FR9057 2.72 6.48 9.53 68.73 13.65 6 LC494363 100 MH412653 100 MF431724 100 

FR9058 2.72 6.13 8.85 46.31 12.48 4 LC494363 100 MH412653 100 MF431724 100 

FR9069 4.25 11.67 13.10 104.34 12.64 8 LC494363 100 MK051171 100 MF431724 100 

FR9070 3.15 7.47 11.12 64.45 14.58 6 LC494363 100 MH412653 100 MF431724 100 

FR9071 4.17 10.03 13.10 69.78 15.01 6 LC494363 100 MH412653 100 MF431724 100 

FR9072 2.80 7.20 10.95 66.76 12.88 7 LC494363 100 MH412653 100 MF431724 100 

FR9075 2.67 6.37 9.00 66.09 13.86 6 LC494363 99.82 MH412653 100 MF431724 100 

FR9076 4.40 11.50 13.10 76.02 11.62 6 LC494363 100 MK051171 100 MF431724 100 

 



130 
 

 

Article 4 : First Report of Rice Brown Spot Caused by Exserohilum 

rostratum in Mali 
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Rice brown spot is an emerging disease of concern in many rice-growing
countries. Different fungal species of the genera Bipolaris and Exserohilum

were reported as the causal agents of this disease. These fungal pathogens
cause similar necrotic lesions on leaves and infect grains with a significant
effect on seed germination. In 2018, samples of rice seed and leaves with typ-
ical brown spot symptoms were collected from irrigated (Manikoura and
Niono) and lowland (M’pegnesso and Loulouni) rice fields in Mali and incu-
bated for 5 to 7 days on wet filter paper at 25�C with 12 h photoperiod.
Conidia observed under a microscope were straight or slightly curved and
light-brown or dark. They were also rostrate or obclavate and measured 31.4 to
275.6 × 7.3 to 18 µm (n = 40). These morphological characteristics are identi-
cal to those of Exserohilum rostratum (Hern�andez-Restrepo et al. 2018). DNA
from eight single-spored isolates was extracted by a CTAB-based protocol
(Doyle and Doyle 1987). Internal transcribed spacer (ITS) rDNA region, glyc-
eraldehyde-3-phosphate dehydrogenase (GAPDH), and translation elongation
factor 1 alpha (TEF1-a) genes were amplified by PCR with the primers ITS5/
ITS4 (White et al. 1990), GPD1/GPD2 (Berbee et al. 1999), and EF1 983/EF1
2218 (Rehner et al. 2005), respectively. The amplicons were sequenced and
deposited in NCBI GenBank. Sequence similarity between the Malian strains

was 100% for ITS and GAPDH, and 99.8 to 100% for TEF1. Similarity
between sequences of Malian strains and E. rostratum reference strains BRIP
11417 (GenBank acc. no. LT837836, LT882553, and LT896656) and CBS
128061 (GenBank acc. no. KT265240, LT715900, and LT896658) were
99.6 to 100%. A maximum-likelihood phylogenetic tree generated with ITS,
GAPDH, and TEF1-a concatenated sequences using MEGA-X 10.1.7
grouped all eight strains from Mali in the E. rostratum clade with a bootstrap
value of 100%. For a pathogenicity test, four strains from leaves and seed
were grown on rabbit food agar (50 g/liter steeped filtrate of rabbit food pel-
lets, Kaytee Products, Chilton, WI, USA, and 15 g agar) for 14 days at 25�C
with a 12 h photoperiod (Hau and Rush 1980). Spores were collected and
the concentration of spore suspension adjusted to 1.5 × 105 conidia/ml with
0.5% gelatin. The rice varieties ADNY 11, ARICA 9, and Shwetasok�e were
grown in pots with peat soil and NPK 13-5-18 at 3.5 g/liter of soil for
21 days. Four pots of each variety (5 seedlings/pot) were placed in a tray
(60 plants per tray) and the leaves were sprayed with 30 ml of the conidial
suspension or water at 0.5% gelatin (negative control). Plants were kept at
maximum humidity (100%) at 21�C for one night and then transferred to a
phytotron at 27�C. Seven days after inoculation, circular or oval foliar
lesions less than 5 mm long, either brown or dark, sometimes whitish in
their centers were observed. These lesions were identical to those observed
in the field. E. rostratum was reisolated from these lesions. E. rostratum
affects a wide range of plant species, particularly grasses, and has been
observed on rice in many countries (Cardona and Gonz�alez 2007; Mahmad
Toher et al. 2016; Majeed et al. 2016; Silva et al. 2016). However, to our
knowledge, this is the first report of E. rostratum causing brown spot in
rice in Mali.

References:

Berbee, M. L., et al. 1999. Mycologia 91:964.

Cardona, R., and Gonz�alez, M. S. 2007. Plant Dis. 91:226.

Doyle, J. J., and Doyle, J. L. 1987. Phytochem. Bull. 19:11.

Hau, F. C., and Rush, M. C. 1980. Plant Dis. 64:788.

Hern�andez-Restrepo, M., et al. 2018. Persoonia 41:71.

Mahmad Toher, A. S., et al. 2016. Plant Dis. 100:226.

Majeed, R. A., et al. 2016. Plant Dis. 100:2162.

Rehner, S. A., et al. 2005. Mycologia 97:84.

Silva, F. J. A., et al. 2016. Plant Dis. 100:2531.

White, T. J., et al. 1990. Page 315 in: PCR Protocols: A Guide to Methods and

Applications. Academic Press, San Diego, CA.

The author(s) declare no conflict of interest.

Keywords: cereals and grains, field crops, fungi, pathogen detection

†Indicates the corresponding author.
D. Tharreau; tharreau@cirad.fr

This article is in the public domain and not copyrightable. It may be freely
reprinted with customary crediting of the source. The American Phytopatho-
logical Society, 2022.

Plant Disease / June 2022 1747

131



132 
 

Chapitre 2 : Structure et diversité génétique des populations de 

Bipolaris oryzae et Exserohilum rostratum principaux agents 

responsables de l’helminthosporiose du riz 

Ce chapitre présente le travail réalisé sur la structure et la diversité génétique des 

populations de B. oryzae et E. rostratum responsables de l’helminthosporiose du riz 
dans de nombreux pays. Il est composé de 2 parties. La première partie fait une 

description de la structure des populations de B. oryzae issues de différents pays 

d’Afrique, d’Amérique, d’Asie et d’Europe. Il vise à donner une vision globale mais 

préliminaire de la structure génétique de B. oryzae sur la base des marqueurs de 

polymorphismes mononucléotidiques (SNP) obtenus par genotyping-by-sequencing 

(GBS). La seconde partie est sous forme d’un article en préparation (à soumettre à 

Frontiers in Plant Science) et décrit la diversité et la structure génétique des 

populations de B. oryzae et E. rostratum au Burkina Faso.  L’article s’est intéressé à la 
structure et la diversité génétique des populations de B. oryzae et E. rostratum dans 6 

zones rizicoles du Burkina Faso. Il vise à apporter des connaissances sur la structure, 

la diversité et le mode de reproduction des 2 agents pathogènes au Burkina Faso. 
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Structure génétique des populations de Bipolaris oryzae issues des 

pays d’Afrique, d’Amérique, d’Asie et d’Europe 

 

Introduction 

Bipolaris oryzae, ascomycète haploïde et nécrotrophe est l’espèce majeure 

responsable de l’helminthosporiose du riz dans le monde. Contrairement à Pyricularia 

oryzae, agent responsable de la pyriculariose du riz dont la structure et la diversité 

génétique mondiale ont été étudiées (Tharreau et al., 2009 ; Saleh et al., 2014 ; 

Gladieux et al., 2018 ; Odjo et al., 2021), B. oryzae n’a pas bénéficié d’études à 
l’échelle mondiale. Une étude réalisée sur 4 pays asiatiques (Iran, Philippines, 

Bangladesh et Japon) a montré 3 groupes génétiques sans lien strict avec l’origine 
géographique des isolats (Ahmadpour et al., 2018). Une analyse de la diversité et la 

structure génétique mondiale de B. oryzae peut permettre de : 

- Identifier le centre de diversité de B. oryzae ; 

- Identifier les éventuelles migrations de B. oryzae dans le monde ; 

- Identifier le mode de reproduction des populations (clonale, sexuée, mixte) ; 

- Identifier des sites potentiels pour les recherches de structures de 

reproduction sexuée dans la nature ; 

- Reconstituer l’histoire de la progression de l’helminthosporiose du riz dans le 
monde. 

Ces informations sont importantes pour la compréhension générale de 

l’helminthosporiose du riz et particulièrement pour le développement de variétés 
résistantes. L’objectif de cette étude était d’initier une analyse de la diversité et de la 

structure génétique d’un échantillon mondial de B. oryzae. Cependant, le nombre 

d’isolats réunis par pays/continent n’était pas homogène et parfois faible. Nous avons 
donc décidé de limiter notre analyse à une description globale de la structure 

génétique mondiale de B. oryzae, sans chercher à faire des comparaisons ou à 

calculer des indices de diversité ou de recombinaison. 
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Matériel et méthodes 

Isolats de B. oryzae  

Des échantillons de feuilles et de grains de riz infectés par l’helminthosporiose ont 
été collectés au Burkina Faso, au Mali, en France, au Pakistan, en Italie et au Vietnam. 

L’isolement monoconidien des isolats a été fait par la méthode d’incubation sur 
papier Whatman (Mathur & Kongsdal, 2003 ; ISTA, 2021) précédemment décrite au 

chapitre 1 à la page 68 (Collecte et isolement des monoconidies). Des isolats de 

Chine, du Bénin, du Ghana, du Togo et des USA ont été fournis par des 

collaborateurs. Au total 175 isolats de B. oryzae ont été réunis (Tableau1).  

 

Extraction d’ADN, préparation des banques GBS et séquençage 

L’extraction de l’ADN au CTAB (Doyle & Doye, 1987), la préparation des banques GBS 

(Elshire et al., 2011) et le séquençage Illumina ont été réalisés comme décrit au 

chapitre 1 (Extraction ADN ; GBS : préparation des banques et séquençage). 

 

Analyses bioinformatiques et de la structure génétique 

Pour des analyses de structure génétique basées sur des marqueurs de qualités, 

l’outil GBSV v1.3  (Herten et al., 2015) et le pipeline RAttleSNP 

(https://github.com/sravel/RattleSNP) ont été utilisés respectivement pour le 

démultiplexage et l’identification des marqueurs SNPs tels que décrit au chapitre 1 à 

la page 74 (Assignation taxonomique et analyse phylogénétique à partir des données 

de GBS). L’identification des marqueurs SNPs a été faite après application de filtres 
(nombre de reads minimum de 100 000 par souche, profondeur minimum de 

séquençage de 3X, DP2, qualité minimum de 30, fréquence allélique minimale 0,05, 

30% de données manquantes maximum).  

La structure génétique des populations de B. oryzae a été appréciée par des outils de 

clustering notamment la DAPC (Jombart et al., 2010) et le programme sNMF (Frichot 

et al., 2014). Une phylogénie a été réalisée avec RAxML (Stamatakis, 2014). L’indice de 

différentiation FST (Weir & Cockerham, 1984) a été calculé à l’aide du package 

https://github.com/sravel/RattleSNP
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‘hierfstat’ de R (Goudet, 2005) et une analyse hiérarchique de la variance moléculaire 

(AMOVA) (Excoffier et al., 1992) a été réalisée  à l’aide du package ‘poppr’ de R 
(Kamvar et al., 2014) comme décrit dans l’article 4 (Population structure and 

differentiation). 

 

Résultats et discussion 

Marqueurs SNPs identifiés 

L’application des filtres (nombre minimum de 100 000 reads par souche et 3X de 

profondeur moyenne de séquençage) a réduit les 175 isolats de B. oryzae séquencés 

à 132 isolats exploitables, soit une perte de 24% des isolats (Tableau 1). Ces filtres ont 

réduit considérablement le nombre d’isolats de France (67%), du Mali (57%) et du 
Burkina Faso (30%). Contrairement aux isolats de ces pays, ceux des USA, Togo, 

Ghana, Benin et Chine ont été faiblement (5 à moins de 15% d’isolats exclus) ou 
même pas impacté par le filtrage.  

L’alignement des séquences des isolats de B. oryzae sur le génome de référence de B. 

oryzae ATCC 44560 composé de 619 scaffolds a permis d’identifier 970 561 SNPs 
bruts que le filtrage (qualité du séquençage, fréquence minimum des allèles, nombre 

minium de reads par base, pourcentage de données manquantes) a réduit à 30 187 

SNPs. Les données manquantes ou inexploitables produites par le GBS sont 

inhérentes à la technologie nécessitant donc un contrôle de qualité des séquences 

produites avant toute analyse (Scheben et al., 2017). Les pertes d’isolats observées 

après le filtrage de nos données GBS pourraient être dues à l’absence ou à la rareté 
de sites de restriction chez certains isolats et au multiplexage élevé (246 isolats). Le 

niveau de multiplexage détermine la distribution de la profondeur de séquençage 

entre les isolats et moins d’isolats sont multiplexés, plus grande sera la profondeur de 

séquençage par isolat (Wallace & Mitchell, 2017).  

 

 

 

https://www.rdocumentation.org/packages/hierfstat/versions/0.5-10
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Tableau 1 : isolats de B. oryzae séquencés par pays et utilisés pour les analyses de 

structure génétique après application des filtres sur les données GBS 

 
 

Pays 
Nombre d’isolats  

Séquencés par GBS Restant après filtrage 

Benin 18 18 
Burkina Faso 87 61 

Chine 7 7 
Colombie 1 1 

France 9 3 
Ghana 7 6 
Italie 1 1 
Mali 14 6 

Pakistan 1 1 
Togo 7 6 
USA 18 17 

Vietnam 5 5 
Total 175 132 

 

Structure génétique des populations de B. oryzae  

Pour comprendre la structure des populations des 132 isolats de B. oryzae issus de 

différents pays, des analyses DAPC, sNMF et RaxML ont été réalisées. Le critère 

d'information bayésien (BIC) de l’analyse DAPC a suggéré que le nombre optimal de 

groupes était de 5 (K = 5 ; Figure 1). De même, l'entropie croisée de l'analyse sNMF a 

indiqué un optimum de 5 clusters (Figure 2). Les deux méthodes ont donné un 

résultat strictement identique. Tous les individus assignés à un groupe par DAPC ont 

également été assignés à un seul et même groupe avec sNMF (Tableau 2). Le cluster 

5 est spécifique aux isolats des USA et d’Europe (France et Italie). Les 4 autres clusters 
génétiques regroupent des isolats d’Afrique et d’Asie indépendamment de l’origine 
géographique. En dehors des USA et du Togo (6 individus), entre 2 et 4 groupes 

génétiques sont détectés dans les différents pays dès qu’un effectif de 5 individus est 
analysé.  

L'arbre phylogénétique réalisé avec RaxML met également en évidence les 5 groupes 

génétiques (Figure 3). Les clusters 2, 3 et 5 sont bien distincts les uns des autres avec 
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une bootstrap de 83% pour chacun. L’analyse détaillée des résultats de clustering 
montre de l’admixture entre tous les groupes (Figure 3) et en particulier entre 

groupes 1 et 4.  

Les valeurs de FST entre les populations de B. oryzae des différents pays ont varié de 

0,004 à 0,617 (Tableau 3) avec une valeur moyenne de 0,274. Toutes les valeurs de 

FST entre les populations des USA et des autres pays (Afrique de l’Ouest et Asie) ont 
été supérieures à la valeur moyenne. Les valeurs de FST ont été assez faibles entre les 

populations des pays d’Afrique de l’Ouest, et entre celles des pays d’Afrique de 
l’Ouest et d’Asie. L’importante différentiation génétique observée entre les isolats des 
USA et de l’Afrique de l’Ouest pourrait être liée à la distance géographique mais aussi 

à l’espèce hôte des isolats des USA qui est le Zizania palustris, un riz sauvage cultivé 

en Amérique du nord (Johnson & Percich, 1992). 

L'analyse AMOVA a révélé que la variation génétique entre les isolats est plus 

importante au sein des pays (69%) qu’entre les pays (31%) (Tableau 4). La structure 
génétique des populations de B. oryzae, indépendamment de leurs origines 

géographiques et la variation génétique importante à l’intérieur des pays qu’entre les 
pays ont été aussi observées chez les isolats d’Iran, Bangladesh, Philippines et Japon 
(Ahmadpour et al., 2018). Ce type de structuration génétique pourrait résulter de 

migrations à longue distance par le biais de semences infectées (Odjo et al., 2021). 

Cependant, l’hypothèse de migration ou d’introductions multiples entre pays ne peut 
être vérifiée qu’en génotypant plus d’isolats par pays et par continent.  
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Tableau 2 : Répartition des isolats de B. oryzae par clusters génétiques obtenus par 

analyses DAPC et sNMF 

 

     Pays Clusters 
1 2 3 4 5 

Benin 12 4 2 - - 
Burkina Faso 22 16 5 18 - 

Chine 5 - - 2 - 
Colombie 1 - - - - 

France - - - - 3 
Ghana 1 4 1 - - 
Italie - - - - 1 
Mali - 1 - 5 - 

Pakistan - - - 1 - 
Togo - - 6 - - 
USA - - - - 17 

Vietnam 1 2 - 2 - 
Total 42 27 14 28 21 

 

 

 

Figure 1 : Regroupement des isolats de B. oryzae en 5 groupes génétiques par 
analyse discriminante en composantes principales (DAPC) 
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Figure 2 : Arbre phylogénétique obtenu à partir d'une analyse de maximum de 
vraisemblance basée sur les marqueurs SNPs des 132 isolats de B. oryzae.  
Les couleurs correspondent aux groupes génétiques définis par DAPC et sNMF. 
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Figure 3 : Analyse d’admixture avec sNMF des 132 isolats de B. oryzae. 
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Tableau 3 : Indices de différentiation (FST) entre populations géographiques de B. 

oryzae  

 Benin Burkina 
Faso 

Chine France Ghana Mali Togo USA 

Burkina Faso 0,025        
Chine 0,058 0,058       
France 0,369 0,305 0,457      
Ghana 0,100 0,080 0,230 0,430     
Mali 0,240 0,136 0,284 0,511 0,323    
Togo 0,236 0,249 0,416 0,617 0,195 0,550   
USA 0,348 0,322 0,414 0,158 0,385 0,437 0,485  

Vietnam 0,049 0,004 0,074 0,363 0,077 0,170 0,339 0,362 
Les FST n’ont pas été calculés pour les pays qui avaient moins de 3 isolats 

 

Tableau 4: Résultats de l’analyse AMOVA des isolats de B. oryzae 

Source de 
variation 

Dégré de 
liberté 

Somme 
des carrés 

Moyenne 
des carrés 

Sigma % P value 

Inter-pays 11 118251,5 10750,1 967,9 31 0,0001 
Intra-pays 120 258416,1 2153,5 2153,5 69  

Total 131 376667,6 2875,3 3121,4 100  
  

Conclusion partielle et perspectives 

L’objectif de cette étude était d’initier une analyse de la diversité et de la structure 

génétique d’un échantillon mondial de B. oryzae. L’analyse de 132 isolats de B. oryzae 

de 12 pays (Benin, Burkina Faso, Chine, Colombie, France, Ghana, Italie, Mali, Pakistan, 

Togo, USA et Vietnam) a permis d’avoir un aperçu général de la structure des 
populations. Les isolats ont été répartis en 5 groupes génétiques dont un (groupe 5) 

est spécifique aux USA et à l’Europe. Les 4 autres groupes génétiques rassemblent les 

isolats des pays d’Afrique et d’Asie indépendamment de leur origine géographique. 
Cette structure pourrait s’expliquer par des migrations d’isolats entre les pays, 

certainement par le biais de la semence. Les études futures devront se baser sur un 

plus grand nombre d’isolats par pays et inclure des échantillons des pays producteurs 

de riz importants comme Madagascar, l’Egypte, le Nigéria, la Côte d’Ivoire et la 
Guinée pour le continent africain, le Bangladesh, l’Inde, l’Indonésie, l’Iran et la 
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Thaïlande pour le continent Asiatique, et l’Espagne pour le continent Européen. Pour 

faire le lien avec les études précédentes, nous souhaitons également ajouter des 

isolats d’Iran, du Bangladesh, des Philippines et du Japon. Des isolats d’Iran nous ont 
été envoyés récemment par des collaborateurs. Grâce à un échantillon conséquent, il 

sera possible de mieux caractériser la structure et la diversité génétique de B. oryzae à 

l’échelle du monde et de faire des hypothèses sur le centre de diversité et l’histoire 
d’une des principales espèces responsables de l’helminthosporiose du riz. 
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Henri Lebrun 1, Didier Tharreau 2,3 

1 UMR BIOGER, Université Paris-Saclay, INRAE, AgroParisTech, 78850 Thiverval-
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Abstract 

In recent years, Brown spot disease of rice (BSR) has been encountered on leaves and 

seeds of rice in all rice-growing areas of Burkina Faso. Bipolaris oryzae and 

Exserohilum rostratum are the main fungal species isolated from BSR symptoms and 

were frequently observed in the same field. However, we neither have information on 

the genetic diversity and population structure, nor on the mode of reproduction of 

these species in rice fields in Burkina Faso. Isolates of B. oryzae (n=61) and E. 

rostratum (n=151) were characterized by genotyping-by-sequencing. The genetic 

differentiation of B. oryzae and E. rostratum populations from different rice-growing 

areas was greater within populations than between populations. For both species, 

four genetic clusters were identified without a priori by two independent clustering 

methods (DAPC and sNMF). The distribution of these genetic groups was 

independent of the geographical origin of the isolates. Evidence of recombination 
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was identified in the populations of B. oryzae and E. rostratum. Balanced mating type 

ratios were consistent with sexual reproduction for B. oryzae. Over representation of 

Mat2 isolates in E. rostratum populations is not consistent with sexual reproduction of 

a heterothallic species. The use of GBS technique for the first time on causal agents of 

BSR was successful. It is also the first time that population genetics of E. rostratum is 

carried out.  This study provides a basis for the orientation of future studies on the 

biology and genetics of B. oryzae and E. rostratum in Burkina Faso.   

Keywords: Recombination, Reproduction, rice fields 

 

Introduction 

Rice is an important food in Africa, especially in sub-Saharan Africa (SSA) where its 

demand is higher than anywhere else in the world (Nwanze et al., 2006; 

Balasubramanian et al., 2007). It is the second most important source of calories after 

corn in SSA (Nigatu et al., 2017). However, in this part of the continent, rice cropping 

is characterized by low average yields of 1.4 t/ha, compared to over 4 t/ha in Asia 

(Nwanze et al., 2006). Local production cannot meet the region's needs for rice, 

leading to significant imports. Drought, iron toxicity, salinity, weeds, rodents, birds 

and diseases are the major constraints significantly reducing rice production in SSA 

(Diagne et al., 2013; van Oort, 2018). 

Among diseases causing yield losses, Brown spot of rice (BSR) is becoming a threat in 

SSA. The disease is expanding, and is currently estimated to be responsible for the 

loss of 3.3% of the regional rice production (Savary et al., 2019). BSR occurs as brown 

spots on coleoptiles, leaf blades, sheaths, stems, glumes and seeds (Ou, 1985; Sunder 

et al., 2014). The disease is favored by mineral deficiencies in the soil, especially 

nitrogen, high temperatures and lack of water (Zadoks, 1974; Ou, 1985; Savary et al., 

2000, 2005).  

In Burkina Faso, the importance of BSR in the nursery as well as in the field was 

already highlighted in 1962 (Davet, 1962). An outbreak of BSR was recorded in 1994 

in the most important rice-growing plain of the country (Sourou) and, since then, the 



145 
 

disease spread to several rice-growing areas (Ouédraogo, 2008). A recent study has 

shown that 80% of rice fields in western Burkina Faso show BSR symptoms (Barro et 

al., 2021). Furthermore, rice grains produced in Burkina Faso are infected at rates of 

up to 76% (Ouédraogo et al., 2016). Under natural disease pressure, grain yield losses 

can reach 16% (Ouédraogo, 2008).  

Several fungal species of the Bipolaris genus and Exserohilum rostratum (syn. 

Setosphaera rostrata) are responsible for BSR. In Burkina Faso, Bipolaris oryzae (syn. 

Cochliobolus miyabeanus) and E.  rostratum, are the two species most frequently 

isolated from BSR symptoms (HK Kaboré, CIRAD, Montpellier, France, personal 

communication). These species are found in the same rice fields or in the same seed 

lots (Ouédraogo et al., 2016; HK Kaboré, CIRAD, Montpellier, France, personal 

communication). Bipolaris oryzae and E. rostratum are heterothallic fungi, that is, their 

sexual reproduction requires strains of opposite mating types (MAT1-1 and MAT1-2; 

Ueyama & Tsuda, 1976). B. oryzae isolates from Burkina Faso show significant 

morphological and pathological variability (Ouédraogo et al., 2004; Dembélé, 2014; 

Boka et al., 2018). Investigations based on mitochondrial DNA RFLP markers revealed 

the division of B. oryzae isolates into 2 haplotypes (Ouédraogo et al., 2004). But, there 

is a lack of information on the genetic structure and diversity, as well as the mode of 

reproduction in the rice fields of Burkina Faso of B. oryzae and E. rostratum.  

Most studies on B. oryzae have reported a high level of genetic and genotypic 

diversity and low population structure (Castell-Miller & Samac, 2012; Archana et al., 

2014a; Ahmadpour et al., 2018). Sexual reproduction was suspected based on 

frequencies of mating types but recombination was not confirmed by analyses of 

linkage disequilibrium (Castell-Miller & Samac, 2012; Ahmadpour et al., 2018). 

Populations of E. rostratum were not studied yet.  

Knowledge of the diversity and genetic structure of the populations, and the mode of 

reproduction is necessary for the development of resistant cultivars against BSR 

(Castell-Miller & Samac, 2012; Barnwal et al., 2013). The objectives of this study were 

to: (i) assess the genetic diversity, (ii) describe the genetic structure, and (iii) 
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determine the mode of reproduction of B. oryzae and E. rostratum populations from 

various rice-growing of Burkina Faso.  

 

Materials and methods 

Sample collection and isolation of strains 

Leaves and seeds of cultivated rice (Oryza sativa) showing symptoms of BSR were 

collected between 2018 and 2020 in different rice fields in Bagré, Bama, Banzon, 

Karfiguéla, Sourou and Tengréla (Figure 1). These sites represent the main rice-

growing areas of Burkina Faso. Diseased leaves and grains were arranged in Petri 

dishes containing a double layer of moistened blotting paper (Mathur & Kongsdal, 

2003). Incubation was carried out at 25°C for 7 days under alternating 12 h of white 

light and 12 h of darkness. Using a flame-stretched Pasteur pipette, fungal conidia 

formed in the lesions were collected and spread on bacto-agar medium. After 

incubation for 24 h (25 °C, 12 h white light and 12 h darkness), a single germinating 

conidium was transferred with a sterile scalpel onto potato dextrose agar medium 

(PDA, 39 g/L) and incubated under the same conditions for 7 days.  

 

Figure 1: Schematic location of collection sites for infected rice samples 

The number of isolates of B. oryzae and of E. rostratum isolated is shown in green and in orange, 
respectively. Names in bold refer to the localities where samples were collected. 
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DNA extraction 

Genomic DNA was extracted from fresh mycelium with modifications to the cetyl 

trimethyl ammonium bromide (CTAB) method described by Doyle and Doyle (1987). 

A 5-day-old fragment of mycelium was transferred onto Corn Meat Agar (CMA, 18 

g/L) medium previously covered with a sterile cellophane disc. The plates were 

incubated at 25 °C (12 h photoperiod) for 7 days, the mycelium was scraped off with 

a scalpel and approximately 30 mg of the mycelium was transferred to a 1.5 mL tube 

containing sterile sand and 2 beads. These tubes were placed directly into liquid 

nitrogen and the mycelium was cold ground using a Retsch mill (Retsch MM 301) for 

4 min at 15 Hz. After grinding, each tube received 1 mL of CTAB lysis buffer with 1% 

polyvinyl pyrrolidone (MW. 360 000), 1% Na2SO3, 0.2 mg/mL RNAase and 1 mg/mL 

proteinase K. The tubes were vortexed (Vortex-Genie 2) and incubated in the oven at 

65°C for 2 h. The tubes were then centrifuged for 3 min at 8000 rpm and 

approximately 900 µL of the supernatant was transferred to a new 2 mL tube. One mL 

of chloroform isoamilalcohol (CIAA, 24/1 v/v) was placed in each tube and mixed by 

inversion before being centrifuged at 10000 rpm for 10 min. After centrifugation, 700 

µL of the supernatant was transferred to 1.5 mL tubes. Six hundred µL of isopropanol 

cooled to -20 °C and 210 µL of 5M NaCl were added and mixed by inversion. The 

tubes were kept at -20 °C overnight. They were then centrifuged at 4 °C for 30 min at 

13000 rpm and the supernatant was removed by inverting the tubes. Five hundred µl 

of 70° ethanol was added to each tube and centrifuged at 4 °C for 5 min at 13000 

rpm. Ethanol was removed by inverting the tubes and draining on absorbent paper. 

The tubes were dried for 1 h in the fume cupboard. DNA was re-suspended in 100 µL 

of sterile milliQ water. The quality and quantity of the extracted DNA was assessed 

with electrophoresis in 1% (w/v) agarose gels and spectrophotometry (NanodropTM 

2000). 
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Preparation of genotyping-by-sequencing libraries  

The preparation of GBS libraries was carried out in collaboration with the genotyping 

platform of the UMR AGAP/CIRAD according to the method described by Elshire et 

al. (2011). Genomic DNA of the strains were normalized to a concentration of 10 

ng/µl and digested with the restriction enzyme ApeKI (5 U) at 75 °C for 2 h. The 

restriction digestion of DNA was followed by ligation with adapters. The adapters 

included different barcode-containing adapters for tagging individual samples and 

common adapters. The ligation was performed using T4 DNA ligase at 22 °C for 30 

min and the ligase was inactivated by holding at 65 °C for 10 min. Two pools of 246 

strains were created. To assess the reproducibility of GBS, each pool contained 6 

randomly selected and duplicated isolates. They were purified with the QIAquick 

purification kit from QIAgen. The library was enriched by PCR to 50 µL of reaction 

solution including 25 µl of 2X Taq Master mix NEB, 19 µl of water, 2 µL of DNA and 2 

μl each of the forward and reverse primers (10 μM). Amplification was done 
according to the following program: 98 ˚C for 30 s, followed by 18 cycles of 98 ˚C for 
10 s, 65 ˚C for 30 s, 72 ˚C for 30 s, ending at 72 ˚C for 5 min. PCR products were 
purified with QIAgen’s QIAquick Purification Kit before being evaluated with 

BioAnalyzer 2100 (Agilent Technologies) for fragment size distribution. The GBS 

libraries were sequenced on an Illumina HiSeq 4000 producing 150 bp paired-end 

reads.  

 

Sequence preprocessing and SNP identification 

The bioinformatics tool RattleSNP (https://github.com/sravel/RattleSNP) was used to 

process the data. The workflow performs demultiplexing, sequence mapping to the 

reference genome and variant calling. The sequences of B. oryzae isolates were 

mapped onto the genome of strain ATCC 44560 (Condon et al., 2013), and those of E. 

rostratum onto the genome of BF9006 sequenced by CIRAD. Prior to variant calling, 

strains with a mapping rate of less than 75% to the reference genome, a library size 

https://github.com/sravel/RattleSNP
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of less than 100,000 reads and a sequencing depth of less than 3 x were considered 

low quality data and excluded from the dataset. SNPs from strains meeting the 

criteria (61 isolates for B. oryzae and 151 isolates of E. rostratum) were filtered for 

missing rate (--max-missing 0.70), minor allele frequency (--maf 0.05), depth (--

minDP 2) and site quality (--minQ 30) using VCFtools version 01.16 (Danecek et al., 

2011) 

 

Population structure and differentiation 

Discriminant Analysis of Principal Components (DAPC) (Jombart et al., 2010) and 

sNMF (Frichot et al., 2014) analysis were used to investigate the population structure. 

DAPC was carried out with the adegenet package of the R software. First, the 

find.clusters function was used to detect the number of clusters in the population 

(Jombart, 2008; Jombart et al., 2010). The function uses K-means clustering which 

decomposes the total variance of a variable into two components: inter-group and 

intra-group. This model maximizes the inter-group variation (Jombart et al., 2010).   

sNMF of the LEA R software package was used to estimate the number of discrete 

genetic clusters (K) and admixture coefficients (Frichot et al., 2014). The optimal 

number of sNMF clusters was defined as the one corresponding to the lowest cross-

entropy value. 

To further characterize the genetic structure of the population described by the DAPC 

and sNMF analyses, a hierarchical analysis of molecular variance (AMOVA) (Excoffier 

et al., 1992) were performed with the poppr package of R (Kamvar et al., 2014). 

Pairwise genetic differentiation (FST) was calculated using the 'genet.dist' function in 

the hierfstat package of R (Goudet, 2005), following the method described by Weir & 

Cockerham (1984). RAxML (Randomized Axelerated Maximum Likelihood) version 

8.2.12 was used to assess phylogenetic relationships between isolates using the 

maximum likelihood method (Stamatakis, 2014). 
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Genetic and genotypic diversity analyses 

Analysis of genotypic diversity and association indices of mixed or clonal populations 

is recommended before and after clone correction (Milgroom, 1996; Grünwald & 

Hoheisel, 2006; Kamvar et al., 2014). To identify clones, the dissimilarity rate between 

duplicates of the same isolate was calculated using the "bitwise.dis" function of the R 

poppr software (Kamvar et al., 2014). For a given species, the maximum dissimilarity 

between duplicates was measured and used as a threshold to define clones. Two 

isolates with a dissimilarity rate lower than the threshold were considered as clones.  

To determine genotypic diversity, the poppr package of R (Kamvar et al., 2014), was 

used to calculate the number of multilocus genotype (MLG), Shannon-Wiener index 

(H) (Shannon, 1948), Stoddart and Taylor’s index (G) (Stoddart & Taylor, 1988), 

Simpson’s complement index of genotypic diversity index (λ) corrected for sample 
size (Simpson, 1949; Grünwald et al., 2003) and evenness (E5) ( Pielou, 1975; Ludwig 

& Reynolds, 1988; Grünwald et al., 2003). To adjust for the population size, the raw 

value of the Simpson’s complement index of genotypic diversity index was multiplied 
by N/(N-1) with N being the number of isolates in the population (Grünwald et al., 

2003).  

To assess gene diversity, unbiased Nei genetic diversity (Hexp) was calculated (Nei, 

1978). Nucleotide diversity (π) values were calculated with VCFtools across the 
genome with 10 kb windows (Danecek et al., 2011). 

 

Linkage disequilibrium and recombination 

Detection of recombination was carried out by calculating linkage disequilibrium (LD) 

and PHI test from genotyping data. Pairwise LD between loci was calculated based on 

allelic frequency correlations (r2) over a 10 kb window using the PopLDdecay 

program (Zhang et al., 2019).  
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A FASTA file was used to generate a NeighborNet in SPLITSTREE4 and the PHI 

recombination test was performed to test the null hypothesis of clonality (Huson & 

Bryant, 2006). 

 

Mating type characterization and in vitro sexual reproduction 

Identification of mating types was done by amplification of MAT1-1 and MAT1-2 

genes with primers specific to B. oryzae (Ahmadpour et al. 2018) and E. rostratum 

(Kusai et al. 2016). Each PCR reaction had a final volume of 25 μL, containing 1 μL of 
template genomic DNA (20 ng/µL),1 μL forward primer, 1 μL reverse primer, 5 μL de 
tampon phosphate 5x, 0.25 µL Taq polymerase and 14.75 μL sterile water. For the 
amplifications of E. rostratum MAT genes, the amount of water was 13.75 µL and 1 µL 

MgCl 5X was added. PCR cycling was performed as follows: 94 °C for 2 min; followed 

by 35 cycles of 94 °C for 1 min, 52 °C for 1 min and 72 °C for 1 min; plus a final 

extension at 72 °C for 7 min for B. oryzae. For E. rostratum initial denaturation at 95 

°C for 2 min; followed by 35 cycles of denaturation at 95 C for 30 s, annealing at 60 °C 

for 30 s, extension at 72 °C for 1 min; and final extension at 72 °C for 5 min. The null 

hypothesis of a 1:1 ratio between mating types was tested using the chi-square 

goodness-of-fit. 

The sexual fertility of B. oryzae and E. rostratum isolates was tested in vitro according 

to the protocol described by Tsuda & Ueyama (1976). A dry, autoclaved rice leaf of 

about 4 cm was placed in the center of a petri dish on Sach’s culture medium. Pieces 

of mycelium from the pre-determined strains MAT1-1 and MAT1-2 were placed on 

either side of the rice leaf. The dishes were sealed with tape to prevent dehydration of 

the medium and then placed in an oven at 24°C for 30 days. 
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Results 

SNPs identified 

After alignment to the B. oryzae ATCC 44560 reference genome composed of 619 

scaffolds and filtering, 28907 SNPs were identified in the B. oryzae samples (61 

isolates). Exserohilum rostratum isolates (151 isolates) aligned to the BF9006 isolate 

reference genome (377 scaffolds) yielded 102464 SNPs.  

 

Genetic structure of B. oryzae and E. rostratum populations 

To understand the population structure of the 61 B. oryzae isolates and the 151 E. 

rostratum isolates of Burkina Faso, clustering by DAPC and inference of ancestry (with 

sNMF) analyses were performed. For B. oryzae populations, the bayesian information 

criterion (BIC) of DAPC suggested the best clustering for K = 4 (supplementary 1, 

Figure 2A). Similarly, the cross entropy of the sNMF analysis indicated an optimum of 

4 clusters (supplementary 2, Figure 3A). The phylogenetic tree made with RaxML was 

also supporting 4 genetic groups (Figure 4A). Cluster 1 was found in all collection 

areas (Table 1, Figure 5). While cluster 4 was only encountered in Karfiguela and 

Tengrela. The sNMF analysis shows a significant admixture in all 4 clusters but 

particularly between cluster 1 and 2 (Figure 3A). The FST values between the B. oryzae 

isolates from the different rice-growing areas in Burkina Faso showed little 

differentiation between sites, ranging from 0 to 0.20 (Table 2) and with an average 

value of 0.08. The AMOVA analysis revealed that the variability was 88.8% within 

localities and 11.2% between the six rice-growing zones (Table 3). 

For E. rostratum isolates, the bayesian information criterion (BIC) of DAPC suggested 

the best clustering for K = 4 (Supplementary 3, Figure 2B). Similarly, the cross entropy 

of the sNMF analysis indicated an optimum of 4 clusters (Supplementary 4; Figure 

3B). The phylogenetic tree also supported 4 genetic groups (Figure 4B). Again, 

clustering of isolates was identical between methods.  

Clusters 1 and 2 were found in all localities sampled. Cluster 3 was found in all 

localities (Figure 6) except Banzon, and cluster 4 was sampled in Bagré, Banzon, and 
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Sourou. Very low FST values ranging from 0 to 0.1 were observed between 

populations of different rice production zones in Burkina Faso (Table 3). The AMOVA 

analysis revealed that the variability was 95% within localities and 5% between the six 

rice-growing zones (Table 5). 

 

Table 1: Distribution of B. oryzae and E. rostratum clusters obtained by DAPC analysis 
in 6 rice-growing areas of Burkina Faso 

Localities      Bipolaris oryzae clusters  Exserohilum rostratum clusters 

 1 2 3 4  1 2 3 4 

Bagré 4 4 1 0  38 23 5 3 

Bama 3 3 4 0  4 4 5 0 

Banzon 8 2 0 0  2 2 0 1 

Karfiguela 4 1 0 3  2 4 1 0 

Sourou 7 3 11 0  10 24 14 3 

Tengréla 1 0 0 2  2 3 1 0 

Total 27 13 16 5  58 60 26 7 

 

Table 2: Pairwise FST estimates between Bipolaris oryzae isolates from 6 rice-growing 
zones in Burkina Faso  

 Bagré Bama Banzon Karfiguela Sourou 

Bama 0.0296     

Banzon 0.0662 0.1127    

Karfiguela 0.1275 0.0996 0.1154   

Sourou 0.0641 0.0046 0.1322 0.0809  

Tengréla 0.1005 0.0438 0.2002 -0.0217 0.0601 

 

Table 3: Pairwise FST estimates between Exserohilum rostratum isolates from 6 rice-
growing zones in Burkina Faso  

 Bagre Bama Banzon Karfiguela Sourou 

Bama 0.1288     

Banzon -0.0209 0.0107    

Karfiguela -0.0230 -0.0005 -0.0858   

Sourou 0.0680 -0.0183 -0.0203 -0.0189  

Tengrela -0.0066 -0.0341 -0.0847 -0.0992 -0.0387 
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A)  

 

B) 

 

Figure 2: Population structure analysis of B. oryzae (panel A) and E. rostratum (panel 
B) using DAPC and K=4. 
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         A) 

 

 

 

 

 

B) 

 

 

 

 

 
Figure 3: Population structure analysis of B. oryzae and E. rostratum. Ancestry coefficient for each isolate calculated by using sNMF 
with K=4. A) B. oryzae., B) E. rostratum.  
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B) 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 4: Phylogenetic tree of B. oryzae and E. rostratum populations made by RaxML 
from a maximum likelihood analysis. 

Groups were determined by clustering analysis (DAPC method). A) Phylogenetic tree 

showing the 4 groups of B. oryzae; B) Phylogenetic tree showing the 4 groups of E. 

rostratum 

 



158 
 

 

Figure 5: Geographic distribution of the four genetic clusters of B. oryzae in Burkina 
Faso 

 

Figure 6: Geographic distribution of the four genetic clusters of E. rostratum in 
Burkina Faso 
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Table 4: Analysis of molecular variance (AMOVA) of Bipolaris oryzae between and 
within 6 rice-growing zones in Burkina Faso 

  df Sum Sq Mean Sq Sigma % P value 
Localities        
 Variation among 

localitie 
5 28872.83 5774.57 329.85 11.2 0.0005 

 Variation within 
localitie 

55 143560.41 2610.19 2610.19 88.8  

 Total 60 172433.24 2873.89 2940.04 100  
        
Genetic clusters 
 Variation among 

cluster 
3 72923.27 24277.94 1562.25 48.21 0.0001 

 Variation within 
cluster 

57 99509.97 1747.36 1745.79 51.8  

 Total 60 172433.24 2873.89 3370.4 100  
Sq: Sum of squares; %: Percentage of variation 

 

Table 5: Analysis of molecular variance (AMOVA) of Exserohilum rostratum between 
and within 6 rice-growing zones in Burkina Faso  

  df Sum Sq Mean Sq Sigma % P value 
Localities        
 Variation 

among 
localitie 

5 125163.9 25032.77 631.85 4.9 0.02 

 Variation 
within 

localitie 

145 1790106.1 12345.56 12345.56 95.1  

 Total 150 1915270 12768.47 12977.41 100  
        
Genetic clusters        
 Variation 

among 
cluster 

3 1328106.2 442702.07 13150.78 76.7 0.0001 

 Variation 
within 
cluster 

147 587163.8 3994.31 3994.31 23.3  

 Total 150 1915270 12768.47 17145.09   
Sq: Sum of squares; %: Percentage of variation 
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Genotypic and genetic diversity 

The genetic distance between replicates of B. oryzae isolates varied from 0.0353 to 

0.087.  Those of E. rostratum varied between 0.0149 and 0.0328. So, B. oryzae and E. 

rostratum isolates were considered as clones if their dissimilarity rates were less than 

or equal to 0.087 and 0.0328 respectively. Based on this criterion, 8 and 11 isolates of 

B. oryzae and E. rostratum respectively were considered as clones of one or more 

isolates, representing 13% (8/61) and 7% (11/151) of the isolates in each sample. 

Genotypic and gene diversity indexes are presented in Table 6. For B. oryzae, the 

genotypic diversity (H) between isolates from different rice-growing areas ranged 

from 1.1 to 3.04 with an average value of 1.8, while the G-index varied from 3 to 21 

with an average of 10. These indices are influenced by population size and do not 

allow comparison between different localities. The Simpson index corrected for 

sample size ranged from 0.999 to 1 (mean value 0.999) indicating high genotypic 

diversity within each population. The regularity index (E.5) was equal to 1 for all 

populations.  

In terms of genetic diversity, Nei's unbiased gene diversity values ranged from 0.172 

to 0.300 with a mean of 0.238. The Banzon population showed the lowest value of 

Nei's unbiased gene diversity (0.172), while the other populations showed values 

roughly equal to the mean value of the whole. For nucleotide diversity, values ranged 

from 1.3 x10-4 to 2.4 x10-4 with an average of 1.9 x10-4. The Banzon population also 

showed the lowest value of nucleotide diversity (1.3 x10-4). The Sourou population 

showed the highest diversity (2.4 x10-4). It was followed by the populations of Bama, 

Tengréla, Bagré and Karfiguela.  

For E. rostratum, the genotypic diversity (H) between isolates from different rice-

growing areas ranged from 1.61 to 4.23 with an average value of 2.7, while the G-

index varied from 5 to 69 with an average of 25.2. The Simpson index corrected for 

sample size ranged from 0.999 to 1 (mean value 0.999) indicating high genotypic 

diversity within each population. The regularity index (E.5) was equal to 1 for all 

populations. The indices of unbiased Nei genetic diversity ranged from 0.250 to 0.355 
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with an average of 0.300. The values of nucleotide diversity varied between 5.7 x10-4 

and 9.8 x10-4. The average value was 7.5 x10-4. The isolates from Bama showed the 

highest value of nucleotide diversity (9.8 x10-4), while the lowest value was observed 

in Bagré (5.7 x10-4). 

For both species, the values of the genotypic indices (H and G) calculated after the 

removal of the clones were lower, while the values of the genetic diversity indices 

(Hexp and π) have remained the same or have slightly increased (Table 7).   
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Table 6: Genotypic and gene diversity indices of B. oryzae and E. rostratum isolates from 6 rice-growing areas of Burkina Faso 

B. oryzae population  E. rostratum population 
N H G Lambda  E.5 Hexp π  N H G lambda E.5 Hexp π  

Localities                
Bagre 9 2.20 9 1 1 0.235 1.9 x10-4  69 4.23 69 0.999 1 0.250 5.7 x10-4 
Bama 10 2.30 10 0.999 1 0.285 2.2 x10-4  13 2.56 13 1 1 0.355 9.8 x10-4 

Banzon 10 2.30 10 0.999 1 0.172 1.3 x10-4  5 1.61 5 1 1 0.237 6 x10-4 
Karfiguela 8 2.08 8 0.999 1 0.198 1.7 x10-4  7 1.95 7 0.999 1 0.276 7.2 x10-4 

Sourou 21 3.04 21 0.999 1 0.3 2.4 x10-4  51 3.93 51 0.999 1 0.346 9 x10-4 
Tengrela 3 1.10 3 1 1 NA 2 x10-4  6 1.79 6 0.999 1 NA 7.2 x10-4 

                
Genetic clusters 

Cluster 1 27 3.30 27 1 1 0.213 1.5 x10-4  58 4.0604 58 0.999 1 0.136 3.5 x10-4 
Cluster 2 13 2.56 13 0.999 1 0.166 1.3 x10-4  60 4.0943 60 0.999 1 0.132 3.5 x10-4 
Cluster 3 16 2.77 16 1 1 0.212 1.7 x10-4  26 3.2581 26 0.999 1 0.079 2.4 x10-4 
Cluster 4 5 1.61 5 1 1 0.179 1.4 x10-4  7 1.9459 7 0.999 1 0.127 2.9 x10-4 

N: Number of isolates; H: Shannon-Wiener Index; G: Stoddart and Taylor’s Index (G = 1/{ Σ [(fx)(x/n)2]}, where n is the sample size, 

and fx is the number of genotypes observed x times.; Lambda: Simpson’s Index ; E.5: Evenness (1/λ)−1/eH
 – 1), ; Hexp ((n/(n - 1))*(1 - 

sum(p^2)), p is the allele frequencies at a given locus and n is the number of observed alleles in each locus and then returning the average: 
Nei’s unbiased gene diversity; π : nucleotide diversity, NA: Not calculated due to sample size 
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Table 7: Genotypic and gene diversity indices of B. oryzae and E. rostratum isolates from 6 rice-growing areas of Burkina Faso (after 
clone correction) 

B. oryzae population  E. rostratum population 
N H G Lambda  E.5 Hexp π  N H G lambda E.5 Hexp π  

Localities                
Bagre 8 2.08 8 0.978 1 0.292 1.9x10-4  63 4.14 63 0.999 1 0.209 5.3x10-4 
Bama 9 2.2 9 1 1 0.329 2.2x10-4  13 2.56 13 0.999 1 0.363 9.4x10-4 

Banzon 7 2 7 0.999 1 0.151 1x10-4  4 1.38 4 0.999 1 0.132 3x10-4 
Karfiguela 7 2 7 0.999 1 0.238 1.5x10-4  7 1.94 7 0.999 1 0.282 7.1x10-4 

Sourou 20 3 20 0.995 1 0.353 2.4x10-4  49 3.89 49 0.999 1 0.349 8.8x10-4 
Tengrela 2 0.7 2 1 1 NA NA  4 1.38 4 0.999 1 NA NA 

                
Genetic clusters 

Cluster 1 23 3.14 23 1 1 0.208 1.3x10-4  54 3.99 54 0.999 1 0.277 3.4x10-4 
Cluster 2 11 2.40 11 1 1 0.205 1.3x10-4  57 4.04 57 0.999 1 0.269 3.4x10-4 
Cluster 3 16 2.77 16 1 1 0.250 1.7x10-4  26 3.26 26 0.999 1 0.159 1.9x10-4 
Cluster 4 3 1.10 3 1 1 NA NA  3 1.09 3 0.999 1 NA NA 

N: Number of isolates; H: Shannon-Wiener Index; G: Stoddart and Taylor’s Index (G = 1/{ Σ [(fx)(x/n)2]}, where n is the sample size, 

and fx is the number of genotypes observed x times.; Lambda: Simpson’s Index ; E.5: Evenness (1/λ)−1/eH
 – 1) ; Hexp ((n/(n - 1))*(1 - 

sum(p^2)), p is the allele frequencies at a given locus and n is the number of observed alleles in each locus and then returning the average: 
Nei’s unbiased gene diversity; π : nucleotide diversity, NA: Not calculated due to sample size 
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Recombination, mating type distribution and in vitro sexual reproduction 

In B. oryzae, Linkage Disequilibrium (LD) pattern showed a rapid decay to less than 1 

kb in all populations (Figure 7) suggesting high rate of recombination. The PHI test 

performed on populations with sufficient number of isolates, rejected the hypothesis 

of clonality (p = 0.0). Finally, a reticulated NeighborNet was observed (Figure 8), also 

supporting the hypothesis of recombination in populations of B. oryzae from Burkina 

Faso. Within the B. oryzae isolates, the mating types MAT1-1 and MAT1-2 were 

observed in balanced proportions (Table 8).  

In E. rostratum, LD showed rapid decay to less than 1 kb in all populations (Figure 7) 

and PHI tests rejected the hypothesis of clonality (p = 0.0), supporting the hypothesis 

of recombination. The dominance of only one mating type (MAT1.2) was observed 

and the null hypothesis of a 1:1 ratio was rejected by statistical analysis.  

To test the sexual fertility of B. oryzae and E. rostratum isolates, for each species, 

crosses between opposite mating type isolates from the same rice field were made in 

vitro. Out of a total of 156 in vitro crosses for B. oryzae, 2 pairs of isolates (BF9259 et 

BF9268; BF9294 et BF9296) produced pseudothecia containing ascospores. 

Concerning E. rostratum, out of 364 crosses made, no pseudothecia were observed.  
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Figure 7: Estimated linkage disequilibrium decay (LD-decay) of B. oryzae and E. 

rostratum isolates 

A) and B): respectively the LD of B. oryzae isolates per locality and per cluster. C) and D): 

respectively the LD of E. rostratum isolates per locality and per cluster.  

Localities or clusters with less than 10 isolates were not presented individually (ie Bagré, Karfiguela and 

Tengrela for B. oryzae populations, and Banzon, Karfiguela and Tengrela for E. rostratum populations; 

cluster 4 for B. oryzae and E. rostratum). 
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Figure 8: Neighbor-net phylogenetic network of B. oryzae and E. rostratum isolates 
from Burkina Faso estimated with SPLITSTREE 

A: Bipolaris oryzae; B: Exserohilum rostratum. Each colour represents a genetic group 
previously defined by DAPC/sNMF 
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Table: 8 Distribution of mating types in B. oryzae and E. rostratum populations in the 6 rice growing areas 

a: Number of isolates from the same rice field whose mating type has been characterized by locality or genetic cluster ; b:  Probability of chi-square value. For 
p < 0.05, the ratio of mating types deviates significantly from the null hypothesis 1:1 (ratio). C: number of isolates amplifying of both mating types. To discard 
the possibility of mixed isolates, a second monospore isolation of the isolates amplifying both mating types was performed. Results presented here are the 

amplification of the subclones. NA: Not calculated due to sample size. 

 

 

  Bipolaris oryzae population   Exserohilum rostratum population   

Na Phi 
test 

MAT 
1.1 

MAT 
1.2 

 No 
amplicon 

pb  Na Phi 
test  

MAT 
1.1 

MAT 
1.2 

MAT1.1+ 
MAT1.2c 

No 
amplicon  

pb 

Localities                

Bagré 9 NA 4 5  0 NA  69 0.0 6 55 6 2 3.5 x10-10 
Bama 10 0.0 7 3  0 0.206  13 0.0 0 12 1 0 5.3 x10-4 

Banzon 9 0.0 4 5  0 NA  5 NA 0 5 0 0 NA 
Karfiguela 3 NA 0 2  1 NA  7 NA 0 6 1 0 NA 

Sourou 21 0.0 13 8  0 0.275  51 0.0 4 36 2 9 4.2 x10-7 
Tengréla 2 NA 1 1  0 NA  6 NA 0 5 0 1 NA 

                

Genetic clusters 

Cluster 1 22 0.0 11 11  0 1  58 0.0 4 46 7 1 2.8 x10-9 
Cluster 2 13 0.0 7 5  1 0.564  60 0.0 3 56 1 0 5.2 x10-12 
Cluster 3 16 0.0 11 5  0 0.134  26  2 13 1 10 4.5 x10-3 
Cluster 4 3 NA 2 1  0 NA  7 NA 1 4 1 1 NA 
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Discussion 

Brown spot of rice (BSR) is an emerging disease in Burkina Faso. Knowledge of the 

structure and genetic diversity of the fungal species predominantly responsible for 

the disease is an important information for disease management. This study is the 

first comprehensive study of the genetic diversity of B. oryzae isolated from rice in 

Burkina Faso and the first study of E. rostratum populations. It is also the first study 

using genotyping-by-sequencing based to characterize populations of B. oryzae and 

E. rostratum. The objectives were to: (i) assess the genetic diversity, (ii) describe the 

genetic structure, and (iii) determine the mode of reproduction of B. oryzae and E. 

rostratum populations from various rice-growing of Burkina Faso. 

The analysis of B. oryzae and E. rostratum populations in 6 rice-growing areas of 

Burkina Faso (Bagré, Bama, Banzon, Karfiguela, Sourou and Tengrela) showed little 

genetic differentiation of populations between different rice-growing localities. The 

genetic structure was not related to geographical origin. The absence of genetic 

structure of B. oyzae within rice-growing countries was already observed in 

Bangladesh (Kamal & Mia, 2009), India (Archana et al., 2014a, 2014b), Iran (Nazari et 

al., 2015) and Thailand (Chaijuckam et al., 2019). In contrast to this situation, Burgos 

et al. (2013) established a relationship between the population structure and the 

geographical origin of isolates from different provinces in Philippines. It is possible 

that the migration of B. oryzae and E. rostratum isolates is carried out via seeds. In 

Burkina Faso there are significant exchanges of rice seed between producers. This is 

likely to favor dissemination of the pathogens and could account for the lack of 

correlation between genetic groups and geographic origin of isolates of B. oryzae 

and E. rostratum.  

The genetic diversity of B. oryzae has been studied using several molecular tools in 

some countries (Kamal & Mia, 2009; Castell-Miller & Samac, 2012; Archana et al., 

2014a, 2014b; Nazari et al., 2015; Ahmadpour et al., 2018, 2018; Chaijuckam et al., 

2019).  Most of them have shown significant genetic and genotypic diversity. B. 
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oryzae populations in the 6 rice-growing zones of Burkina Faso showed high 

genotypic diversity, equal frequencies of MAT1-1 and MAT1-2 mating types and 

evidence of recombination. All these genetic and biological characteristics are 

consistent with sexual reproduction. However, sexual reproduction of B. oryzae was 

seldom observed in the crosses we performed in vitro and was never observed in the 

field. Dating sexual reproduction phenomena remains problematic and it is difficult to 

know if they are still ongoing or if they occurred in the past (Castell-Miller & Samac, 

2012). The hypothesis of sexual reproduction of B. oryzae isolates from Burkina Faso 

will have to be verified by repeating in vitro reproduction tests and searching for 

pseudothecia (sexual reproductive structure) in rice fields. 

In contrast to B. oryzae populations, E. rostratum populations showed a dominant 

distribution of a single mating type of MAT1-2 (79%). These results are similar to 

those of Kusai (Kusai et al., 2016), observed on E. rostratum isolates from rice in 

Malaysia. In addition, in our study we identified 10 isolates of E. rostratum, i.e. 6% of 

our sample that have both the MAT1-1 and MAT1-2 idiomorphs. Such isolates with 

two mating types were also identified within E. turcicum populations from maize in 

China (Fan et al., 2007). The linkage disequilibrium and homoplasy tests did not reject 

the hypothesis of recombination within the E. rostratum populations of Burkina Faso. 

The presence of isolates with both mating types and able to mate with MAT1-

1/MAT1-2 strains could explain this situation. The observation of MAT1-1/MAT1-2 

isolates within E. rostratum is described for the first time. Sequencing of the genome 

could be used to confirm that these isolates carry both idiomorphs. 

 

Acknowledgements 

The authors are thankful to the RICE CRP and the Islamic Development Bank for their 

financial support. They also thank the UMR AGAP/CIRAD genotyping platform. 



170 
 

Supplementary 

Supplementary 1:  Identification of the number of genetic groups of B. oryzae isolates 
by DAPC 
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Supplementary 3: Identification of the number of genetic groups of E. rostratum 
isolates by DAPC 
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Chapitre 3 : Développement d’amorces pour la détection spécifique 
par PCR des espèces responsables de l’helminthosporiose du riz 

Le chapitre 3 est sous forme d’un article en préparation et traite du développement 

d’outils pour la détection spécifique (par PCR) sur la semence et les feuilles de riz des 
différentes espèces responsables de l’helminthosporiose. Ce travail vise à contribuer à 

l’amélioration du diagnostic de l’helminthosporiose du riz. 
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Article 6 : Développement d’amorces pour la détection spécifique par 
PCR de Bipolaris spp. et Exserohilum rostratum responsables de 

l’helminthosporiose du riz 
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1 UMR BIOGER, Université Paris-Saclay, INRAE, AgroParisTech, 78850 Thiverval-

Grignon, France 
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3 PHIM, Univ Montpellier, CIRAD, INRAE, IRD, Montpellier SupAgro, Montpellier, 

France 
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Résumé 

L'helminthosporiose est une maladie fongique importante du riz dont les symptômes 

peuvent être confondus avec ceux d’autres maladies. En outre, les espèces 

incriminées dans la maladie ont des caractères morphologiques similaires. Un 

diagnostic sur la base de l’observation des symptômes et/ou de la caractérisation 
morphologique ne fournit donc pas de résultats fiables. Le diagnostic moléculaire est 

actuellement le moyen le plus efficace pour un diagnostic précis. L’objectif du travail 

présenté dans cet article était de mettre au point des amorces pour la détection 

spécifique des agents responsables de l’helminthosporiose du riz. La méthode choisie 

était la PCR simple pour une utilisation dans des laboratoires reltivement peu 

équipés. Les alignements multiples réalisés à partir des séquences du gène codant 

pour la glycéraldéhyde 3-phosphate déshydrogénase ont permis d’identifier des 

régions polymorphes entre les espèces responsables de l’helminthosporiose du riz. 
Quatre couples d'amorces ont été dessinés pour détecter respectivement les souches 
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du genre Bipolaris (B. oryzae, B. maydis, Bipolaris sp.), les espèces de Bipolaris oryzae, 

B. maydis et Exserohilum rostratum. Les tests d’amplification PCR réalisés à partir des 

isolats des espèces cibles et de diverses espèces fongiques isolées du riz ont montré 

des sensibilités (taux de vrais positifs) variant de 97 % à 100%. Une spécificité (taux de 

vrais négatifs) de 100% a été observée pour tous les couples d’amorces dessinés. Ces 
amorces ont permis également de détecter par PCR les espèces cibles en faible 

concentration (0,01 ng/µL d’ADN) et dans la semence de riz à partir de 0,25% de 

grains infectés. Des détections ont été aussi possibles sur les feuilles de riz infectées. 

Cette étude ouvre des perspectives pour le suivi épidémiologique de 

l’helminthosporiose du riz et pour une certification efficace des semences de riz au 

profit des producteurs. 

 

Introduction 

L’helminthosporiose est l’une des maladies fongiques importantes du riz dans le 
monde (Ou, 1985 ; Barnwal et al., 2013 ; Savary et al., 2019). Elle est particulièrement 

dommageable dans les conditions de déficit hydrique, dans les sols pauvres en 

fertilisant et en silice (Ou, 1985 ; Datnoff et al., 1991 ; Santos et al., 2011 ; Barnwal et 

al., 2013 ; Sunder et al., 2014 ; Rivera et al., 2021). Dans les conditions de pression 

naturelle de la maladie, des pertes de productivité en grains du riz comprises entre 1 

et 34 % ont été enregistrées dans différents pays d'Afrique et d'Asie (Kaboré, 

communication personnelle).  

Le genre Helminthosporium defini par Link en 1809 a été proposé par Person en 1822 

pour regrouper diverses espèces fongiques pathogènes de plantes (Deshpande & 

Deshpande, 1966; Mukerji & Manoharachary, 2006). De nombreux travaux de 

classification ont conduit par la suite à la scission de ce genre en Bipolaris 

(Cochliobolus), Curvularia (Pseudocochliobolus), Pyrenophora (Drechslera)  et 

Exserohilum (Setosphaeria) (Shoemaker, 1959 ; Luttrell, 1963, 1964 ; Sivanesan, 1987 ; 

Manamgoda et al., 2011, 2014).  Cependant, le nom générique Helminthosporium, 

demeure toujours utilisé par de nombreux phytopathologistes pour désigner les 
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différentes espèces de Bipolaris, Curvularia, Drechslera et Exserohilum (Mukerji & 

Manoharachary, 2006). 

Bipolaris oryzae (Breda de Haan) Shoemaker est l’agent pathogène le plus associé à 

l’helminthosporiose du riz. Il est fréquemment présent sur les semences de riz (Mew 

& Gonzáles, 2002). Les grains infectés sont tachés conduisant à la réduction de leur 

qualité (Ou, 1985 ; Moletti et al., 1997). L’utilisation de semences infectées conduit à 

des fontes de semis pré ou post-germination (Ouédraogo, 2008 ; Kamal & Mia, 2009). 

Les semences infectées constituent l’une des principales sources d’inoculum pour le 

démarrage et la propagation des infections d’helminthosporiose dans les rizières 

(Schwanck et al., 2015). 

L’identification de B. oryzae sur les grains de riz se fait couramment à travers les tests 

d’incubation sur papier Whatman ou sur milieu de culture et est basée sur la 
caractérisation morphologique des conidies du champignon (Farias et al., 2011 ; 

Meneses et al., 2014 ; Pantha & Yadav, 2016). Cependant, dans certains cas, les 

conidies de B. oryzae peuvent être difficiles à observer du fait du développement de 

mycélium d’espèces saprophytes à croissance plus rapide (Archana, 2014). De plus, 

lorsque l’inoculum de B. oryzae est faible, il est difficile de le détecter par les tests 

d’incubation (Archana, 2014). Le diagnostic de B. oryzae sur les semences de riz par 

les tests d’incubation présente donc des limites liées au test lui même. 

Bipolaris oryzae peut infecter les plantules et les plantes âgées du riz. Sur les feuilles, 

de minuscules taches brunes circulaires ou ovales apparaissent en début d’infection 
puis leurs centres deviennent gris ou blanchâtres avec le temps (Ou, 1985 ; Sunder et 

al., 2005 ; Burgos et al., 2013). Cependant, les symptômes foliaires de 

l’helminthosporiose en début d’infection peuvent être confondus avec ceux de la 

pyriculariose (Pyricularia oryzae), de la cercosporiose (Cercospora oryzae), de la 

curvulariose (Curvularia spp.) et de la ramulariose (Ramularia oryzae) (Archana, 2014 ; 

Zhou et al., 2021 ; Imran et al., 2022). Les risques d’erreurs de diagnostic basés sur 

l’observation des symptômes sur les feuilles sont donc élevés.  

Exserohilum rostratum et de nombreuses espèces du genre Bipolaris sont aussi 

considérées comme des agents responsables de l’helminthosporiose du riz. Ces 
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différentes  espèces sont  couramment isolées des lésions foliaires typiques de cette 

maladie et des lots de semences infectés (Gnancadja-André et al., 2005 ; Motlagh & 

Kaviani, 2008 ; Nazari et al., 2015 ; El-Shafey et al., 2018 ; Aslam et al., 2021 ; Kaboré et 

al., 2021 ; Terensan et al., 2021). Ces espèces ont des caractères morphologiques 

similaires et des dimensions de conidies chevauchantes (Archana, 2014 ; Manamgoda 

et al., 2014). De ce fait, un diagnostic précis des agents responsables de 

l’helminthosporiose du riz ne peut être basé seulement sur la morphologie des 

champignons observés dans les lésions. 

Face à ces difficultés de diagnostic, l’utilisation de marqueurs moléculaires offre une 

alternative utilisable dans beaucoup de contextes (Archana, 2014 ; Terensan et al., 

2021). Les marqueurs universels comme ITS5/ITS4 ciblant la région de l'espaceur 

interne transcrit de l’ADN ribosomique (White et al., 1990), GPD1/GPD2 amplifiant le 

gène qui code pour l’enzyme glycéraldéhyde-3-phosphate déshydrogénase (GAPDH ; 

Berbee et al., 1999) et TEF1-983/TEF1-2218 pour le gène du facteur d'élongation de la 

traduction 1α (Rehner & Buckley, 2005) ont été beaucoup utilisés pour l’identification 

des espèces responsables de l’helminthosporiose du riz (Archana, 2014 ; Manamgoda 

et al., 2014 ; Kaboré et al., 2021 ; Terensan et al., 2021). Le gène GAPDH est l’un des 

meilleurs marqueurs génétiques permettant de délimiter les espèces du complexe 

Helminthosporium (Manamgoda et al., 2012; Bhunjun et al., 2020, Kaboré, 

communication personnelle). Cependant, l’utilisation d’amorces universelles implique 

du séquençage qui peut être long, couteux et inapproprié pour les pays en voie de 

développement quasiment dépourvus de plateformes de séquençage. Les objectifs 

de cette étude étaient : (i) de produire des séquences du gène GAPDH et d’exploiter 
celles déjà disponibles pour Bipolaris, Curvularia et Exserohilum, (ii) de rechercher sur 

ce gène des régions polymorphes entre les espèces et de dessiner des amorces 

spécifiques pour la détection sans séquençage de Bipolaris spp., B. oryzae, B. maydis 

et E. rostratum, et (iii) d’évaluer la sensibilité et la spécificité des amorces.  

Dans cet article, le nom générique Helminthosporium sera utilisé pour désigner les 

espèces des genres Bipolaris, Curvularia et Exserohilum. 
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Matériel et méthodes 

Isolement des espèces fongiques 

Des échantillons de feuilles et des grains de riz présentant les symptômes de 

l’helminthosporiose ont été collectés entre 2018 et 2019 dans divers pays rizicoles 
(Burkina Faso, Mali, France, Pakistan et Sénégal). Ils ont été disposés séparément dans 

des boîtes de Pétri contenant une double couche de papier Whatman humidifié 

(Mathur & Kongsdal, 2003). L'incubation a été réalisée à 25 °C pendant 7 jours sous 

alternance de 12 h de lumière et de 12 h d'obscurité. A l'aide d'une pipette pasteur 

étirée à la flamme, les conidies ayant les caractères morphologiques de 

Helminthosporium ont été collectées et étalées sur du milieu bacto-agar. Après une 

incubation de 24 h (25°C, 12 h de lumière et 12 h d'obscurité), une seule conidie 

germée a été transférée à l'aide d'un scalpel stérile sur du milieu potato dextrose agar 

(PDA, 39 g/L) et incubée dans les mêmes conditions pendant 7 jours.  

 

Extraction d’ADN  

L'ADN génomique a été extrait à partir de mycélium frais en modifiant la méthode au 

bromure de cétyltriméthylammonium (CTAB) décrite par Doyle et Doyle (1987). Un 

fragment de mycélium cultivé pendant 5 jours sur du PDA a été transféré sur du 

milieu Corn Meat Agar (CMA, 18 g/L) préalablement recouvert d'un disque de 

cellophane stérile. Les boîtes ont été placées à 25 °C (photopériode de 12 h) pendant 

7 jours. Environ 30 mg du mycélium ont été récoltés et transférés dans un tube de 2 

mL contenant du sable stérile et 2 billes. Ces tubes ont été placés directement dans 

l'azote liquide et le mycélium a été broyé à froid avec un broyeur (Retsch MM 301) 

pendant 4 min à 15 Hz. Un millilitre de tampon de lyse CTAB autoclavé, additionné de 

1% de polyvinyl pyrrolidone (MW. 360 000), de 1% de Na2SO3, de 0,2 mg/mL 

d’ARNase et de 1 mg/mL de protéinase K a été ajouté dans chaque tube. Les tubes 

ont été vortexés (Vortex-Genie 2) et incubés à l’étuve à 65°C pendant 2 h. Les tubes 
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ont été ensuite centrifugés pendant 3 min à 8 000 rpm et environ 900 µL du 

surnageant ont été transférés dans un nouveau tube de 2 mL. Un millilitre de 

chloroforme isoamilalcool (CIAA, 24/1 v/v) a été ajouté dans chaque tube et mélangé 

par inversion avant d'être centrifugé à 10 000 rpm pendant 10 min. Après 

centrifugation, 700 µL de surnageant ont été transférés dans des tubes de 1,5 mL. Six 

cent microlitres d'isopropanol refroidis à -20°C et 210 µL de NaCl 5M ont été ajoutés 

et mélangés par inversion. Les tubes ont été ensuite conservés à -20°C pendant une 

nuit. Les tubes ont été centrifugés à 13 000 rpm à 4°C pendant 30 min et le 

surnageant a été éliminé. Cinq cent microlitres d'éthanol à 70% ont été ajoutés dans 

chaque tube et centrifugés à 13 000 rpm à 4°C pendant 5 min. L'éthanol a été éliminé 

et le culot a été séché pendant 10 min sous la hotte. L'ADN a été remis en suspension 

dans 100 µL d'eau milliQ stérile. La qualité et la quantité de l'ADN extrait ont été 

évaluées par spectrophotométrie au Nanodrop 2000 et par électrophorèse sur gel 

d'agarose à 1%. 

 

Amplification et production de séquences du gène GAPDH  

Pour identifier les espèces fongiques isolées des lésions de l’helminthosporiose et 
acquérir de nouvelles séquences, le couple d'amorces GPD1/GPD2 (GPD1-F 5'-

CAACGGCTTCCGTCGCATTG-3' ; GPD2-R 5'GCCAAGCAGTTGGTTGTGC-3') décrit par 

Berbee et al. (1999) a été utilisé. Il cible le gène de la glycéraldéhyde-3-phosphate 

déshydrogénase et est communément utilisé pour l'identification des espèces de 

Helminthosporium. Les amplifications par réaction en chaîne par polymérase (PCR) 

ont été réalisées à l'aide d'un thermocycleur (Biometra) dans un volume total de 25 

µL contenant 14,75 µL d'eau commerciale, 5 µL de tampon 5X (Promega GoTaq), 1 µL 

de dNTPs (10 mM chaque), 1 µL (10 µM) de chaque amorce sens et antisens, 0,25 µL 

de Taq polymérase et 2 µL d'ADN génomique (10 ng/µL). Un contrôle négatif a été 

inclus dans toutes les PCR, pour lequel de l'eau ultrapure a été utilisée à la place de 

l'ADN. Les amplifications ont été réalisées avec une étape initiale de dénaturation à 

96 °C pendant 1 min, suivie de 35 cycles avec 30 s à 96°C, 1 min à 52 °C et 50 s à 72 
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°C. S’en suit une extension finale de 10 min à 72 °C. La qualité (présence d’une bande 
de taille attendue) des amplicons a été vérifiée par migration électrophorétique à 100 

V pendant 35 min sur gel d'agarose à 1,5 % dans du tampon TAE 0,5 X. La purification 

des produits PCR et le séquençage ont été effectués par Eurofins (Cologne, 

Allemagne). 

Les séquences nucléotidiques générées par les amorces sens et antisens, après avoir 

été vérifiées et corrigées, ont été utilisées pour obtenir une séquence consensus à 

l'aide de Codoncode version 5.1.5 (CodonCode Corporation). Afin d’assigner les 
isolats à une espèce, les séquences consensus produites ont été comparées aux 

séquences disponibles dans la base de données GenBank. L’alignement a été réalisé 
avec le Basic Local Alignment Search Tool (BLAST 

http://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi).  Huit séquences du gène GAPDH produites 

ont été déposées sur GenBank (https://www.ncbi.nlm.nih.gov/) sous les codes 

MZ029600, MZ029601, MZ029602, MZ029603, MZ029604, MZ029605, MZ029606, 

MZ029607. La mise en ligne du reste des séquences produites est en cours. 

 

Définition d’amorces spécifiques sur la base du gène GAPDH 

Pour dessiner les amorces, les séquences GAPDH des différents isolats ont été 

alignées par espèce à l’aide du logiciel MEGA-X 10.2.10 (Kumar et al., 2018). A ces 

séquences ont été ajoutées des séquences GAPDH de références pour les espèces du 

genre Helminthosporium (Curvularia spp., Bipolaris spp., Exserohilum rostratum) et 

Alternaria alternata téléchargées sur Genbank (https://www.ncbi.nlm.nih.gov). En 

fonction de la diversité nucléotidique au sein de l’espèce, 1 à 4 séquences 
représentatives de cette diversité ont été retenues (Tableau 1). Les séquences 

représentatives ont été alignées ensemble selon la méthode CLUSTAL W dans 

BioEdit. Les zones non codantes correspondant aux introns (souvent plus variables 

que les exons) ont été ciblées comme ‘zone discriminante’. Les amorces ont été 



180 
 

dessinées avec Primer3 (Untergasser et al., 2012), en tenant compte de leur 

proportion en bases G et C (40-65%) et de leur température d’hybridation. 

 

Sensibilité, spécificité et seuil de détection des amorces  

La sensibilité (taux de vrais positifs) définit la capacité d’un test de détection à donner 
un résultat positif en présence de l’espèce cible, tandis que la spécificité (taux de vrais 

négatifs) renseigne sur la probabilité d’obtenir un résultat négatif en l’absence de 
l’espèce cible (Cardwell et al., 2018). Pour déterminer ces paramètres, des tests 

d’amplifications PCR ont été réalisés avec les amorces dessinées en utilisant comme 
matrice, de l’ADN génomique du riz, des espèces fongiques cibles et de diverses 
espèces fongiques pathogènes isolées du riz (préalablement caractérisées par 

ITS5/ITS4, gpd1/gpd2, TEF1-983/TEF1-2218 et/ou par génotypage par séquençage). 

Les PCR ont été réalisées en utilisant le kit GoTaq (Promega) selon les 

recommandations du fabriquant : 14,75 µL d’eau stérile, 5 µL de tampon 5X, 1µL de 

dNTPs (10 mM chaque), 0,25 µL de Taq polymerase, 2 µL d’ADN (à 20 ng/µL), 1 µL de 

l’amorce sens et 1 µL de l’amorce antisens. Les produits PCR ont été soumis à une 

migration électrophorétique pendant 1 heure à 130 Volts sur un gel d’agarose à 1,5 
%. Le gel a été ensuite incubé dans une solution de bromure d’éthidium (BET) à 1% 
durant 10 min et révélé sous rayonnement ultra-violet (UV).  

Pour déterminer la limite de détection de la PCR, l'ADN génomique de 3 isolats de B. 

oryzae (BF9010, BF9037, BF9083), de 2 isolats de B. maydis (BF9100, ML9032) et de 3 

isolats de E. rotratum (BF9006, BF9038, ML9044) ont été dilués dans de l'eau distillée 

stérile pour obtenir des concentrations finales allant de 10 ng/μL à 10-6 ng/μL. Deux 
microlitres d’ADN dilué ont été utilisés par réaction PCR. Les amplifications et leurs 
vérifications ont été effectuées comme précédemment décrites.  
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Détection d’ADN fongique à partir des feuilles et des grains de riz infectés 

La détection sur organes contaminés a concerné les 2 espèces majoritairement 

rencontrées sur les symptômes de l’helminthosporiose du riz que sont B. oryzae et E. 

rostratum. Elle a été réalisée sur des organes inoculés et sur des organes infectés 

naturellement. Les feuilles de riz naturellement infectées ont été collectées en 2019 

sur les parcelles nommées NI001 (13°00'33.4"N ; 3°26'27.5"W) et NI002 

(13°02'09.4"N ; 3°26'59.8"W) de la plaine rizicole du Sourou au Burkina Faso. Sur 

chacune de ces parcelles, des grains de riz ont été prélevés après la récolte en vue de 

la détection à partir de grains infectés naturellement.  

 

Evaluation de la mycoflore des grains collectés  

La mycoflore des grains de riz issus des parcelles NI001 et NI002 a été évaluée selon 

la méthode d’incubation sur papier Whatman (Mathur & Kongsdal, 2003). Pour 

chaque lot, 100 grains de riz ont été disposés dans des boîtes de petri contenant 2 

couches de papier Whatman humidifié. Les boîtes ont été incubées à 25 °C pendant 7 

jours avec une photopériode de 12 h. Les grains ont été ensuite observés sous une 

loupe binoculaire et les champignons ont été identifiés sur la base de leurs caractères 

morphologiques. Pour chaque espèce identifiée, un taux d’infection a été calculé en 
divisant le nombre de grains infectés par le nombre total de grains incubés et 

multiplié par 100. 

 

Inoculation foliaire du riz 

Des isolats monospores de B. oryzae et E. rostratum ont été repiqués sur du milieu 

fait à base d'aliment pour lapin (50 g/litre de tourteau pour lapin, Kaytee Products, 

Inc. Chilton, WI, USA, et 15 g d'agar) pendant 14 jours à 25°C avec une photopériode 

de 12 heures (Hau & Rush, 1980). Les conidies ont été recueillies et la concentration 

de la suspension conidienne ajustée à 1 x 104 conidies/mL avec 0,5 % de gélatine. 

L’inoculation a été effectuée par pulvérisation de 30 mL de la suspension conidienne 
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sur 60 plantes de riz âgées de 25 jours. Les plantes ont été maintenues à un taux 

maximum d’humidité (100%) à 21°C pendant une nuit puis transférées dans un 

phytotron à 27°C. Sept jours après l'inoculation, les feuilles portant les lésions ont été 

découpées en morceau de 2 à 3 cm et conservées au congélateur à -80 °C. 

 

Inoculation des grains de riz 

Des isolats monospores de B. oryzae et E. rostratum ont été repiquées sur du milieu 

fait à base de tourteau pour lapin (50 g de tourteau pour lapin, Kaytee Products, Inc. 

Chilton, WI, USA, et 15 g d'agar pour 1 L d’eau) pendant 10 jours à 28 °C avec une 

photopériode de 12 heures (Hau et Rush 1980). Des grains de riz en provenance du 

Centre Français du Riz (CFR) collectés en Camargue en 2016 ont été désinfectés par 

immersion dans de l’hypochlorite de sodium à 5°DC (Degré Chlorométrique) pendant 
30 min. Ils ont été ensuite rincés 3 fois à l’eau distillée stérile pour éliminer 
l’hypochlorite de sodium avant d’être séchés pendant 3 jours à l’étuve à 30 °C. Après 

la désinfection, pour s’assurer de l’élimination des agents pathogènes 50 grains de riz 

ont été choisis et évalués par la méthode de papier Wathman (Mathur & Kongsdal, 

2003).  

Pour l’inoculation, 150 grains de riz désinfectés ont été disposés sur du mycélium 

ayant poussé pendant 10 jours. Les boites ont été réincubées pendant 4 jours à 28°C 

et sous 12 h de photopériode. Les grains ont été ensuite récupérés dans des boîtes 

de Pétri stériles et placés à l’étuve à 30°C pour le séchage. Des lots de semences de 
taux d’infection de 0%, 0,25%, 1%, 10%, 20% et 40% ont été constitués en 
mélangeant des grains inoculés à des grains sains dans des proportions respectives 

de 0/400, 1/400, 4/400, 40/400, 80/400 et 160/400.  

 

Extraction de l’ADN fongique à partir des grains et feuilles infectés 

Pour l’extraction de l’ADN fongique à partir des grains de riz, les grains inoculés ou 
infectés naturellement ont été réduits en poudre fine par broyage pendant 5 min au 
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mixeur. La poudre a été bien homogénéisée et 0,1 g a été prélevé pour l’extraction de 
l’ADN au CTAB. Pour l’extraction de l’ADN fongique à partir des feuilles de riz 

infectées, les feuilles ont été broyées au mortier dans l’azote liquide. La poudre a été 

homogénéisée avec une spatule et 0,1 g a été mis dans un tube de 1 mL. Trois 

prélèvements de 0,1 g ont été effectués par niveau d’infection (0%, 0,25%, 1%, 10%, 

20%, et 40%). L’extraction de l’ADN a été réalisée au CTAB comme décrit 

précédemment. L’ADN a été récupéré dans 50 µL d’eau distillée stérile.  
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Tableau 1 : Séquences GAPDH produites dans cette étude et séquences de référence 
(NCBI) des espèces présentes sur le riz ayant servi à la définition des amorces 

 
Espèces Séquences Hôtes Sources 

 

Alternaria alternata 

AF081400 ND Berbee, 1998/NCBI 

KP851968 Boehmeria nivea Yu et al., 2015/NCBI 

Bipolaris bicolor ML9021 Oryza sativa Kaboré et al., CIRAD 

KY047136 Lolium perenne Xue, 2016/NCBI 

B. coffeana KJ415421 Coffea arabica Tan et al., 2014/NCBI 

 

B. cynodontis 

KC333443 Oryza sativa Ahmadpour et Javan-
Nikkhah, 2012/NCBI 

KM034838 Cynodon dactylon Manamgoda et al., 
2014/NCBI 

 

B. maydis 

ML9030 Oryza sativa Kaboré et al., CIRAD 

LC552295 Zea mays Manzar et al., 2020/NCBI 

LC552288 Zea mays Manzar et al., 2020/NCBI 

 

 

B. oryzae 

JX276430 Oryza sativa Manamgoda et al., 
2012/NCBI 

ML9022 Oryza sativa Kaboré et al., CIRAD 

BF9034 Oryza sativa Kaboré et al., CIRAD 

KC333434 Oryza sativa Ahmadpour et Javan-
Nikkhah, 2012/NCBI 

B. secalis KJ415409 Secale cereale Tan et al., 2014/NCBI 

B. setariae MK144540 Saccharum sp.  Hao, 2018/NCBI 

B. sorokiniana MF193869 Hordeum bogdanii Xue, 2017/NCBI 

 

Bipolaris sp. 

BF9003 Oryza sativa Kaboré et al., CIRAD 

ML9021 Oryza sativa Kaboré et al., CIRAD 

PK9037 Oryza sativa Kaboré et al., CIRAD 

B. victoriae EF513210 ND Andrie et al., 2007/NCBI 

ND : non rapporté 
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Tableau 1 (suite) : Séquences GAPDH produites dans cette étude et de référence 
(NCBI) des espèces présentes sur le riz ayant servi à la définition des amorces 
 
 

ND : non rapporté 
 

 

Espèces Séquences Hôtes Sources 

 

B. zeicola 

MF193874 Zea mays Xue, 2017/NCBI 

KM034813 Sorghum Manamgoda et al., 
2014/NCBI 

Curvularia 

americana 

HF565488 ND da Cunha et al., 
2102/NCBI 

 

C. eragrostidis 

MH972264 Saccharum sp. Hao et Qi,2018/NCBI 

HG779154 ND Madrid et al., 2014/NCBI 

C. geniculata HF565462 ND da Cunha et al., 
2012/NCBI 

LC552684 Zea mays Manzar et al., 2020/NCBI 

C. hawaiiensis KT021302 Homo sapiens Pham et al., 2015/NCBI 

 

C. lunata 

JX276441 ND Manamgoda et al., 
2012/NCBI 

MN217229 Stenotaphrum 

secundatum 

Liu et al., 2019/NCBI 

C. oryzae MN180225 Cocos nucifera Xu, 2019/NCBI 

C. pallescens KM083606 ND Manamgoda et al., 
2014/NCBI 

Curvularia sp. PK9033 Oryza sativa Kaboré et al., CIRAD 

 

C. spicifera 

KM061788 Bouteloua gracilis Manamgoda et al., 
2014/NCBI 

KC928089 Buchloe dactyloides Amaradasa et Amundsen, 
2015/NCBI 

Exserohilum 

rostratum 

BF9006 Oryza sativa Kaboré et al., CIRAD 

MG918126 Lagenaria siceraria Choudhary et al., 
2018/NCBI 
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Résultats 

Séquences du gène GAPDH de Bipolaris spp. Curvularia spp. et 

Exserohilum rotratum produites 

Le potentiel des régions génomiques permettant de discriminer les espèces est un 

facteur primordial dans le choix du gène qui servira à dessiner des amorces 

spécifiques. Au total, nous avons produits des séquences GAPDH de 112 isolats de 

Helminthosporium. Une recherche de similarité nucléotidique de chacune de ces 

séquences avec celles déposées dans GenBank a été effectuée en vue de l’assignation 
taxonomique. Une souche a été assignée à une espèce lorsque des taux de similarité 

élevés (99 à 100%) ont été observés entre la séquence produite pour cette souche et 

plusieurs isolats d’une seule espèce dans GenBank. Lorsque les taux de similarités et 

valeurs de scores étaient comparables pour séquences attribuées à différentes 

espèces dans GenBank, l’assignation a été limitée au genre.  
La majorité des 112 souches séquencées (94,6%) a été assignée aux espèces Bipolaris 

bicolor (1/112), B. coffeana (1/112), B. cynodontis (9/112), B. maydis (4/112), B. oryzae 

(54/112), B. secalis (2/112), B. zeicola (1/112), Curvularia americana (1/112), C. 

hawaiiensis (2/112), C. spicifera (12/112) et E. rostratum (19/112). Pour les 6 isolats 

restant, l’assignation a été limitée aux genres Bipolaris (1/112) et Curvularia (5/112).  

 

Spécificité, sensibilité et seuil de détection des amorces 

Les alignements multiples effectués entre les séquences GAPDH des isolats de 

Bipolaris spp., Curvularia spp., Alternaria alternata et E. rostratum ont permis 

d’identifier des zones polymorphes au niveau des introns. Quatre couples d’amorces 
spécifiques (Tableau 2) ont été dessinés pour détecter spécifiquement Bipolaris 

oryzae, B. maydis, E. rostratum et toutes les espèces du genre Bipolaris répertoriées 

dans le tableau 1.  Le couple d’amorces GAPDH_Bspf/GAPDH_R (Bspf/R en abrégé) a 

été dessiné pour détecter toutes les espèces appartenant au genre Bipolaris, tandis 

que les couples d’amorces GAPDH_Bof/ GAPDH_R, GAPDH_Bmf/ GAPDH_R et 

GAPDH_Erf/ GAPDH_R ont été dessinés pour détecter respectivement Bipolaris 
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oryzae, B. maydis et E. rostratum. Les températures d’hybridation utilisées pour ces 

différents couples d’amorces sont à 60°C pour Bof/R et Bmf/R, 55°C pour Bspf/R et 

52°C pour Erf/R (Tableau 3). La spécificité des amorces a été confirmée par les 

résultats des PCR réalisées sur les espèces cibles et les différentes espèces fongiques 

rencontrées sur le riz (Tableau 4, Annexe 6, Figure 1). Au total, 86, 261, 119 et 248 

isolats ont été respectivement testés avec les couples d’amorces Bspf/R, Bof/R, Bmf/R 

et Erf/R. Parmi ces isolats testés, 35 isolats étaient des isolats des espèces non cibles 

du couple d’amorces Bspf/R, 86 isolats de Bof/R, 95 isolats de Bmf/R et 69 isolatsde 

Erf/R. Aucune amplification de ces espèces non cible n’a été observée, soit une 
spécificité de 100% pour chacun des couples d’amorces. L’ADN du riz n’a pas non 

plus été amplifié avec ces amorces. Par ailleurs, sur 175 isolats de Bipolaris oryzae 

préalablement identifiés par GBS (Chapitre 1), le couple Bof/R, a permis d’amplifier 

l’ADN de 174 isolats soit une sensibilité de 98,3%. Le couple d’amorces spécifique de 

E. Rostratum (Erf/R) a permis l’amplification de 174 isolats sur 179 isolats testés, soit 

une sensibilité de 97,2%. Le couple d’amorces Bspf/R a quant à lui permis d’amplifier 

l’ADN de 50 des 51 isolats de Bipolaris spp (24 B. oryzae, 24 B. maydis et 3 Bipolaris 

sp.), soit une sensibilité de 98%. La sensibilité du couple spécifique à B. maydis 

(Bmf/R) a été de 100% (24 souches testées).  

Les amplifications des isolats de B. oryzae, B. maydis et E. rostratum avec 

respectivement les couples d’amorces Bof/R, Bmf/R et Erf/R ont montré que le seuil 

de détection de ces dernières variait de 0,01 ng/µL à 10 ng/µL (Figure 1).  
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Tableau 2 : Amorces dessinées pour la détection spécifique de Bipolaris spp., B. 

oryzae, B. maydis et E. rostratum 

* taille de l’amplificon avec l’amocre GAPDH_R 

Tableau 3 : Programme PCR utilisé pour les différents couples d’amorces 

 

Etapes GAPDH_Bspf/R GAPDH_Bof/R GAPDH_Bmf/R GAPDH_Erf/R 

T (°C) D T (°C) D T (°C) D T (°C) D 

1 96 2 min 96 2 min 96 2 min 96 2 min 

2 96 1 min 96 1 min 96 1 min 96 1 min 

3 55 1min 60 1min 60 1min 52 1min 

4 72 50 s 72 50 s 72 50 s 72 50 s 

5 72 10 min 72 10 min 72 10 min 72 10 min 

6 15 infini 15 infini 15 infini 15 infini 

Les étapes 2 à 4 sont répétées 35 fois 

 T : Température ; D : Durée 

 

 

 

 

 

 

Amorces Séquences (5’ 3’) Taille 
Fragments* 

(pb) 

Espèces cibles 

GAPDH_Bspf AGCACTCCCTCAACCCRGAA 296 Bipolaris spp. 

GAPDH_Bof TCAACCCAGAATCCTCCACT 287 B. oryzae 

GAPDH_Bmf AACCCAGAACCTTTGACCAC 285 B. maydis 

GAPDH_Erf CTTTCGTCAGGACCGTAGA 225 E. rostratum 

GAPDH_R TTCTCGGTGGTGGTGAAGAC ------------ Bipolaris/Exserohilum 
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Tableau 4 : Résultats d’amplification PCR d’une collection d’isolats de Bipolaris spp., 
Curvularia spp., Exserohilum rostratum et des espèces couramment rencontrées sur le 
riz 

Espèces Amorces 

GAPDH_Bspf/ 
GAPDH_R 

GAPDH_Bof/ 
GAPDH_R 

GAPDH_Bmf/ 
GAPDH_R 

GAPDH_Erf/ 
GAPDH_R 

Alternaria sp. 0/3 0/3 0/3 0/3 

Bipolaris sp. 2/3 0/3 0/3 0/3 

Bipolaris oryzae 24/24 172/175 0/24 0/24 

B. maydis 24/24 0/15 24/24 0/15 

Curvularia sp. 0/4 0/13 0/13 0/4 

Drechslera gigantea 0/1 0/1 0/1 0/1 

Exserohilum rostratum 0/8 0/32 0/32 174/179 

Fusarium sp. 0/3 0/3 0/3 0/3 

Pyricularia oryzae 0/6 0/6 0/6 0/6 

Rhizoctonia sp. 0/4 0/4 0/4 0/4 

Rhynchosporium sp. 0/2 0/2 0/2 0/2 

Sclerotium sp. 0/4 0/4 0/4 0/4 

Total isolats testés 86 261 119 248 

a/b : pour une espèce et un couple d’amorce donné, ‘a’ désigne le nombre d’isolats 
positifs (amplifiés) et ‘b’ le nombre d’isolats testés.  
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Figure 1 : Illustration de la spécificité des amorces 

A : amplification spécifique des isolats du genre Bipolaris avec le couple d’amorces 
GAPDH_Bspf/ GAPDH_R ; B : amplification spécifique des isolats de B. oryzae avec le 
couple d’amorces GAPDH_Bof/ GAPDH_R ; M : Marqueurs de taille (1 kb), de 1 - 6 
isolats de B. oryzae ; 7-12 isolats de E. rostratum ; 13-18 isolats de B. maydis ; 19-24 
isolats d’espèces diverses ; T- témoin négatif PCR ; T+ témoin positif PCR  
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Figure 2 : Seuil de détection des amorces pour les espèces B. oryzae, E. rostratum et B. 

maydis 

En fonction des amorces, les amplifications ont porté sur l’ADN de 3 ou 2 isolats qui ont été 
déposés, pour une même concentration, côte à côte et dans l’ordre indiqué. A : amplification 

des isolats BF9010, BF9037 et BF9083 de B. oryzae avec le couple d’amorces GAPDH_Bof/ 
GAPDH_R  ; M : Marqueurs de taille (1 kb), de 1 - 3 ADN à 10 ng/µL, 4 à 6 ADN à 1 ng/µL  ; 7 

à 9 ADN à 0,1 ng/µL  ; 10 à 12 ADN à 0,01 ng/µL  ; 13-15 ADN à 0,001 ng/µL  ; 16-18 ADN à 
0,0001 ng/µL  ; 19-21 ADN à 0,00001 ng/µL  ; 22-24 ADN à 0,000001 ng/µL  ; T- : témoin 
négatif PCR. B : amplification des isolats BF9006, BF9038 et ML9044 de E. rostratum avec le 

couple d’amorces GAPDH_Er/ GAPDH_R  ; C : amplification des isolats BF9100 et ML9032 

de B. maydis avec le couple d’amorces GAPDH_Bmf/ GAPDH_R. 1 - 2 ADN à 10 ng/µL, 3-4 

ADN à 1 ng/µL  ; 5 -6 ADN à 0,1 ng/µL  ; 7-8 ADN à 0,01 ng/µL  ; 9-10 ADN à 0,001 ng/µL  ; 
11-12 ADN à 0,0001 ng/µL  ; 13-14 ADN à 0,00001 ng/µL  ; 15-16 ADN à 0,000001 ng/µL. 
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Détection de B. oryzae et E. rostratum à partir des feuilles et des grains de 

riz infectés 

Pour déterminer le potentiel des amorces Bof/R et Erf/R à détecter respectivement B. 

oryzae et E. rostratum dans les organes du riz, des feuilles et des lots de grains 

infectés naturellement ou inoculés, des tests PCR ont été réalisés.  

L’inoculation des feuilles a été réalisée par la pulvérisation des plantes de riz avec une 
suspension conidienne. Sept jours après l’inoculation avec B. oryzae et E. rotratum, les 

feuilles ont présenté des lésions brunes circulaires ou ovales. Les lésions étaient 

similaires à celles observées sur les feuilles collectées dans les parcelles infectées 

naturellement (NI001 et NI002). Les amplifications réalisées à partir des ADN extraits 

directement des feuilles inoculées avec B. oryzae ont permis d’obtenir des amplicons 
de tailles attendues (287 pb) et les feuilles inoculées avec E. rostratum ont permis 

d’observer des amplicons de 225 pb attestant la présence de E. rostratum. Aucun 

amplicon n’a été obtenu à partir des feuilles témoins non inoculées. 

Pour la détection de B. oryzae et E. rostratum dans les semences, des grains ont été 

collectés dans les parcelles NI001 et NI002 au Burkina Faso. Un autre lot de semences 

de riz provenant de Camargue a été désinfecté à l’hypochlorite de sodium et inoculé 
par la mise en contact de la semence avec le mycélium du champignon. Pour 

s’assurer que les grains étaient réellement contaminés, ils ont été incubés sur du 

papier Whatman. Les observations de ces grains à la loupe binoculaire ont montré 

que tous les grains inoculés étaient infectés. Quant aux grains de riz récoltés dans les 

parcelles NI001 et NI002, leur incubation sur le papier Whatman a révélé la présence 

de Bipolaris spp., Exserohilum sp. et Curvularia sp.. Compte tenu de la ressemblance 

morphologique entre ces trois genres un taux d’infection unique a été calculé. C’est 
ainsi que les grains issus des parcelles NI001 et NI002 ont montré respectivement des 

taux d’infection de 82% et 37%. Les tests PCR réalisés à partir des ADN extraits des 

grains infectés naturellement (NI001 et NI002) avec les couples d’amorces Bof/R et 
Erf/R ont detecté respectivement B. oryzae et E. rostratum. Des bandes plus intenses 

ont été observées pour le lot de la parcelle NI001 (Figure 3). Les tests PCR réalisés 

avec les couples d’amorces Bof/R et Erf/R à partir des ADN extraits des grains 
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inoculés, ont permis la détection sur les lots de grains avec des taux d’infection 
variant de 0,25 à 40% (Figure 3). Cependant, des amplifications d’ADN ont été 
également observées chez les lots de grains témoins non inoculés. Les extractions 

d’ADN du témoin négatif ainsi que les amplifications PCR ont été reprises 2 fois mais 

ont abouti au même résultat. 

 

 

Figure 3 : Détection de B. oryzae à partir de grains de riz infectés avec le couple 
d’amorces Bof/R 

NI001 : grains de riz issus de la parcelle NI001 infectés à 82% par Helminthosporium selon la méthode 
d’incubation sur papier Whatman, NI002 : grains de riz issus de la parcelle NI002 infectés à 37% par 
Helminthosporium selon la méthode d’incubation sur papier Whatman 

 

Discussion 

L’objectif de cette étude était de développer des amorces PCR pour détecter les 

principales espèces responsables de l’helminthosporiose du riz. Pour cela nous avons 
: (i) produit et exploité les données de séquences GAPDH de Bipolaris, Curvularia et 

Exserohilum disponibles, (ii) recherché sur ce gène des régions polymorphes entre les 

espèces et dessiné des amorces spécifiques pour la détection sans séquençage de 

Bipolaris spp., B. oryzae, B. maydis et E. rostratum, et (iii) évalué la sensibilité et la 

spécificité de ces amorces.  

Le niveau de polymorphisme d’une région génomique entre les espèces, et entre les 

isolats d’une espèce est un facteur primordial pour la conception d’amorces 
spécifiques. Dans notre étude, les amorces définies à partir de la séquence du gène 

GAPDH ont permis de discriminer les espèces Bipolaris oryzae, Bipolaris maydis et E. 

rostratum, toutes les 3 associées à l’helminthosporiose du riz. Aucune amplification 
croisée n’a été observée. Ces résultats concordent avec les observations faites dans 
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d’autres études qui ont montré l’intérêt de ce gène pour discriminer les espèces de 
Cercospora spp. (Bakhshi & Zare, 2020), de Colletotrichum gossypii var. 

cephalosporioides sur les graines du cotonnier (Almeida et al., 2020) et de Bipolaris 

sorokiniana sur le blé (Alkan et al., 2022). La limite de détection des amorces 

dessinées a été de 0,01 ng/µL. Cette limite de détection est similaire à celle des 

amorces spécifiques de B. oryzae dessinée sur la base de la région ITS (Archana, 

2014). 

La performance des amorces dessinées a également été démontrée par la détection 

de B. oryzae et E. rostratum dans les semences de riz infectées à 0,25%, soit un seul 

grain infecté dans un lot de 400 grains. Des amorces spécifiques conçues sur la base 

des séquences du gène mif23 de Pyricularia oryzae et sur la base des genomes 

complets de la lignée Triticum de P. oryzae ont détecté l'ADN à des taux d'infection 

comparables  respectivement dans la semence de riz et de blé (Chadha & 

Gopalakrishna, 2006; Thierry et al., 2020). 

L’incubation et l’observation des grains désinfectés à l’hypochlorite de sodium a 

révélé l’absence de conidies et de mycélium sur les grains. Cependant, des amplicons 

ont été observés à partir des grains désinfectés non inoculés (témoin) avec le couple 

d’amorces ciblant B. oryzae (GAPDH_Bof/GAPDH_R). Cette observation pourrait 

s’expliquer par une infection naturelle interne des grains ne pouvant pas être révélée 

par les tests d’incubation sur papier Wathman du riz paddy. Van Ba & Sangchote 

(2006), en disséquant la semence de riz ont montré la présence de mycélium de B. 

oryzae dans l’endosperme et l’embryon.  

Les amplicons obtenus avec les lots de grains de riz contaminé naturellement à 82% 

(parcelle NI001) avaient une intensité plus importante que ceux obtenus avec le lot 

contaminé à 37% (parcelle NI002). Ce résultat, à confirmer sur une gamme plus large 

de pourcentage d’infection, laisse penser que le test pourrait être semi quantitatif.  

Cette étude ouvre des perspectives pour une certification efficace des semences de 

riz au profit des producteurs et du suivi épidémiologique de l’helminthosporiose au 



195 
 

Burkina Faso. L’obtention de tests négatifs sur des lots indemmes de champignon 

sera la première étape à franchir. Des tests sur des lots non exposés aux 

champignons responsables de l’helminthosporiose devront être réalisés (lots recoltés 

en serre). Des tests de validation sur un plus grand nombre de lots de semences et de 

feuilles infectées naturellement sont également nécessaires pour valider la méthode. 

Inclure une étape d’enrichissement biologique (incubation de la semence 48 h à 72 h 

dans du milieu potato dextrose broth) dans la méthode d’extraction de l’ADN 
génomique fongique à partir des organes infectés pourrait permettre d’augmenter le 
seuil de détection des amorces. Développer des outils permettant la détection 

simultanée de Bipolaris spp. et des espèces aux symptômes similaires comme 

Curvularia spp., Pyricularia oryzae et Ramularia oryzae serait également très utile. 

Pour ce faire, il sera possible d’utiliser les séquences de génomes entiers de ces 

espèces pour identifier les séquences d’intérêt et dessiner des amorces pour des PCR 

en multiplexes. Une autre perspective de ce travail est de mettre au point la PCR 

quantitative (qPCR) pour réaliser des suivis épidémiologiques de l’helminthosporiose.  
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Conclusion générale et perspectives 

 

L’helminthosporiose du riz est une maladie fongique émergente à l’échelle mondiale. 
En Afrique de l’Ouest elle est particulièrement importante en Côte d’Ivoire (Bouet et 

al., 2015), au Burkina Faso (Ouédraogo, 2008 ; Barro et al., 2021), au Ghana (Nutsugah 

& Twumasi, 2001) et au Nigéria (Nneke, 2012). L’impact de l’helminthosporiose sur la 
culture du riz a été démontré dans de nombreux pays. Au Burkina Faso, la maladie 

peut induire des pertes de rendements allant jusqu’à 16% (Ouédraogo, 2008). Les 

grains de riz en parcelle paysanne sont fortement infectés, et dans la partie Ouest du 

pays 80% des rizières présentent des symptômes de l’helminthosporiose (Barro et al., 

2021). Pour lutter contre cette maladie et comprendre sa ré-émergence, nous 

manquons de connaissances et d’outils. Les espèces associées à la maladie n’ont pas 

été caractérisées en détail dans différents pays. Des outils de diagnostic précis 

utilisables à moyen débit (quelques centaines d’échantillons) ou utilisables avec des 
techniques de PCR classique, ne sont pas disponibles. La biologie, la diversité 

génétique et la structuration des populations des agents pathogènes responsables de 

l’helminthosporiose du riz restent peu connues.  

Les objectifs de cette thèse étaient donc de déterminer les espèces responsables de 

l’helminthosporiose du riz, en particulier en Afrique de l’Ouest, et de caractériser leur 

pathogénicité en milieu contrôlé, d’analyser la diversité génétique des espèces les 

plus fréquentes au Burkina Faso et de développer des outils de détection. 

 

Identification des espèces responsables de l’helminthosporiose du riz par GBS 

Pour l’identification des espèces fongiques responsables ou associées aux symptômes 
de l’helminthosporiose du riz en Afrique de l’Ouest, nous avons appliqué la technique 

de Genotyping-by-sequencing (GBS) à des isolats issus d’Afrique (Burkina Faso, Bénin, 
Togo, Ghana, Mali et Sénégal), d’Asie (Chine, Pakistan et Vietnam), d’Amérique (USA 
et Colombie) et d’Europe (France et Italie). Le GBS est une technologie née du 
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séquençage de nouvelle génération qui produit de multiples marqueurs dispersés sur 

l’ensemble du génome et qui peuvent être utilisés pour des études de phylogénie et 
de diversité génétique. Le principe de l’utilisation du GBS pour l’assignation 
taxonomique est basé sur l’homologie des séquences produites avec les génomes 
entiers d’espèces potentiellement responsables de la maladie. Pour avoir une vision 

globale des espèces incriminées dans l’helminthosporiose du riz et pour s’assurer de 
la disponibilité des génomes de référence nécessaires pour le GBS, 112 isolats issus 

des symptômes de l’helminthosporiose du riz ont d’abord été caractérisés avec les 
amorces universelles ITS5/ITS4, GPD1/GPD2 et TEF1-983/TEF1-2218. A travers cette 

analyse les isolats appartenant aux espèces Bipolaris bicolor (1/112), B. maydis 

(3/112), B. oryzae (54/112) et Exserohilum rostratum (19/112) ont été assignées sans 

ambiguïté par les 3 couples d’amorces. L’assignation taxonomique des 35 isolats 
restants s’est limitée au genre car l’assignation au niveau de l’espèce variait en 
fonction de la région génomique considérée. Dans un tiers des cas, le séquençage 

des trois gènes n’est donc pas suffisant pour assigner les isolats à une espèce. Les 
outils de séquençage des génomes offrent la possibilité de contourner ce problème. 

Mais pour cela il faut disposer de génomes complets assemblés de référence pour les 

espèces suspectées. La recherche dans les bases de données, a montré que pour les 

espèces B. bicolor, B. secalis, B. yamadae, C. hawaiiensis, C. spicifera et E. rostratum les 

génomes complets n’étaient pas disponibles. Dans cette étude nous avons donc 

produit de nouvelles ressources en séquençant et assemblant les génomes 

complets d’isolats de ces espèces. Notre étude a montré que des souches de 

l’espèce B. cynodontis peuvent être isolées du riz. Il serait donc utile de séquencer le 

génome d’une de ces souches pour continuer à compléter la gamme des génomes 
de référence disponibles. 

La comparaison des résultats des isolats assignés par les 3 régions génomiques et 

l’assignation par le GBS montre une concordance de 94% validant l’intérêt du GBS 
pour l’assignation taxonomique des espèces aussi complexes. La technologie du GBS 
a permis de multiplexer 505 isolats, de les séquencer en une seule fois et de pouvoir 
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assigner 469 d’entre eux soit 93% des isolats analysés. Le GBS a même permis 

d’assigner à une espèce une majorité (86%) des 35 isolats pour lesquels 
l’identification par les 3 régions génomiques (ITS, GAPDH et TEF) n’avait pas été 
concordante.  

Au cours de ce travail nous avons donc pour la première fois appliqué le GBS 

pour l’assignation d’isolats aux espèces responsables de l’helminthosporiose du 

riz et démontré l’intérêt de cette technique pour identifier l’espèce d’un grand 

nombre d’isolats. 

 

Coexistence d’espèces et émergence de l’helminthosporiose du riz 

L’alignement des séquences GBS des 469 isolats aux génomes de référence, produits 
dans cette étude ou disponibles dans les bases de données, a montré que les isolats 

des symptômes de l’helminthosporiose du riz sont des espèces de Bipolaris (B. 

bicolor, B. maydis, B. oryzae, B. sorokiniana, B. secalis et B. yamadae), de Curvularia (C. 

hawaiiensis, C. papendorfi et C. spicifera) et de Exserohilum (E. rostratum et E. 

turcicum). Dans notre échantillon, B. oryzae et E. rostratum sont les 2 espèces 

majoritairement isolées des symptômes de l’helminthosporiose du riz. Bipolaris 

oryzae était déjà connue pour être un des principaux agents responsables de 

l’helminthosporiose du riz. Mais l’analyse de notre échantillon (Afrique, Asie, 

Amérique et Europe) a montré que E. rostratum est également très largement 

distribuée puisque nous avons pu l’isoler à partir des symptômes de riz malade du 
Bénin, Burkina Faso, Ghana, Mali, Pakistan, Sénégal, Togo et USA. Si on en juge par 

les publications de premier signalement de E. rostratum sur le riz (Venezuela : 

Cardona et Gonzalez, 2007 ; Brésil : Silva et al., 2016 ; Pakistan : Majeed et al., 2016b ; 

Malaisie : Toher et al., 2016 ; Mali : Kabore et al., 2021), l’expansion de cet agent 

pathogène pourrait être récente. En outre, les analyses que nous avons conduites 

au Burkina Faso ont montré que les deux espèces coexistent très fréquemment 

dans la même parcelle. Nos travaux soulèvent donc deux nouvelles questions : 

1) la présence de E. rostratum en plus de B. oryzae pourrait-elle expliquer 



199 
 

l’émergence de la maladie observée au cours de ces dernières décennies, 2) 
Quelles sont les interactions entre ces deux espèces à l’échelle de la plante et de 

la parcelle ? 

Ce travail sur la distribution géographique de E. rostratum doit être approfondi en 

équilibrant (nombre) et homogénéisant (type de prélèvement) les échantillons de 

collecte entre les pays. Un échantillonnage spécifique devra également être conduit 

pour déterminer si B. oryzae et E. rostratum coexistent sur la même plante et à quelle 

échelle (sur la même feuille ? sur un grain ? dans une lésion ?). 

 

Comparaison de la pathogénicité des principales espèces responsables de 

l’helminthosporiose 

Les tests de pathogénicité des espèces de B. oryzae, B. bicolor, B. maydis, B. 

sorokiniana, C. spicifera et E. rostratum ont été réalisés par pulvérisation de 

suspensions conidiennes sur 6 cultivars de riz. Aucune interaction espèce x variété ou 

isolat x variété n’a été observée. Ce résultat, qu’il faudra confirmer sur un panel plus 
large de variétés, semble montrer que la résistance du riz aux espèces testées est non 

spécifique. Les cultivars de riz du Burkina Faso (FKR 19 et FKR 62N) ont été moins 

infectés par les différentes espèces responsables de l’helminthosporiose 
comparativement à la variété de riz Kitaake d’origine Japonaise et la variété Française 
Manobi. La tolérance des variétés FKR 19 et FKR 62N à l’helminthosporiose du riz a 

été également constaté dans d’autres études (Ouédraogo, 2008 ; Dembélé, 2014 ; 

Boka et al., 2018). Il serait intéressant d’utiliser ces variétés dans des analyses 
génétiques (analyse de Quantitative Trait Loci par exemple) en vue d’identifier de 
potentiels gènes de résistance contre l’helminthosporiose du riz. 

Il ressort également des analyses de pathogénicité comparée que B. oryzae est 

l’espèce la plus pathogène. Elle est suivie de B. maydis. Exserohilum rostratum est peu 

pathogène en conditions contrôlées mais très présente au champ surtout au Burkina 

Faso. Il serait donc intéressant de mesurer la valeur sélective (« fitness ») de cette 

espèce.  Pour cela, il faudra développer des outils qui permettent d’évaluer en milieu 
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contrôlé, en particulier, l’interaction ou la co-infection des espèces de B. oryzae et E. 

rostratum. 

 

Structure et diversité génétique de Bipolaris oryzae et Exserohilum rostratum 

L’étude de la structure et la diversité génétique des populations de B. oryzae et E. 

rostratum, s’est basée sur les marqueurs SNPs obtenus par GBS. Les analyses de 

clustering (DAPC et sNMF) ont toutes suggéré que l’échantillon mondial de B. oryzae 

(Bénin, Burkina Faso, Mali, Ghana, Togo, Chine, Pakistan, Vietnam, USA, Colombie, 

France, Italie) était constitué de 5 groupes génétiques. Les isolats de B. oryzae des 

USA et d’Europe (France et Italie) ont formé un seul groupe génétique. Les isolats de 
B. oryzae des pays d’Afrique et d’Asie étaient repartis entre les 4 autres groupes 

génétiques indépendamment de leur origine géographique. Du fait d’un nombre 
d’isolats par pays/continent parfois faible et déséquilibré, ces résultats doivent être 
interprétés avec prudence et ne sont utilisés que pour avoir un aperçu global de la 

structure des populations. Mais, malgré les limites de l’échantillon, ils viennent 
déjà compléter les études antérieures en montrant qu’il y a plus de 3 groupes à 
l’échelle mondiale (Ahmadpour et al., 2018). Pour approfondir la question de la 

structure à l’échelle mondiale, les études futures devront se baser sur un plus grand 
nombre d’isolats par pays et inclure des échantillons des pays producteurs de riz 
importants comme le Madagascar, l’Egypte, le Nigéria, la Côte d’Ivoire et la Guinée 

pour le continent africain, le Bangladesh, l’Inde, l’Indonésie, l’Iran et la Thaïlande pour 

le continent asiatique, et l’Espagne pour le continent européen. Avec un échantillon 

élargi, il sera possible de mieux caractériser la structure et la diversité génétique de B. 

oryzae à l’échelle du monde et de faire des hypothèses sur le centre de diversité et 
l’histoire des migrations de cette espèce. 
La diversité génétique des populations de B. oryzae a été étudiée dans des pays 

asiatiques (Kamal & Mia, 2009 ; Kandan et al., 2013 ; Archana et al., 2014a ; Kumar et 

al., 2016 ; Ahmadpour et al., 2018 ; Chaijuckam et al., 2019) et aux USA (Castell-Miller 

& Samac, 2012). Ces études ont montré une forte diversité génotypique et génétique 
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de B. oryzae. Au niveau du Burkina Faso, la diversité de B. oryzae dans les 6 zones 

rizicoles échantillonnées (Bagré, Bama, Banzon, Karfiguela, Sourou et Tingréla) a 

montré 4 groupes génétiques.  Aucun groupe génétique spécifique à une zone 

rizicole n’a été identifié. Les populations étaient faiblement structurées (valeur 
moyenne de FST = 0,008) ce qui suggère des échanges génétiques entre populations 

distantes géographiquement et confirme les études conduites dans d’autres pays. La 
caractérisation des types sexuels MAT1-1 et MAT1-2 de B. oryzae a montré une 

distribution quasi-équilibrée à un niveau local (rizières). Ces résultats sont cohérents 

avec ceux obtenus aux USA pour des populations isolées de Zizania palustris et en 

Iran pour des populations isolées sur le riz. En outre, l’analyse avec un grand 
nombre de marqueurs distribués sur l’ensemble du génome vient apporter une 
information nouvelle sur la recombinaison chez B. oryzae. En effet, le test de 

clonalité (PHI test) significatif et la décroissance rapide du déséquilibre de 

liaison le long du génome suggèrent des recombinaisons fréquentes. Ces 

caractéristiques génétiques et biologiques sont compatibles avec l’existence de 
la reproduction sexuée. 

A notre connaissance, la caractérisation de la structure et de la diversité de 

populations de E. rostratum isolées du riz que nous avons conduite au Burkina 

Faso est une première pour cette espèce. Les travaux de Kusai et al. (2016) ont 

mesuré les fréquences des deux signes de compatibilité sexuelle de 45 isolats de 

Malaisie mais n’ont pas décrit la diversité et la structure des populations. Chez les 
populations de E. rostratum du Burkina Faso, comme pour B. oryzae, nous avons 

observé une faible différentiation entre 4 groupes génétiques et une très faible 

différentiation entre populations géographiques.   

Par ailleurs, la décroissance rapide du déséquilibre de liaison en fonction de la 

distance physique entre marqueurs et le rejet de l’hypothèse de clonalité par un test 

Phi, suggèrent de la recombinaison et donc potentiellement de la reproduction 

sexuée. Par contre, la distribution des types sexuels à l’échelle des rizières n’est pas 
équilibrée. Une dominance du type sexuel MAT1-2 a été observée, ce qui n’est pas 
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compatible avec l’hypothèse de reproduction sexuée d’une espèce décrite comme 
hétérothallique. Les données génétiques sont donc compatibles avec l’hypothèse de 
la reproduction sexuée mais pas les données biologiques. Il se pourrait que cette 

situation soit expliquée par un homothallisme partiel. Cette hypothèse devra être 

testée en déterminant si les isolats porteurs des deux signes de compatibilité sexuelle 

sont capables de se croiser avec eux-mêmes, avec des souches MAT1-1 et avec des 

souches MAT1-2.  

Globalement, ce travail de caractérisation des populations de B. oryzae et E. 

rostratum offre des perspectives d’extension à d’autres zones géographiques. 

Ces études pourraient être couplées à des analyses épidémiologiques, en 

particulier pour identifier les voies de dissémination. 

 

Développement d’outils de détection 

Pour définir des amorces spécifiques aux espèces responsables de 

l’helminthosporiose du riz les gènes GAPDH (glycéraldéhyde 3-phosphate 

déshydrogénase) de 112 isolats de Helminthosporium issus du Burkina Faso, du Mali, 

de France, du Pakistan et du Sénégal ont été séquencés. Des alignements multiples 

des séquences de gènes produites ont été réalisés entre elles et entre les séquences 

d’isolats de référence disponibles dans les bases de données. Les zones polymorphes 

entre les espèces nous ont permis de définir des couples d’amorces 
GAPDH_Bspf/GAPDH_R, GAPDH_Bof/ GAPDH_R, GAPDH_Bmf/ GAPDH_R et 

GAPDH_Erf/ GAPDH_R pour détecter spécifiquement le genre Bipolaris, les espèces B. 

oryzae, B. maydis et E. rostratum.  

Nous avons pu montrer que ces amorces étaient très spécifiques puisque 

l’amplification des ADN des espèces cibles (taux de vrais négatifs) a été de 100% pour 

tous les couples d’amorces. La sensibilité (taux de vrais positifs) s’est avérée très 

bonne également (entre 97 et 100% en fonction des espèces). Enfin, les amplifications 

des isolats de B. oryzae, B. maydis et E. rostratum avec respectivement les couples 
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d’amorces Bof/R, Bmf/R et Erf/R ont montré un seuil de détection relativement bas 

(0,01 ng/µL à 10 ng/µL).  

Pour déterminer le potentiel des amorces Bof/R et Erf/R à détecter respectivement B. 

oryzae et E. rostratum dans les organes du riz, des feuilles et des lots de grains 

infectés naturellement ou inoculés ont été testés. Ces amorces ont également été 

utilisées avec succès sur des échantillons de riz avec des symptômes. Les 

amplifications réalisées à partir des ADN extraits directement des feuilles inoculées 

(suspensions conidiennes) et infectées naturellement (rizière présentant les 

symptômes de l’helminthosporiose) par B. oryzae ont permis d’obtenir des amplicons 
avec le couple d’amorces spécifique à B. oryzae (GAPDH_Bof/GAPDH_R). Pour les 

feuilles inoculées et infectées naturellement par E. rostratum des amplicons ont été 

aussi obtenus avec le couple d’amorces spécifique à cette espèce 
(GAPDH_Erf/GAPDH_R). L’objectif de développer un outil qui soit utilisable au 
Burkina Faso pour la détection des deux principales espèces responsables de 

l’helminthosporiose du riz a donc été atteint. 

Sur les grains de riz inoculés, chaque couple d’amorces a permis une détection 

spécifique à partir d’un taux d’infection de 0,25%. Cependant, des amplifications 

d’ADN ont été également observées avec les lots de grains témoins non inoculés. 

Cette amplification pourrait être due à la présence d’inoculum dans l’embryon et/ou 
l’endosperme des grains. En effet, on ne peut pas exclure que le traitement à 
l’hypochlorite de sodium n’a pas permis la désinfection de l’embryon et/ou de 
l’endosperme. L’incubation des grains sur papier Whatman n’a pas révélé la présence 
de champignon vivant mais ce test pourrait ne pas être suffisant pour révéler la 

présence dans l’embryon et l’endosperme. Nous ne pouvons pas exclure non plus 
qu’il n’y ait plus de champignon vivant mais que de l’ADN soit toujours présent après 
désinfection à l’hypochlorite de sodium. Pour aller plus loin dans la validation de la 

méthode, des tests sur des lots de semences non exposés (production en serre) aux 

champignons responsables de l’helminthosporiose devront être réalisés dans les 

études à venir. Il faudra aussi poursuivre des tests de validation sur un plus grand 
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nombre de lots de semence et de feuilles infectées naturellement. Inclure une étape 

d’enrichissement biologique par une incubation des grains de 48 à 72 h dans milieu 

liquide potato dextrose broth pourrait augmenter le seuil de détection du protocole, 

surtout pour les grains infectés naturellement.  

Les tests d’amplifications PCR réalisés sur les ADN permettent une détection 

spécifique des espèces responsables de l’helminthosporiose du riz. Cependant, la 

similarité entre les espèces n’a pas permis de définir des amorces créant une grande 
différence au niveau des tailles des amplicons et qui seraient utilisables en PCR 

multiplexes. L’utilisation des séquences de génomes entiers des espèces responsables 

de l’helminthosporiose du riz dans les études futures pourrait permettre de définir 

des amorces pour des PCR multiplexes de Bipolaris spp. et les espèces aux 

symptômes similaires à l’helminthosporiose du riz comme Curvularia spp., Pyricularia 

oryzae et Ramularia oryzae. Par ailleurs, il serait souhaitable de développer des outils 

de PCR quantitative (qPCR) pour la détection et le suivi de l’helminthosporiose du riz. 
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Annexes 

Annexe 1 : script RattleSNP pour mapping et SNPcalling 
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Annexe 2 : Répresentation schématique du fonctionnement du pipeline RattleSNP 
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Annexe 3 : Génomes fongiques utilisés pour l'affectation taxonomique des 

souches séquencées par GBS 

 

Espèce Code de l’isolat Technique de 
séquençage 

Taille du 
génome 

(Mb) 

Référence 

Bipolaris bicolor ML9021 Illumina 35,29 Cette étude 
B. cookei LSLP18 Illumina 36,17 Zaccaron and Bluhm, 

2017 NCBI soumission 
directe 

B. maydis ATCC 48331 Illumina 32,93 Ohm et al., 2012 
B. maydis C5 Sanger 36,46 Ohm et al., 2012 
B. oryzae ATCC 44560 Illumina 31,36 Condon et al., 2013 
B. oryzae TG12bL2 Illumina 31,67 (Castell-Miller et al., 

2016) 
B. secalis BF9003 Illumina 34,53 Cette étude 

B. sorokiniana ND90Pr Sanger; 454; 
Illumina 

36,4 Ohm et al., 2012 

B. victoriae FI3 Illumina 32,83 Ohm et al., 2012 
B. yamadae PK9029 Illumina 31,47 Cette étude 
B. zeicola 26-R-13 Illumina 31,27 Condon et al., 2013 
Curvularia 

hawaiiensis 

PK9021 Illumina 31,47 Cette étude 

C. papendorfii UM 226 Illumina ; 
PacBio 

33,38 Kuan et al., 2015 

C. spicifera FR9030 Illumina 31,80 Cette étude 
Curvularia lunata CX-3 Illumina 35,5 Gao et al., 2014 

Exserohilum 

rostratum 

BF9006 Illumina 34,71 Cette étude 

E. rostratum ER1 PacBio 35,19 Wang et al., 2021 
E. turcicum Et28A PacBio 43,48 Zhang, 2020 NCBI 

soumission directe 
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Annexe 4: liste des 133 isolats séquencés (112) et référents de NCBI (21) utilisés pour la construction pour des arbres 

phylogénétiques 

N° Espèces 
  

Isolats 
  

Hôtes 
  

Pays 

N° accession GenBanK  
  References 

  ITS GPDH 

1 Alternaria alternata EGS 340160 Arachis hypogaea Inde AF071346 AF081400 Berbee et al., 2002 

2 Bipolaris bicolor YB450101 
Momordica 

charantia Chine MH201400 MK372988 
Qin et al., 2019 

3 Bipolaris bicolor ML9021 Oryza sativa Mali     Cette étude 

4 Bipolaris coffeana BRIP 14845 Coffea arabica Kenya KJ415525 KJ415421 Tan et al. 2014 

5 Bipolaris cynodontis CBS 109894 Cynodon dactylon Hongrie KJ909767 KM034838 Manamgoda et al., 2014 

6 Bipolaris maydis AR5182 Sorghum bicolor Japon KM230383 KM034844 Manamgoda et al., 2014 

7 Bipolaris maydis CBS 13629 Zea mays Japon KJ909769 KM034845 Manamgoda et al., 2014 

8 Bipolaris maydis CBS 137271 Zea mays USA KM034846 KM093794 Berbee et al., 1999 

9 Bipolaris maydis ML9001 O. longistaminata Mali     Cette étude 

10 Bipolaris maydis ML9030 Oryza sativa Mali     Cette étude 

11 Bipolaris maydis ML9032 Oryza sativa Mali     Cette étude 

12 Bipolaris oryzae CPC 28826 Oryza sativa Taïlande MF490809 MF490831 Marin-Felix et al., 2017 

13 Bipolaris oryzae MFLUCC 100715 Oryza sativa Taïlande JX256416 JX276430 Manamgoda et al., 2012 

14 Bipolaris oryzae MFLUCC 13-0511 Oryza sativa Chine KF688965 KF688971 Xiao et al., 2013 

15 Bipolaris oryzae BF9000 Oryza sativa Burkina Faso     Cette étude 

16 Bipolaris oryzae BF9001 Oryza sativa Burkina Faso     Cette étude 

17 Bipolaris oryzae BF9002 Oryza sativa Burkina Faso     Cette étude 

18 Bipolaris oryzae BF9004 Oryza sativa Burkina Faso     Cette étude 

19 Bipolaris oryzae BF9005 Oryza sativa Burkina Faso     Cette étude 

20 Bipolaris oryzae BF9008 Oryza sativa Burkina Faso     Cette étude 

21 Bipolaris oryzae BF9009 Oryza sativa Burkina Faso     Cette étude 

22 Bipolaris oryzae BF9010 Oryza sativa Burkina Faso     Cette étude 
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23 Bipolaris oryzae BF9011 Oryza sativa Burkina Faso     Cette étude 

24 Bipolaris oryzae BF9012 Oryza sativa Burkina Faso     Cette étude 

25 Bipolaris oryzae BF9013 Oryza sativa Burkina Faso     Cette étude 

26 Bipolaris oryzae BF9014 Oryza sativa Burkina Faso     Cette étude 

27 Bipolaris oryzae BF9015 Oryza sativa Burkina Faso     Cette étude 

28 Bipolaris oryzae BF9016 Oryza sativa Burkina Faso     Cette étude 

29 Bipolaris oryzae BF9017 Oryza sativa Burkina Faso     Cette étude 

30 Bipolaris oryzae BF9018 Oryza sativa Burkina Faso     Cette étude 

31 Bipolaris oryzae BF9019 Oryza sativa Burkina Faso     Cette étude 

32 Bipolaris oryzae BF9020 Oryza sativa Burkina Faso     Cette étude 

33 Bipolaris oryzae BF9021 Oryza sativa Burkina Faso     Cette étude 

34 Bipolaris oryzae BF9022 Oryza sativa Burkina Faso     Cette étude 

35 Bipolaris oryzae BF9023 Oryza sativa Burkina Faso     Cette étude 

36 Bipolaris oryzae BF9024 Oryza sativa Burkina Faso     Cette étude 

37 Bipolaris oryzae BF9025 Oryza sativa Burkina Faso     Cette étude 

38 Bipolaris oryzae BF9030 Oryza sativa Burkina Faso     Cette étude 

39 Bipolaris oryzae BF9032 Oryza sativa Burkina Faso     Cette étude 

40 Bipolaris oryzae BF9033 Oryza sativa Burkina Faso     Cette étude 

41 Bipolaris oryzae BF9034 Oryza sativa Burkina Faso     Cette étude 

42 Bipolaris oryzae BF9035 Oryza sativa Burkina Faso     Cette étude 

43 Bipolaris oryzae BF9036 Oryza sativa Burkina Faso     Cette étude 

44 Bipolaris oryzae BF9037 Oryza sativa Burkina Faso     Cette étude 

45 Bipolaris oryzae FR9031 Oryza sativa France     Cette étude 

46 Bipolaris oryzae FR9032 Oryza sativa France     Cette étude 

47 Bipolaris oryzae FR9033 Oryza sativa France     Cette étude 

48 Bipolaris oryzae FR9035 Oryza sativa France     Cette étude 

49 Bipolaris oryzae FR9037 Oryza sativa France     Cette étude 

50 Bipolaris oryzae FR9039 Oryza sativa France     Cette étude 

51 Bipolaris oryzae FR9044 Oryza sativa France     Cette étude 
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52 Bipolaris oryzae FR9046 Oryza sativa France     Cette étude 

53 Bipolaris oryzae FR9049 Oryza sativa France     Cette étude 

54 Bipolaris oryzae ML9013 Oryza sativa Mali     Cette étude 

55 Bipolaris oryzae ML9014 Oryza sativa Mali     Cette étude 

56 Bipolaris oryzae ML9015 Oryza sativa Mali     Cette étude 

57 Bipolaris oryzae ML9016 Oryza sativa Mali     Cette étude 

58 Bipolaris oryzae ML9017 Oryza sativa Mali     Cette étude 

59 Bipolaris oryzae ML9018 Oryza sativa Mali     Cette étude 

60 Bipolaris oryzae ML9022 Oryza sativa Mali     Cette étude 

61 Bipolaris oryzae ML9023 Oryza sativa Mali     Cette étude 

62 Bipolaris oryzae ML9024 Oryza sativa Mali     Cette étude 

63 Bipolaris oryzae ML9025 Oryza sativa Mali     Cette étude 

64 Bipolaris oryzae ML9028 Oryza sativa Mali     Cette étude 

65 Bipolaris oryzae ML9029 Oryza sativa Mali     Cette étude 

66 Bipolaris oryzae ML9031 Oryza sativa Mali     Cette étude 

67 Bipolaris oryzae ML9033 Oryza sativa Mali     Cette étude 

68 Bipolaris oryzae PK9035 Oryza sativa Pakistan     Cette étude 

69 Bipolaris secalis BRIP 14453 Secale cereale Argentine KJ415537 KJ415409 Tan et al., 2014 

70 Bipolaris sp. BF9003 Oryza sativa Burkina Faso     Cette étude 

71 Bipolaris sp. FR9029 Oryza sativa France     Cette étude 

72 Bipolaris sp. FR9036 Oryza sativa France     Cette étude 

73 Bipolaris sp. FR9041 Oryza sativa France     Cette étude 

74 Bipolaris sp. FR9047 Oryza sativa France     Cette étude 

75 Bipolaris sp. FR9048 Oryza sativa France     Cette étude 

76 Bipolaris sp. ML9002 Oryza sativa Mali     Cette étude 

77 Bipolaris sp. ML9003 Oryza sativa Mali     Cette étude 

78 Bipolaris sp. ML9004 O. longistaminata Mali     Cette étude 

79 Bipolaris sp. ML9005 Oryza sativa Mali     Cette étude 

80 Bipolaris sp. ML9006 O. longistaminata Mali     Cette étude 
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81 Bipolaris sp. ML9007 O. longistaminata Mali     Cette étude 

82 Bipolaris sp. PK9029 Oryza sativa Pakistan     Cette étude 

83 Bipolaris sp. PK9037 Oryza sativa Pakistan     Cette étude 

84 Bipolaris victoriae CBS 327 64 Avena sativa USA KJ909778 KM034811 Manamgoda et al., 2014 

85 Bipolaris yamadae  CBS 202 29 P. miliaceum Japon K909779 KM034830 Manamgoda et al., 2014 

86 Bipolaris zeicola AR 5166 Sorghum sp. USA KJ909788 KM034813 Manamgoda et al., 2014 

87 Curvularia hawaiiensis CBS 274.52 Oryza sativa   HG778988 HG779140 Pham et al., 2015 

88 Curvularia nodosa CPC 28800 Digitaria ciliaris Thaïlande MF490816 MF490838 Marin-Felix et al., 2017 

89 Curvularia sp. FR9030 Oryza sativa France     Cette étude 

90 Curvularia sp. FR9034 Oryza sativa France     Cette étude 

91 Curvularia sp. FR9038 Oryza sativa France     Cette étude 

92 Curvularia sp. FR9040 Oryza sativa France     Cette étude 

93 Curvularia sp. FR9042 Oryza sativa France     Cette étude 

94 Curvularia sp. FR9043 Oryza sativa France     Cette étude 

95 Curvularia sp. FR9045 Oryza sativa France     Cette étude 

96 Curvularia sp. PK9019 Oryza sativa Pakistan     Cette étude 

97 Curvularia sp. PK9020 Oryza sativa Pakistan     Cette étude 

98 Curvularia sp. PK9021 Oryza sativa Pakistan     Cette étude 

99 Curvularia sp. PK9023 Oryza sativa Pakistan     Cette étude 

100 Curvularia sp. PK9024 Oryza sativa Pakistan     Cette étude 

101 Curvularia sp. PK9027 Oryza sativa Pakistan     Cette étude 

102 Curvularia sp. PK9028 Oryza sativa Pakistan     Cette étude 

103 Curvularia sp. PK9030 Oryza sativa Pakistan     Cette étude 

104 Curvularia sp. PK9031 Oryza sativa Pakistan     Cette étude 

105 Curvularia sp. PK9033 Oryza sativa Pakistan     Cette étude 

106 Curvularia sp. PK9034 Oryza sativa Pakistan     Cette étude 

107 Curvularia sp. PK9036 Oryza sativa Pakistan     Cette étude 

108 Curvularia sp. PK9038 Oryza sativa Pakistan     Cette étude 

109 Curvularia sp. PK9039 Oryza sativa Pakistan     Cette étude 



231 
 

110 Curvularia spicifera CBS 27452 Sol Espagne JN192387 JN600979 Manamgoda et al., 2014 

111 Curvularia spicifera DAOM 575355 Bouteloua gracilis USA KJ922377 KM061788 Manamgoda et al., 2014 

112 Exserohilum rostratum BF9006 Oryza sativa Burkina Faso     Cette étude 

113 Exserohilum rostratum BF9007 Oryza sativa Burkina Faso     Cette étude 

114 Exserohilum rostratum ML9011 Oryza sativa Mali MZ029592 MZ029600 Kaboré et al., 2021 

115 Exserohilum rostratum ML9012 Oryza sativa Mali MZ029593 MZ029601 Kaboré et al., 2021 

116 Exserohilum rostratum ML9019 Oryza sativa Mali     Cette étude 

117 Exserohilum rostratum ML9020 Oryza sativa Mali     Cette étude 

118 Exserohilum rostratum ML9026 Oryza sativa Mali MZ029594 MZ029602 Kaboré et al., 2021 

119 Exserohilum rostratum ML9027 Oryza sativa Mali     Cette étude 

120 Exserohilum rostratum ML9040 Oryza sativa Mali MZ029595 MZ029603 Kaboré et al., 2021 

121 Exserohilum rostratum ML9041 Oryza sativa Mali MZ029596 MZ029604 Kaboré et al., 2021 

122 Exserohilum rostratum ML9042 Oryza sativa Mali MZ029597 MZ029605 Kaboré et al., 2021 

123 Exserohilum rostratum ML9044 Oryza sativa Mali MZ029598 MZ029606 Kaboré et al., 2021 

124 Exserohilum rostratum ML9045 Oryza sativa Mali     Cette étude 

125 Exserohilum rostratum ML9046 Oryza sativa Mali MZ029599 MZ029607 Kaboré et al., 2021 

126 Exserohilum rostratum PK9022 Oryza sativa Pakistan     Cette étude 

127 Exserohilum rostratum PK9025 Oryza sativa Pakistan     Cette étude 

128 Exserohilum rostratum PK9026 Oryza sativa Pakistan     Cette étude 

129 Exserohilum rostratum PK9032 Oryza sativa Pakistan     Cette étude 

130 Exserohilum rostratum SN9002 
Pennisetum 

glaucum Sénégal     Cette étude 

131 Exserohilum rostratum BRIP 11426 Oryza sativa Australie LT837453 LT883533 Hernandez-Restrepo et al., 2018 

132 Exserohilum rostratum BRIP 10995 Zea mays Australie LT837823 LT882566 Hernandez-Restrepo et al., 2018 

133 Exserohilum rostratum BRIP 11416 Zea mays Australie LT837466  LT883543 Hernandez-Restrepo et al., 2018 
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Annexe 5: Taux de mapping des séquences GBS des 469 isolats sur les génomes de références de 15 espèces du complexe 

Helminthosporium  

N° Isolats 

Taux de mapping des séquences GBS sur les différents génomes entiers  

%Mappin
g élevé Espèce 

B. 

oryza

e 
(ATC
C 
4456
0) 

B. oryzae 
(TG12bL
2) 

B. 

maydi

s 
(ATC
C 
48331
) 

B. 

maydi

s (C5) 

B. 

cookei 
(LSLP1
8) 

B. 

yamada

e 
(PK902
9) 

B. 

bicolor 
(ML902
1) 

B. 

secalis 
( 
BF900
3) 

B. 

victoria

e (F13) 

B. 

sorokinia

na 
(ND90Pr) 

B. 

zeicol

a (26-
R-13) 

C. 

papendor

fii (UM 
226) 

C. 

spicifer

a 
(FR903
0) 

C. 

lunat

a 
(CX-
3) 

C. 

hawaiiens

is 
(PK9021) 

E. 

rostratu

m 
(BF9006
) 

E. 

rostratu

m (ER1) 

E. 

turcicu

m 
(Et28A) 

1 
BF900
0 

100,6
2 102,46 82,06 82,46 4,12 85,6 85,6 85,85 84,55 85,66 84,38 32,98 33,31 2,7 31,55 30,21 32,016 28,59 102,46 B. oryzae 

2 
BF900
1 99,09 100,81 83,12 83,56 3,98 86,21 86,32 86,68 85,7 85,96 85,1 35,05 35,23 2,92 33,62 32,11 31,693 30,31 100,81 B. oryzae 

3 
BF900
2 93,42 95,34 77,05 77,34 3,32 79,96 80,18 79,91 78,99 79,34 78,62 32,2 31,91 2,43 30,86 28,2 31,69 27,73 95,34 B. oryzae 

4 
BF900
3 79,75 81,38 78,87 80,07 4,88 82,81 91,86 99,44 91,79 82,48 90,69 34,56 34,89 2,81 32,6 31,7 28,627 30,01 99,44 B. secalis 

5 
BF900
4 91,28 92,99 75,13 75,47 4 77,8 77,7 77,18 76,98 77,49 76,22 30,32 30,6 2,29 29,54 27,15 31,945 25,74 92,99 B. oryzae 

6 
BF900
5 79,54 80,93 66,34 66,58 3,28 68,65 68,84 68,98 67,63 68,63 67,55 28,02 28,88 2,1 27,31 25,75 31,593 24,49 80,93 B. oryzae 

7 
BF900
6 27,71 28,65 28,51 28,93 1,63 29,68 29,27 29,9 28,54 28,71 28,06 28,08 28,4 2,19 27,08 103,41 105,56 53,89 105,56 

E. 

rostratum 

8 
BF900
7 28,37 29,34 29,59 30,08 1,74 30,61 30,37 30,89 29,29 29,66 28,88 28,99 29,28 2,32 27,85 105,54 105,31 55,77 105,54 

E. 

rostratum 

9 
BF900
8 

101,5
4 103,2 82,69 82,98 4,02 86,41 86,69 86,73 85,62 86,21 85,18 33,87 33,85 2,63 32,41 30,28 31,456 29,1 103,2 B. oryzae 

10 
BF900
9 

105,3
7 106,78 86,59 86,96 4,39 90,29 90,06 90,29 89,37 89,91 88,79 36,13 36,1 2,86 34,4 32,23 34,918 31,01 106,78 B. oryzae 

11 
BF901
0 99,67 101,33 81,18 81,6 4,19 84,75 84,89 85,06 83,79 84,67 83,29 33,17 33,37 2,53 31,96 29,91 31,565 28,3 101,33 B. oryzae 

12 
BF901
1 99,36 101,33 80,98 81,3 3,69 84,96 85,33 85,58 84,08 84,19 83,48 33,38 33,21 2,89 30,84 30,14 31,251 29,28 101,33 B. oryzae 

13 
BF901
2 

104,4
5 106,46 86,05 86,45 4,42 89,57 89,92 89,78 88,35 89,5 88,03 35,83 35,97 2,89 34,28 31,92 31,516 30,69 106,46 B. oryzae 

14 
BF901
3 83,16 84,65 68,16 68,55 3,86 71,2 71,46 71,42 70,66 70,84 70,04 29,63 29,55 2,25 27,72 26,01 31,867 25,13 84,65 B. oryzae 

15 
BF901
4 

102,9
1 105,04 83,54 83,93 4,36 87,31 87,25 87,52 86,26 87,23 85,91 34,07 34,29 2,58 32,62 30,9 31,073 29,27 105,04 B. oryzae 
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16 
BF901
5 

103,7
8 106,2 83,75 84,18 4,27 87,15 87,85 87,74 86,47 87,08 86,01 35,33 34,44 2,54 33,58 31,29 32,129 30,15 106,2 B. oryzae 

17 
BF901
6 93,26 102,64 78,82 82,64 5,92 83,4 83,81 84,41 80,2 84,95 81,08 39,69 34,21 3,34 31,62 30,28 34,294 35,59 102,64 B. oryzae 

18 
BF901
7 

100,4
4 103,75 82,17 82,78 4,33 86,16 86,39 86,36 84,45 86,06 84,16 33,9 33,82 2,75 32,49 30,79 31,893 30,2 103,75 B. oryzae 

19 
BF901
8 93,36 100,96 78,32 81,32 5,88 82,49 82,79 83,21 80,59 84,22 80,82 37,96 33,28 3,18 30,93 29,71 33,155 34,63 100,96 B. oryzae 

20 
BF901
9 89,75 98,58 75,99 79,39 5,73 79,94 80,53 81,41 77,81 82 78,23 37,84 32,87 3,3 30,43 29,26 34,195 34,4 98,58 B. oryzae 

21 
BF902
0 99,38 101,68 82,96 83,46 4,01 86,5 86,63 86,5 85,01 86,23 84,73 34,44 34,72 2,63 33,04 30,91 30,553 29,62 101,68 B. oryzae 

22 
BF902
2 79,46 80,77 65,96 66,22 3,52 68,28 68,28 68,36 67,89 68,59 67,59 28,76 28,48 2,06 26,74 25,57 29,685 24,76 80,77 B. oryzae 

23 
BF902
3 93,23 94,65 76,75 77,05 3,85 79,91 80,12 80,27 79,12 79,62 78,78 32,27 32,48 2,53 30,66 29,19 29,726 27,95 94,65 B. oryzae 

24 
BF902
4 

102,7
8 104,43 83 83,31 4,34 86,58 86,82 86,74 85,68 86,48 85,25 33,38 33,65 2,64 31,81 30,16 30,208 28,54 104,43 B. oryzae 

25 
BF902
5 99,05 100,82 81,37 81,67 4,19 84,88 84,92 84,98 83,9 84,6 83,46 33,68 33,75 2,58 32,2 30,19 30,004 28,65 100,82 B. oryzae 

26 
BF903
0 

105,0
2 106,99 86,64 87,08 4,42 90,3 90,26 90,51 89,09 90,02 88,61 36,06 36,76 2,73 34,7 32,53 29,752 30,92 106,99 B. oryzae 

27 
BF903
2 

101,6
7 102,69 82,69 83,02 4,06 86,11 85,91 86,09 85,49 86,08 84,99 33,28 33,17 2,46 31,55 29,32 29,638 28,2 102,69 B. oryzae 

28 
BF903
3 96,55 98,27 79,79 80,15 3,84 83,01 83,44 83,41 81,94 82,88 81,49 32,89 32,89 2,54 31,46 29,24 29,307 27,92 98,27 B. oryzae 

29 
BF903
4 98,7 99,87 80,84 81,19 4,1 84,09 84,62 84,38 83,71 84,02 83,26 33,2 33,24 2,69 31,55 29,83 29,607 28,39 99,87 B. oryzae 

30 
BF903
5 

101,9
7 103,3 83,41 83,76 4,24 86,87 87,3 87,18 86,11 86,81 85,73 34,33 34,63 2,68 32,86 30,61 29,841 29,38 103,3 B. oryzae 

31 
BF903
6 

101,6
1 103,03 83,31 83,95 4,36 86,88 87,01 87,26 86,36 87,01 85,85 34,65 34,68 2,78 32,84 31,1 29,776 29,91 103,03 B. oryzae 

32 
BF903
7 

100,9
8 103,16 82,75 83,14 4,25 86,2 86,5 86,76 85,21 86,08 84,7 34,33 34,55 2,75 32,7 30,92 29,57 29,71 103,16 B. oryzae 

33 
BF903
8 33,34 34,26 33,96 34,37 1,97 35,29 35,16 35,69 34,22 34,29 34,03 33,38 34,13 2,52 32,57 106,69 101,47 63,25 106,69 

E. 

rostratum 

34 
BF904
0 38,56 39,26 39,18 39,41 1,76 40,36 40,15 40,42 39,69 39,64 39,3 79,17 99,82 5,5 91,08 35,06 30,88 32,27 99,82 

C. 

spicifera 

35 
BF904
1 34,25 35,09 34,32 35,12 2,15 36,12 35,92 36,42 35,4 35,4 34,67 34,3 34,46 2,71 32,5 111,82 107,03 65,16 111,82 

E. 

rostratum 

36 
BF904
2 86,18 92,73 77,2 80,53 6,48 81,32 81,53 82,82 79,08 82,48 80,45 43,14 39,49 4,13 36,08 38,24 37,679 41,36 92,73 B. oryzae 

37 
BF904
3 32,8 36,47 31,85 34,23 3,9 34,17 35,22 37,08 33,79 35,18 35,01 34,51 32,88 3,15 30,58 93,53 90,357 61,41 93,53 

E. 

rostratum 
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38 
BF904
4 37,67 39,69 38,6 39,08 2,36 40,59 40,62 40,71 38,95 39,66 39,75 80,35 97,88 6,42 108,66 34,77 29,037 33,22 108,66 

C. 

hawaiiens

is  

39 
BF904
5 

103,5
2 104,66 89,34 89,96 5,08 92,58 92,57 92,79 91,72 92,31 91,11 40,99 41,63 3,24 39,46 37,16 31,809 35,18 104,66 B. oryzae 

40 
BF904
6 87,95 92,09 96,64 97,95 5,45 104,69 93,82 94,16 90,18 95,21 92,46 41,92 42,81 3,29 40,26 37,43 30,858 38,08 104,69 

B. 

yamadae 

41 
BF904
7 91,89 98,84 81,71 85,23 7,06 86,05 86,41 87,84 83,84 87,2 84,99 44,96 40,5 4,36 37,05 36,27 35,066 41,71 98,84 B. oryzae 

42 
BF904
8 88,97 90,66 87,63 89,15 5,8 91,8 99,4 105,59 98,87 91,22 98,19 41,28 41,82 3,48 39,71 38,31 32,655 36,07 105,59 B. secalis 

43 
BF904
9 33,26 33,84 33,5 33,94 2,11 34,87 34,62 35,15 34,14 33,97 33,82 33,22 33,58 2,51 32,2 104,02 98,838 62,08 104,02 

E. 

rostratum 

44 
BF905
0 32,93 34,32 33,59 34,29 2,02 35,26 34,99 36 34,17 34,6 33,95 33,29 33,59 2,5 31,96 104,12 98,454 62,37 104,12 

E. 

rostratum 

45 
BF905
1 33,54 34,55 34,1 34,8 2,05 35,55 35,24 35,83 34,62 34,86 34,09 33,78 34,09 2,49 32,56 111,45 105,16 64,3 111,45 

E. 

rostratum 

46 
BF905
2 32,82 34,32 33,69 34,46 2,09 35,34 34,84 35,61 34,09 34,37 33,69 33,28 33,5 2,48 32,08 102,33 96,689 61,58 102,33 

E. 

rostratum 

47 
BF905
3 92,04 93,01 91,5 92,19 4,66 94,78 108,03 102,86 101,22 94,25 100,5 41,02 42,4 3,02 40,47 37,62 31,752 35,04 108,03 B. bicolor 

48 
BF905
4 33,67 34,83 33,92 35,07 2,25 35,97 35,58 36,45 34,85 35,28 34,15 33,97 33,98 2,73 32,02 106,54 101,75 63,32 106,54 

E. 

rostratum 

49 
BF905
5 86,58 87,87 86,39 87,26 4,28 89,52 99,53 96,29 94,34 88,99 93,8 40,22 41,38 3,06 39,52 37,39 32,671 34,74 99,53 B. bicolor 

50 
BF905
6 33,36 34,21 33,96 34,39 1,97 35,2 35,06 35,62 34,33 34,38 34,13 33,05 33,88 2,45 32,48 104,95 99,908 62,79 104,95 

E. 

rostratum 

51 
BF905
7 

101,2
1 102,23 88,29 88,75 4,84 91,31 91,29 91,47 90,5 90,94 89,86 40,8 41,37 3,19 39,16 37,31 32,033 34,9 102,23 B. oryzae 

52 
BF905
8 32,74 33,55 33,11 33,7 1,98 34,47 34,16 34,75 33,6 33,75 33,28 32,61 33,07 2,4 31,74 100,86 96,092 60,97 100,86 

E. 

rostratum 

53 
BF905
9 79,88 85,7 94,31 98,09 6,67 91,03 84,97 86,67 83,27 88,98 84,68 43,54 38,3 2,9 35,56 33,14 32,981 39,92 98,09 B. maydis  

54 
BF906
0 87,7 95,23 77,35 80,47 10,3 82,95 85,26 86,11 82,09 84,32 82,88 42,53 40,97 4,41 38,22 37,37 35,011 41,67 95,23 B. oryzae 

55 
BF906
1 86,2 88,11 86,11 87,31 4,15 89,8 100,21 96,97 94,14 89,11 94,16 39,73 40,95 2,97 39,51 36,85 32,091 34,43 100,21 B. bicolor 

56 
BF906
2 95,47 102,66 83,78 87,26 7,63 88,46 88,87 90,41 85,78 89,59 87,29 46,03 40,93 4,45 37,49 36,7 34,112 42,01 102,66 B. oryzae 

57 
BF906
3 96,99 103,84 84,98 88,26 7,26 89,57 89,71 90,91 87,28 90,38 88,35 45,68 41,16 4,35 37,75 36,69 34,336 41,86 103,84 B. oryzae 

58 
BF906
4 33,3 34,14 33,58 34,07 2,12 34,98 34,81 35,37 34,08 34,13 33,87 32,99 33,59 2,54 32,29 106,51 100,88 62,8 106,51 

E. 

rostratum 
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59 
BF906
5 83,33 89,39 91,57 94,76 7,78 99,86 90,42 92,82 86,33 91,97 88,55 42,94 42,2 3,51 39,2 37,26 33,284 39,81 99,86 

B. 

yamadae 

60 
BF906
6 32,71 33,91 33,57 34,09 2,04 35,15 34,72 35,43 33,6 34,02 33,5 33,13 33,53 2,44 32,29 101,45 96,437 61,45 101,45 

E. 

rostratum 

61 
BF906
7 38,3 39,31 39,16 39,36 1,97 40,76 40,23 40,36 39,47 39,77 39,65 79,44 95,83 6,05 105,54 35,18 30,245 32,91 105,54 

C. 

hawaiiens

is  

62 
BF906
8 80,2 85,3 95,34 99,02 6,31 91,6 84,95 86,32 83,57 88,91 84,54 42,35 38,19 2,78 35,48 33,07 32,078 38,53 99,02 B. maydis  

63 
BF906
9 93,6 100,37 82,8 86,18 7,16 87,1 87,58 88,94 84,84 88,29 86,18 45,06 40,56 4,27 37,25 36,32 34,544 41,54 100,37 B. oryzae 

64 
BF907
0 80,93 85,86 87,89 89,96 5,67 94,66 87,56 87,67 84,23 88,49 85,9 41,3 41,13 3,22 38,69 36,66 31,946 37,43 94,66 

B. 

yamadae 

65 
BF907
1 81,05 86,13 97,63 

101,0
5 6,28 93,01 86,07 87,31 84,54 89,86 85,51 42,44 37,73 2,79 35,06 32,97 31,66 38,52 101,05 B. maydis  

66 
BF907
2 85,23 86,87 84 85,54 5,52 87,85 94,71 100,4 94,33 87,31 93,62 40,08 40,77 3,24 38,56 37,15 32,93 35,27 100,4 B. secalis 

67 
BF907
3 79,19 84,31 94,35 98 6,11 90,18 83,99 84,98 82,68 87,82 83,62 42,33 37,53 2,74 34,6 32,63 32,565 38,57 98 B. maydis  

68 
BF907
4 33,26 34,42 34,07 34,63 2,15 35,53 35,1 35,92 34,3 34,53 33,99 33,46 33,72 2,53 32,23 105,26 99,766 62,38 105,26 

E. 

rostratum 

69 
BF907
5 78,42 83,21 92,7 96,38 6,09 89,08 82,92 83,93 81,83 86,86 82,58 41,9 37,42 2,78 34,73 33,89 33,254 38,5 96,38 B. maydis  

70 
BF907
6 87,98 89,53 88,02 88,93 4,37 91,17 102,55 98,55 96,33 90,6 95,92 40,56 41,65 3,03 40,19 37,15 32,002 34,87 102,55 B. bicolor 

71 
BF907
7 33,38 34,28 33,71 34,28 1,95 35,17 35,01 35,59 34,23 34,37 34,06 33,33 33,93 2,49 32,42 113,27 106,18 64,49 113,27 

E. 

rostratum 

72 
BF907
8 

105,7
3 106,41 90,77 91,15 5,17 93,89 93,89 94,03 93,33 93,63 92,72 41,15 41,72 3,31 39,42 37,27 31,585 34,96 106,41 B. oryzae 

73 
BF907
9 96,3 97,16 95,61 96,31 4,96 99,13 114,36 108,01 106,37 98,72 

105,5
5 42,55 43,64 3,13 41,43 38,51 31,338 35,91 114,36 B. bicolor 

74 
BF908
1 88,22 92,4 97,02 98,46 5,44 105,56 94,49 94,62 90,66 95,68 92,7 41,82 42,68 3,42 39,92 37,52 30,748 37,68 105,56 

B. 

yamadae 

75 
BF908
2 102 102,51 88,44 88,76 4,86 91,35 91,34 91,53 90,84 91,07 90,25 40,56 41,14 3,29 39,1 36,87 31,998 34,54 102,51 B. oryzae 

76 
BF908
3 

103,6
6 104,13 89,73 90,04 4,88 92,61 92,61 92,81 92,24 92,39 91,62 41,14 41,71 3,28 39,63 37,2 31,989 34,93 104,13 B. oryzae 

77 
BF908
4 100,4 100,99 87,81 88,13 4,78 90,56 90,57 90,75 90,08 90,32 89,49 40,48 41,16 3,22 39,06 37,06 32,284 34,63 100,99 B. oryzae 

78 
BF908
5 34,07 35,5 34,52 35,24 2,45 36,12 35,8 36,81 35,26 35,32 34,82 38,14 39,74 2,87 39,05 95,41 90,135 59,05 95,41 

E. 

rostratum 

79 
BF908
6 98,69 99,57 86,33 86,75 5,02 89,22 89,27 89,39 88,59 89 88,09 40,02 40,82 3,21 38,56 36,53 32,172 34,39 99,57 B. oryzae 
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80 
BF908
7 32,47 33,69 32,64 33,89 2,45 34,11 34,47 35,18 33,72 33,56 33,48 32,57 33,12 2,74 30,88 99,1 96,466 62,21 99,1 

E. 

rostratum 

81 
BF908
8 33 33,65 33,41 33,83 1,96 34,61 34,53 34,93 33,91 33,76 33,67 32,63 33,42 2,45 31,98 105,49 100,34 62,46 105,49 

E. 

rostratum 

82 
BF908
9 32,23 32,88 32,56 33,22 2,1 33,99 33,78 34,26 33,1 33,2 32,89 32,23 32,66 2,51 31,19 99,58 94,844 59,83 99,58 

E. 

rostratum 

83 
BF909
1 

102,1
1 103,26 87,32 87,94 5,19 90,45 90,39 90,77 89,63 90,2 89,2 39,85 40,27 3,19 38,38 36,93 31,986 34,4 103,26 B. oryzae 

84 
BF909
2 33,86 34,91 33,95 34,9 2,37 35,74 35,53 36,22 34,93 34,99 34,18 33,83 34,04 2,83 31,92 102,32 98,432 62 102,32 

E. 

rostratum 

85 
BF909
3 33,29 33,96 33,73 34,13 2,04 34,98 34,79 35,34 34,28 34,09 34 33,11 33,64 2,6 32,1 106,69 101,53 62,65 106,69 

E. 

rostratum 

86 
BF909
4 88,22 90,51 88,42 89,8 4,29 92,4 104,29 100,39 97,03 91,64 97,04 40,91 42 2,96 40,68 37,72 31,716 35,26 104,29 B. bicolor 

87 
BF909
5 32,87 33,69 33,43 33,89 2,08 34,73 34,57 35,04 33,83 33,82 33,6 32,64 33,36 2,54 31,96 103,26 98,282 61,97 103,26 

E. 

rostratum 

88 
BF909
6 33,67 34,79 34,36 34,97 2 35,89 35,73 36,35 34,84 34,83 34,43 34 34,42 2,53 32,64 111,41 105,13 64,09 111,41 

E. 

rostratum 

89 
BF909
7 

102,0
1 103,13 87,82 88,5 4,96 90,97 90,98 91,39 90,17 90,66 89,7 40,59 40,97 3,32 38,99 37,27 32,227 35,12 103,13 B. oryzae 

90 
BF909
9 33,48 33,99 33,21 34 2,12 35,04 34,5 35,19 34,23 34,31 33,6 33,25 32,99 2,67 31,2 103,03 99,575 61,44 103,03 

E. 

rostratum 

91 
BF910
0 83,18 88,82 

100,3
7 

103,9
4 6,75 95,95 88,73 90,04 86,74 92,24 87,95 43,57 38,99 2,83 36,41 33,86 32,306 39,74 103,94 B. maydis  

92 
BF910
1 

104,3
1 105,09 90,11 90,55 5,23 93,2 93,15 93,42 92,64 92,84 91,99 41,46 41,96 3,29 39,6 37,54 32,226 35,29 105,09 B. oryzae 

93 
BF910
2 33,17 34,13 33,79 34,34 2,09 35,26 34,93 35,58 34,06 34,21 33,89 32,95 33,7 2,47 32,42 103,79 98,634 62,23 103,79 

E. 

rostratum 

94 
BF910
3 

105,0
2 105,59 90,26 90,7 5,08 93,2 93,2 93,4 92,73 93 92,06 41,42 42,03 3,28 39,73 37,75 32,59 35,25 105,59 B. oryzae 

95 
BF910
4 80,66 86,05 87,33 90,51 7,27 95 86,51 89,39 83,49 88,6 85,41 42,49 41,29 3,47 38,49 36,7 33,933 39,24 95 

B. 

yamadae 

96 
BF910
5 38,62 39,22 39,37 39,5 1,73 40,4 40,31 40,64 39,7 39,63 39,51 79,53 103,21 5,6 92,51 34,89 30,622 32,28 103,21 

C. 

spicifera 

97 
BF910
6 

103,7
3 104,59 89,73 90,17 4,98 92,79 92,82 93,08 92,05 92,47 91,51 41,21 41,92 3,2 39,74 37,31 32,1 35,1 104,59 B. oryzae 

98 
BF910
7 

102,0
3 103,29 88,65 89,23 4,98 91,7 91,7 92,12 90,71 91,32 90,39 40,98 41,51 3,25 39,71 37,02 31,924 34,92 103,29 B. oryzae 

99 
BF910
8 37,58 41,21 37,85 39,19 4,71 40,81 40,88 42,7 39,57 41,33 39,45 77,11 90,53 6,08 100,5 35,35 31,009 36,3 100,5 

C. 

hawaiiens

is  

100 
BF910
9 

102,2
1 103,64 88,58 89,11 4,92 91,85 91,76 92,12 90,61 91,3 90,42 40,74 41,44 3,19 39,53 37,09 31,936 34,79 103,64 B. oryzae 



237 
 

101 
BF911
0 

102,1
6 104,29 88,76 89,24 4,54 91,98 91,86 92,42 90,38 91,42 89,99 40,62 41,31 3,2 39,31 37,06 31,749 34,87 104,29 B. oryzae 

102 
BF911
1 99,36 100,93 87,52 87,96 4,53 90,45 90,4 90,77 89,26 90,03 88,88 40,57 41,36 3,22 39,25 36,94 32,135 34,68 100,93 B. oryzae 

103 
BF911
2 85,08 89,34 92,36 95,07 8,15 100,15 90,16 92,5 88,16 92,96 88,94 43,97 41,67 3,76 38,44 37,37 32,898 39,44 100,15 

B. 

yamadae 

104 
BF911
3 33,9 34,73 33,35 34,1 2,07 35,2 34,8 35,76 34,52 34,02 33,99 32,6 33,22 2,5 32,14 103,3 99,483 61,95 103,3 

E. 

rostratum 

105 
BF911
4 33,5 34,21 33,58 34,14 2,06 35,19 35,08 35,62 34,29 34,41 33,86 33,35 33,88 2,59 32,28 104,85 101,21 62,83 104,85 

E. 

rostratum 

106 
BF911
5 33,48 34,42 34,05 34,67 1,99 35,5 35,17 35,93 34,48 34,74 34,12 33,6 34,02 2,55 32,53 105,89 100,3 63,49 105,89 

E. 

rostratum 

107 
BF911
6 87,4 89,56 84,84 86,07 4,75 87,16 89,38 89,5 86,53 87,76 86,67 39,18 40,22 2,99 38,2 36,36 31,098 34,48 89,56 B. oryzae 

108 
BF911
7 37,7 39,43 38,71 39,03 2,17 40,37 40,32 40,37 39,02 39,63 39,47 77,98 93,96 5,89 103,53 34,81 30,584 33,36 103,53 

C. 

hawaiiens

is  

109 
BF911
8 32,3 33,35 33,03 33,48 1,99 34,36 34,16 34,69 33,21 33,57 33,09 32,35 32,74 2,46 31,73 102,55 97,147 60,76 102,55 

E. 

rostratum 

110 
BF911
9 33,01 34,12 33,59 34,42 2 35,17 34,73 35,35 34,27 34,2 33,71 33,21 33,45 2,52 31,71 104,75 99,378 62,07 104,75 

E. 

rostratum 

111 
BF912
0 32,98 33,73 33,5 34,04 1,9 34,8 34,53 35,11 33,98 33,83 33,7 32,95 33,18 2,42 31,86 105,67 100,24 62,22 105,67 

E. 

rostratum 

112 
BF912
1 31,74 33,16 32,34 33,5 2,57 33,56 33,97 34,87 33,32 33,28 33,15 32,16 32,41 2,71 30,25 96,65 94,306 61,2 96,65 

E. 

rostratum 

113 
BF912
2 34,24 35,06 34,55 35,15 2,08 35,94 35,74 36,38 35,34 35,07 34,73 33,82 34,15 2,54 32,51 108,38 102,71 63,89 108,38 

E. 

rostratum 

114 
BF912
3 99,23 100,31 87,06 87,58 4,71 90,01 90,06 90,21 89,18 89,64 88,75 40,16 40,94 3,17 38,95 37,51 32,772 34,67 100,31 B. oryzae 

115 
BF912
4 33,16 34,19 33,51 34,32 2,06 34,9 34,68 35,41 34,21 34,1 33,7 33 33,42 2,49 31,84 103,79 98,705 62,02 103,79 

E. 

rostratum 

116 
BF912
5 

104,0
6 105,01 89,69 90,07 5,04 92,65 92,76 92,98 91,94 92,32 91,54 40,58 41,04 3,12 39,08 36,71 31,413 34,5 105,01 B. oryzae 

117 
BF912
6 97,43 98,43 85,11 85,58 4,54 87,89 88,06 88,19 87,25 87,67 86,81 39,31 39,96 3,13 37,95 35,82 31,808 33,53 98,43 B. oryzae 

118 
BF912
7 

100,3
2 101,59 86,67 87,08 4,47 89,6 89,78 90 88,76 89,25 88,28 39,76 40,06 3,1 38,19 36,04 31,823 33,87 101,59 B. oryzae 

119 
BF912
8 32,98 34,05 33,65 34,28 2,04 35,21 34,79 35,71 34,13 34,29 33,75 33,19 33,5 2,54 31,91 101,45 96,398 61,35 101,45 

E. 

rostratum 

120 
BF912
9 104,9 106,03 90,79 91,23 5,06 93,63 93,85 94,15 92,89 93,39 92,3 41,36 41,82 3,16 39,84 37,56 31,979 35,17 106,03 B. oryzae 

121 
BF913
0 

103,7
9 104,92 89,17 89,61 4,85 92,04 92,21 92,6 91,46 91,78 90,84 40,42 40,86 3,16 38,83 36,72 31,72 34,34 104,92 B. oryzae 
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122 
BF913
1 33,8 34,79 34,37 34,97 2,08 35,79 35,7 36,29 34,93 34,85 34,58 33,83 34,34 2,61 32,68 104,63 99,338 63,32 104,63 

E. 

rostratum 

123 
BF913
2 32,85 33,93 33,56 34,31 1,95 35,1 34,68 35,56 33,98 34,14 33,69 33,08 33,54 2,51 32,05 105,5 99,698 62,08 105,5 

E. 

rostratum 

124 
BF913
3 39,15 40,42 40,19 41,05 2,15 42,3 41,91 42,55 41,21 40,81 40,3 79,23 82,36 6,14 78,01 37,03 31,33 33,69 82,36 

C. 

spicifera 

125 
BF913
4 33,03 34,06 33,63 34,15 2,01 34,97 34,72 35,46 33,96 34,06 33,74 33,28 33,86 2,5 32,51 101,77 96,621 61,51 101,77 

E. 

rostratum 

126 
BF913
5 33,45 36,55 34,26 35,97 3,61 36,84 36,8 39,08 35,75 37,22 35,34 34,97 34,8 3,21 32,78 108,26 101,46 65,76 108,26 

E. 

rostratum 

127 
BF913
6 37,88 39,31 39 39,88 2,15 41,1 40,74 41,32 39,91 39,69 39,06 77,73 80,75 6,01 76,51 35,84 30,224 32,66 80,75 

C. 

spicifera 

128 
BF913
7 32,82 33,8 33,45 33,95 1,99 34,85 34,63 35,22 33,61 33,86 33,48 32,79 33,5 2,44 32,09 102,89 97,82 61,8 102,89 

E. 

rostratum 

129 
BF913
8 33,17 34,43 33,88 34,34 1,96 35,45 35,26 35,91 34,14 34,54 34,05 33,36 34,03 2,47 32,81 105,73 99,916 63,1 105,73 

E. 

rostratum 

130 
BF913
9 33,07 34,29 33,88 34,38 2 35,41 35,18 35,81 34,11 34,44 33,96 33,24 33,86 2,45 32,57 104,34 98,541 62,58 104,34 

E. 

rostratum 

131 
BF914
0 33,24 35,37 34,76 35,45 2,04 36,61 36,13 37,4 34,34 35,39 34,18 34,38 34,9 2,56 33,41 107,82 100,58 63,8 107,82 

E. 

rostratum 

132 
BF914
1 33,87 34,63 34,19 34,66 2,03 35,57 35,47 36,01 34,79 34,62 34,45 33,73 34,26 2,48 32,63 107,42 102,17 63,85 107,42 

E. 

rostratum 

133 
BF914
2 32,78 33,6 33,21 33,84 1,97 34,44 34,23 35,05 33,82 33,66 33,38 32,68 33,08 2,53 31,65 101,34 95,963 60,84 101,34 

E. 

rostratum 

134 
BF914
3 33,04 33,79 33,43 33,95 2 34,73 34,56 35,19 33,95 33,97 33,74 33,1 33,49 2,5 32,17 102,99 97,969 61,97 102,99 

E. 

rostratum 

135 
BF914
4 32,84 33,89 33,54 34,21 2,03 35,09 34,67 35,34 33,9 34,12 33,63 32,85 33,5 2,5 32,23 102,56 97,196 61,86 102,56 

E. 

rostratum 

136 
BF914
5 85,82 87,3 85,63 86,63 4,17 89,13 101,62 96,85 94,3 88,33 93,8 39,55 40,59 2,89 39,25 36,37 31,83 34,08 101,62 B. bicolor 

137 
BF914
6 88,23 89,88 88,15 89,21 4,45 91,74 105,3 99,97 97,43 91,1 97,01 39,99 41,04 3,09 39,63 36,76 31,475 34,46 105,3 B. bicolor 

138 
BF914
7 33,11 34,1 33,65 34,23 1,99 35,02 34,7 35,49 34,08 34,11 33,77 33,1 33,59 2,45 32,14 103,07 97,826 62,32 103,07 

E. 

rostratum 

139 
BF914
8 33,23 34,13 32,91 33,86 2,32 34,71 34,53 35,1 34,03 34,21 33,41 33,1 33,11 2,66 31,37 102,4 98,654 61,06 102,4 

E. 

rostratum 

140 
BF914
9 33,61 34,22 33,77 34,33 1,97 35,22 34,94 35,54 34,52 34,26 34,2 33,28 33,85 2,47 32,39 107,7 102,06 63,43 107,7 

E. 

rostratum 

141 
BF915
0 33,3 34,42 34,13 34,74 2,11 35,61 35,26 36,09 34,22 34,58 34,05 33,41 33,92 2,58 32,42 105,99 100,22 62,84 105,99 

E. 

rostratum 

142 
BF915
1 82,21 87,58 99,55 

102,8
7 6,29 95,04 87,95 89,11 85,57 91,09 87,07 43,44 38,99 2,87 36,65 34,15 32,439 39,49 102,87 B. maydis  

143 
BF915
2 85,87 89,75 86,17 87,74 5,09 90,72 102,72 98,74 94,64 90,19 94,74 40,76 41,31 3,04 39,69 37,73 31,877 36,57 102,72 B. bicolor 
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144 
BF915
3 78,37 84,6 94,58 98,51 5,93 90,75 84,4 86,11 81,78 87,9 83,63 42,98 37,88 2,73 35,13 32,77 32,715 39,49 98,51 B. maydis  

145 
BF915
4 33 33,54 32,93 33,56 2,03 34,48 34,37 35 33,76 33,87 33,33 32,67 33,1 2,55 31,63 101,48 98,08 61,47 101,48 

E. 

rostratum 

146 
BF915
6 91,36 93,11 91,27 92,3 4,52 95,05 108,12 103,18 100,7 94,43 

100,4
2 41,11 42,41 2,93 40,87 37,73 31,313 35,33 108,12 B. bicolor 

147 
BF915
7 99,51 101,13 86,96 87,52 4,59 90,09 90,01 90,59 88,77 89,7 88,32 40,33 40,86 3,11 39,01 37,04 32,155 34,49 101,13 B. oryzae 

148 
BF915
8 81,26 85,96 88,87 91,73 7,81 95,58 87,61 88,91 84,31 89,11 85,72 41,78 40,37 3,6 37,16 36,04 32,723 38,55 95,58 

B. 

yamadae 

149 
BF915
9 89,96 91,51 89,77 90,77 4,33 93,27 105,82 101,1 98,91 92,64 98,51 41,13 42,38 3,02 40,78 37,53 32,034 35,16 105,82 B. bicolor 

150 
BF916
0 33,64 34,94 34,36 35,02 2,13 35,96 35,43 36,18 34,62 35,08 34,21 33,65 34,11 2,56 32,54 109,17 99,5 63,71 109,17 

E. 

rostratum 

151 
BF916
1 33,48 34,77 34,25 34,9 2,15 35,83 35,33 36,11 34,51 34,97 34,11 33,67 34,12 2,57 32,56 108,99 102,66 63,62 108,99 

E. 

rostratum 

152 
BF916
2 33,09 37,49 32,57 34,94 4,24 35,19 36,59 38,1 34,59 35,98 35,51 35,77 33,97 3,35 31,67 99,9 93,896 63,9 99,9 

E. 

rostratum 

153 
BF916
3 82,02 86,6 98,02 

101,5
9 6,45 93,43 86,33 87,77 85,28 90,4 85,88 42,72 38,18 2,92 35,59 34,12 31,959 38,99 101,59 B. maydis  

154 
BF916
4 33,91 34,87 34,34 34,96 2,45 35,85 35,69 36,33 34,93 35,03 34,65 33,85 34,32 2,69 32,7 108,85 102,93 63,95 108,85 

E. 

rostratum 

155 
BF916
5 32,41 33,21 32,48 33,23 2,13 34,02 33,83 34,47 33,24 33,33 32,69 32,25 32,66 2,62 30,91 99,38 96,267 59,95 99,38 

E. 

rostratum 

156 
BF916
6 30,69 36,56 31,7 34,08 3,12 34,54 34,03 36,58 31,82 35,03 33,28 33,67 31,94 2,44 29,82 92,94 93,417 62,83 93,417 

E. 

rostratum 

157 
BF916
7 34,16 35,02 34,62 35,22 2,09 35,95 35,83 36,34 35,24 35,18 34,88 33,84 34,37 2,55 32,69 108,89 103,28 64,59 108,89 

E. 

rostratum 

158 
BF916
8 81,53 86,04 89,02 90,92 4,79 96,34 87,74 88,74 83,79 88,93 86,2 40,2 40,78 3,15 38,53 36,82 31,513 36,51 96,34 

B. 

yamadae 

159 
BF916
9 33,11 34,74 33,85 34,67 2,16 35,57 35,02 35,93 34,28 34,86 33,65 33,44 33,7 2,61 31,91 105,46 99,09 62,1 105,46 

E. 

rostratum 

160 
BF917
1 33,87 35,18 34,62 35,23 2,27 36,15 35,98 36,66 35,05 35,2 34,65 33,91 34,59 2,81 33,13 110,86 104,75 64,61 110,86 

E. 

rostratum 

161 
BF917
2 108,1 108,92 92,47 93,04 5,38 95,6 95,75 95,92 94,99 95,36 94,43 41,37 41,87 3,2 39,8 37,51 31,424 35,27 108,92 B. oryzae 

162 
BF917
3 33,47 34,78 34,42 35,03 2,03 35,97 35,64 36,26 34,5 34,83 34,18 33,48 34,13 2,48 32,78 107,53 101,08 63,13 107,53 

E. 

rostratum 

163 
BF917
4 96,86 99,24 85,65 86,25 4,7 88,86 88,72 89,02 86,91 88,2 86,8 39,78 40,43 3,01 38,7 36,74 32,004 34,22 99,24 B. oryzae 

164 
BF917
5 33,15 33,85 33,7 34,18 2,11 34,95 34,81 35,28 34,14 34 33,86 33,28 33,64 2,47 32,2 104,91 99,68 62,45 104,91 

E. 

rostratum 

165 
BF917
6 

108,4
8 110,41 92,85 93,38 4,99 96,41 96,35 96,69 94,69 95,85 94,46 41,47 42,02 3,12 40,15 37,7 31,005 35,21 110,41 B. oryzae 
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166 
BF917
7 33,73 34,81 34,16 34,79 2,29 35,83 35,49 36,14 34,65 34,93 34,37 33,66 34,19 2,81 32,8 108,52 102,72 63,83 108,52 

E. 

rostratum 

167 
BF917
8 33,4 34,48 33,82 34,45 2,11 35,28 35,1 35,67 34,34 34,55 33,94 33,31 33,77 2,62 32,17 105,92 100,18 62,83 105,92 

E. 

rostratum 

168 
BF917
9 32,84 33,45 33,3 33,79 2,14 34,54 34,36 34,81 33,82 33,63 33,55 32,87 33,24 2,48 31,87 101,27 96,563 61,35 101,27 

E. 

rostratum 

169 
BF918
0 33,04 34,2 33,99 34,46 2,07 35,42 35,07 35,73 33,9 34,29 33,79 33,26 33,93 2,46 32,65 105,89 100,42 63,02 105,89 

E. 

rostratum 

170 
BF918
1 33,15 33,92 33,59 34,28 2,1 35,04 34,7 35,31 33,97 34,18 33,7 33,03 33,44 2,53 31,99 105,75 99,824 62,82 105,75 

E. 

rostratum 

171 
BF918
2 32,89 33,82 33,42 33,99 2,02 34,74 34,68 35,23 33,89 33,97 33,71 32,89 33,5 2,59 32,2 106,96 101,24 62,55 106,96 

E. 

rostratum 

172 
BF918
3 33,4 34,37 34 34,56 2,06 35,44 35,32 35,83 34,45 34,57 34,22 33,54 34,22 2,49 32,74 107,37 101,74 63,79 107,37 

E. 

rostratum 

173 
BF918
4 33,13 37,24 32,73 34,88 4,09 35,17 36,68 37,93 34,58 35,76 35,5 35,59 34,49 3,23 31,97 102,53 96,783 64,65 102,53 

E. 

rostratum 

174 
BF918
5 32,99 33,9 33,7 34,24 2,16 35,15 34,95 35,48 34,11 34,22 33,8 33,25 33,72 2,51 32,29 107,63 102,04 63,2 107,63 

E. 

rostratum 

175 
BF918
6 33,13 33,88 33,54 34,12 2,17 34,98 34,83 35,39 34,09 33,99 33,8 33,26 33,68 2,64 32,08 104,32 99,036 62,27 104,32 

E. 

rostratum 

176 
BF918
7 32,66 33,73 33,16 33,74 2,06 34,46 34,34 34,99 33,66 33,57 33,21 32,36 32,98 2,59 31,44 103,08 98,086 60,99 103,08 

E. 

rostratum 

177 
BF918
8 33,35 34,18 33,71 34,15 2,05 35,02 35,01 35,5 34,2 34,18 33,91 33,06 33,73 2,55 32,44 108,5 102,97 63,28 108,5 

E. 

rostratum 

178 
BF918
9 32,96 34,08 33,72 34,32 2,02 35,24 34,9 35,62 34,06 34,26 33,68 33,24 33,64 2,53 32,24 106,8 100,34 62,49 106,8 

E. 

rostratum 

179 
BF919
0 35,1 39,1 34,52 36,72 4,37 37 37,98 39,82 36,33 37,79 37,51 36,85 35,64 3,45 33,41 104,78 99,112 66,21 104,78 

E. 

rostratum 

180 
BF919
1 33,12 34,44 34,13 34,6 2,01 35,46 35,18 35,98 34,04 34,54 33,89 33,56 33,98 2,5 32,74 109,17 102,99 63,51 109,17 

E. 

rostratum 

181 
BF919
2 33,23 34,03 33,65 34,09 2,08 34,82 34,68 35,29 34,08 34,08 33,76 32,88 33,43 2,46 32,13 107,96 102,56 63,05 107,96 

E. 

rostratum 

182 
BF919
3 33,31 37,37 32,85 34,95 4,03 35,1 36,83 37,86 34,73 35,78 35,75 35,58 34,74 3,3 32,5 102,17 96,564 64,6 102,17 

E. 

rostratum 

183 
BF919
4 33,47 34,46 33,93 34,55 2,05 35,32 35,05 35,74 34,33 34,58 34,16 33,44 33,9 2,53 32,48 109,21 103,43 64,1 109,21 

E. 

rostratum 

184 
BF919
5 33,27 34,16 33,52 34,31 2,2 34,96 34,99 35,51 34,23 34,08 33,75 33,03 33,54 2,67 31,79 107,6 101,39 62,66 107,6 

E. 

rostratum 

185 
BF919
6 33,15 33,86 33,57 34,05 2,05 34,92 34,67 35,16 34,05 34,07 33,72 33,24 33,59 2,49 32,12 107,54 101,98 62,94 107,54 

E. 

rostratum 

186 
BF919
7 37,59 38,6 37,91 38,42 2,19 39,45 40,13 40,35 38,88 38,6 38,55 33,86 34,35 2,5 32,9 103,68 97,698 61,41 103,68 

E. 

rostratum 

187 
BF919
8 33,35 34,41 34 34,5 2,07 35,5 35,25 35,99 34,31 34,6 34,13 33,54 34,08 2,55 32,5 110,71 104,26 64,07 110,71 

E. 

rostratum 



241 
 

188 
BF919
9 35,03 36,11 35,2 35,92 2,1 36,85 36,48 37,45 35,95 35,96 35,36 33,95 34,38 2,54 32,55 109,15 102,97 63,45 109,15 

E. 

rostratum 

189 
BF920
0 33,31 34,19 33,83 34,32 1,98 35,21 35 35,56 34,17 34,28 33,98 32,87 33,7 2,43 32,33 108,2 102,41 63,2 108,2 

E. 

rostratum 

190 
BF920
1 86,25 91,31 94,37 97,07 8,09 102,95 92,25 94,17 89,17 94,55 90,8 43,74 42,17 3,65 39 37,58 33,433 40,07 102,95 

B. 

yamadae 

191 
BF920
2 39,96 42,31 40,5 41,6 3,34 43,44 42,36 43,82 41,43 42,6 40,38 108,46 83,09 8,93 77,93 36,93 30,458 35,47 108,46 

C. 

papendorf

ii 

192 
BF920
3 33,99 35,02 34,25 34,79 2,16 35,82 35,63 36,17 34,8 35,01 34,5 33,98 34,46 2,69 32,98 108,36 102,31 64,13 108,36 

E. 

rostratum 

193 
BF920
4 33,84 35,03 34,46 35,03 2,16 35,93 35,76 36,45 34,95 35,2 34,57 34,23 34,6 2,6 32,92 110,34 103,98 64,4 110,34 

E. 

rostratum 

194 
BF920
5 33,49 34,9 34,37 35 2,08 35,95 35,53 36,24 34,63 34,88 34,08 33,86 34,19 2,6 32,58 109 101,79 63,52 109 

E. 

rostratum 

195 
BF920
6 33,41 34,25 33,54 34,29 2,04 35,13 35,33 35,55 34,37 34,41 33,96 33,43 33,99 2,56 32,1 109,2 105,65 64,45 109,2 

E. 

rostratum 

196 
BF920
7 33,37 34,5 33,93 34,85 2,25 35,58 35,18 35,96 34,49 34,78 33,97 33,9 33,9 2,66 32,29 108,61 102,24 63,37 108,61 

E. 

rostratum 

197 
BF920
8 33,22 34,37 33,94 34,44 2,03 35,36 35,12 35,84 34,09 34,26 33,98 33,37 33,99 2,5 32,72 106,63 100,8 63,15 106,63 

E. 

rostratum 

198 
BF920
9 32,37 33,83 33,29 33,89 1,98 34,78 34,53 35,37 33,32 33,78 33,07 32,62 33,28 2,39 32,05 101,46 95,78 60,79 101,46 

E. 

rostratum 

199 
BF921
2 33,9 34,88 34,31 34,93 2,1 36,1 35,68 36,44 34,74 35,19 34,32 34,29 34,65 2,6 33,08 107,44 103,11 64,03 107,44 

E. 

rostratum 

200 
BF921
3 33,61 35,01 34,41 35,25 2,11 36,06 35,61 36,56 35,05 34,86 34,32 34,1 34,41 2,53 32,55 111,33 104,66 63,9 111,33 

E. 

rostratum 

201 
BF921
4 32,66 33,87 32,81 33,68 2,28 34,53 34,39 35,18 33,6 33,91 33,12 32,86 33,22 2,68 31,33 97,27 94,15 60,15 97,27 

E. 

rostratum 

202 
BF921
5 33,66 34,74 33,96 34,61 2,13 35,45 35,29 35,89 34,53 34,66 34,09 33,6 33,9 2,7 32,32 108,32 102,15 63,2 108,32 

E. 

rostratum 

203 
BF921
6 33,62 34,77 34,31 34,87 1,99 35,65 35,54 36,14 34,93 34,77 34,45 34,57 34,94 2,56 33,3 109,63 101,42 63,31 109,63 

E. 

rostratum 

204 
BF921
7 31,82 32,58 31,64 32,87 2,12 33,72 33,61 34,29 32,76 32,92 32,12 31,51 31,65 2,56 30,07 89,56 84,817 62,96 89,56 

E. 

rostratum 

205 
BF921
8 33,1 33,89 33,4 33,96 2,04 34,88 34,56 35,27 34,2 33,96 33,73 33,1 33,41 2,49 31,87 101,85 96,78 61,38 101,85 

E. 

rostratum 

206 
BF922
1 33,16 33,86 33,27 34,14 2,23 34,99 34,69 35,23 34,18 34,19 33,45 33,24 33,17 2,64 31,33 102,08 98,117 61,14 102,08 

E. 

rostratum 

207 
BF922
2 

104,2
9 105,29 89,86 90,27 4,85 92,96 92,99 93,22 92,23 92,67 91,78 40,96 41,56 3,19 39,54 37,05 31,84 34,63 105,29 B. oryzae 

208 
BF922
3 

105,6
5 106,73 90,85 91,24 5,14 94,01 93,94 94,17 93,13 93,6 92,59 41,33 42,07 3,3 39,82 37,58 31,949 35,14 106,73 B. oryzae 



242 
 

209 
BF922
4 76,32 83,97 83,65 87,43 9,84 90,4 83,44 85,88 81,03 85,66 83 40,46 38,55 3,05 34,9 33,9 32,361 40,51 90,4 

B. 

yamadae 

210 
BF922
5 92,68 94,22 89,03 90,04 4,66 92,19 92,88 93,66 91,42 92,51 91,54 39,77 41,18 3,06 38,99 37,34 31,363 34,34 94,22 B. oryzae 

211 
BF922
6 

106,0
3 107,16 90,79 91,35 5,42 93,97 94,01 94,32 93,37 93,62 92,98 41,15 41,44 3,28 39,22 37,36 31,684 35,26 107,16 B. oryzae 

212 
BF922
7 31,95 32,63 31,74 32,76 2,39 33,66 33,37 34,23 32,9 32,92 32,25 32 31,73 2,66 29,7 95,87 91,938 57,67 95,87 

E. 

rostratum 

213 
BF922
8 81,84 87,52 89,25 91,83 7,65 97,28 88,29 90,58 84,72 89,93 86,93 42,45 41,44 3,71 38,18 36,26 33,931 39,32 97,28 

B. 

yamadae 

214 
BF923
0 33,59 34,34 33,65 34,32 2,19 35,46 35,15 35,67 34,5 34,5 33,94 33,44 33,68 2,61 32 106,31 102,79 63,21 106,31 

E. 

rostratum 

215 
BF923
1 32,85 33,34 32,92 33,37 2,02 34,39 34,17 34,73 33,57 33,64 33,22 32,41 32,98 2,47 31,42 98,03 95,321 60,76 98,03 

E. 

rostratum 

216 
BF923
2 94,86 96,1 94,29 95,19 4,75 98,03 113,1 107,11 104,95 97,48 

104,4
7 41,71 43,13 3,02 41,27 38,43 31,618 35,78 113,1 B. bicolor 

217 
BF923
3 33,76 34,69 34,08 34,59 2,09 35,56 35,5 36,04 34,81 34,85 34,47 33,38 33,98 2,59 32,43 108,1 102,08 63,36 108,1 

E. 

rostratum 

218 
BF923
4 

107,7
3 109,61 91,66 92,33 5,6 95,19 95,2 95,54 93,96 94,78 93,78 41,06 41,6 3,16 39,43 37,14 29,774 35,11 109,61 B. oryzae 

219 
BF923
5 35,24 36,15 34,74 36,25 3,9 37,35 37,06 37,35 36,49 36,78 35,92 35,32 35 3,64 32,83 95,02 88,846 64,25 95,02 

E. 

rostratum 

220 
BF923
6 77,97 83,42 93,37 97,17 6,06 89,67 83,03 84,42 81,32 86,93 82,76 41,06 36,6 2,72 34,07 31,82 31,045 37,41 97,17 B. maydis  

221 
BF923
7 32,63 34,9 32,56 34,58 4,58 34,75 34,78 36,18 34,07 36,47 33,99 35,63 33,79 3,75 31,82 64,83 56,15 102,61 102,61 E. turcica 

222 
BF923
8 38,42 39,96 39,32 39,6 2,05 41,22 40,78 41,01 39,58 40,13 39,87 81,68 99,89 6,48 111,46 34,82 27,783 32,68 111,46 

C. 

hawaiiens

is  

223 
BF923
9 98,5 100,68 84,84 86 6,15 88,56 88,94 89,35 88,03 88,8 87,46 40,17 40,17 3,23 38,2 36,5 31,193 34,97 100,68 B. oryzae 

224 
BF924
0 32,87 33,72 33,13 33,76 1,88 34,62 34,43 35,11 34,04 33,81 33,51 32,93 33,48 2,45 31,75 106,99 100,56 61,5 106,99 

E. 

rostratum 

225 
BF924
1 77,83 83,65 84,92 87,48 7,21 92,86 84,58 86,34 80,79 85,68 83 40,65 39,86 3,39 36,35 34,02 32,145 38,02 92,86 

B. 

yamadae 

226 
BF924
2 

103,0
7 104,22 88,1 88,67 4,89 91,25 91,35 91,51 90,61 91,03 90,33 39,69 40,22 3,08 38,1 36,38 30,929 34,02 104,22 B. oryzae 

227 
BF924
3 32,08 33,32 32,69 33,28 1,89 34,14 33,94 34,75 32,86 33,23 32,82 32,04 32,61 2,34 31,39 104,2 98,13 60,96 104,2 

E. 

rostratum 

228 
BF924
4 32,22 33,94 32,02 33,84 4,37 33,9 34,03 35,1 33,53 35,45 33,38 34,67 32,81 3,69 31,09 62,71 56,182 98,9 98,9 E. turcica 

229 
BF924
5 32,34 33,17 32,47 33,01 1,91 33,78 33,69 34,24 33,08 32,97 32,71 32,13 32,73 2,37 31,39 100,83 95,626 59,45 100,83 

E. 

rostratum 



243 
 

230 
BF924
6 32,98 34,13 33,46 34,14 1,93 34,94 34,65 35,45 34,07 34,21 33,48 32,9 33 2,4 31,34 108,1 101,61 61,91 108,1 

E. 

rostratum 

231 
BF924
7 32,75 33,8 33,06 33,71 1,95 34,5 34,39 34,93 33,71 33,86 33,23 32,52 32,86 2,52 31,32 106,45 99,84 61,84 106,45 

E. 

rostratum 

232 
BF924
8 101,1 103,24 86,96 87,75 5,09 90,35 90,5 90,71 89,07 90,03 88,96 39,84 40,18 3,16 38,1 36,01 30,55 34,26 103,24 B. oryzae 

233 
BF924
9 32,76 33,66 33,01 33,6 2 34,52 34,3 34,93 33,72 33,77 33,21 32,56 32,9 2,49 31,3 107,94 101,53 61,96 107,94 

E. 

rostratum 

234 
BF925
1 94,52 95,81 90,83 91,54 4,74 93,83 94,35 95,06 93,12 94,06 93,07 39,25 40,93 2,9 38,75 36,54 29,192 33,3 95,81 B. oryzae 

235 
BF925
2 32,68 33,65 33,06 33,71 1,88 34,42 34,45 34,93 33,62 33,62 33,27 32,26 32,84 2,38 31,42 108,15 101,27 61,7 108,15 

E. 

rostratum 

236 
BF925
3 32,45 33,96 33,38 34,17 1,95 35,13 34,64 35,24 33,54 34,13 33,17 33,22 33,38 2,42 31,85 107,93 100,89 62,23 107,93 

E. 

rostratum 

237 
BF925
4 

106,5
1 108,27 90,22 90,86 5,27 93,44 93,71 93,8 92,62 93,24 92,33 40,28 40,58 3,12 38,45 36,25 29,943 34,68 108,27 B. oryzae 

238 
BF925
5 107,7 108,95 91,38 91,92 5,08 94,6 94,87 95,11 93,78 94,47 93,34 40,51 40,75 3,08 38,67 36,61 29,663 34,33 108,95 B. oryzae 

239 
BF925
6 

105,3
1 106,96 90,12 90,84 5,25 93,49 93,68 93,98 92,5 93,34 92,18 40,36 40,74 3,12 38,55 36,23 29,864 34,53 106,96 B. oryzae 

240 
BF925
7 33,25 34,07 33,18 33,79 2,01 35,01 34,74 35,33 33,87 34,15 33,47 32,99 33,22 2,58 31,57 106,26 101,83 62,36 106,26 

E. 

rostratum 

241 
BF925
8 32,89 34,14 33,41 34,17 1,97 34,86 34,7 35,51 33,79 34,13 33,46 32,67 33,16 2,45 31,5 108,87 101,7 62,24 108,87 

E. 

rostratum 

242 
BF925
9 104,4 105,44 89,08 89,56 4,66 92,23 92,45 92,65 91,53 92,06 91,09 39,51 40,06 2,95 38,12 35,97 30,13 33,54 105,44 B. oryzae 

243 
BF926
0 33,34 34,45 34,07 34,6 2,02 35,47 35,29 35,86 34,4 34,72 34,15 33,52 33,63 2,49 32,11 109,73 102,68 63,67 109,73 

E. 

rostratum 

244 
BF926
1 91,55 92,86 91,06 91,9 4,56 94,54 108,88 103,24 101,05 94,01 

100,4
7 40,22 41,2 2,94 39,45 36,58 29,88 34,26 108,88 B. bicolor 

245 
BF926
3 32,07 33,49 32,64 33,52 2,07 34,34 34,24 34,8 33,07 33,77 32,83 32,29 32,28 2,39 30,7 106,66 99,358 61,09 106,66 

E. 

rostratum 

246 
BF926
5 32,43 33,45 32,83 33,43 2,12 34,35 34,35 34,98 33,4 33,62 33,25 32,52 32,94 2,54 31,51 108,03 101,24 62,3 108,03 

E. 

rostratum 

247 
BF926
6 87,04 88,38 86,9 87,68 4,13 90,28 102,59 98,04 95,75 89,49 95,24 38,95 40,08 2,74 38,58 35,71 30,215 33,3 102,59 B. bicolor 

248 
BF926
7 30,83 32,92 31,37 32,12 2,21 33,17 33,31 34,68 32,09 32,98 32,16 31,38 31,28 2,57 29,67 97,14 92,357 58,53 97,14 

E. 

rostratum 

249 
BF926
8 97,98 99,15 84,75 85,21 4,38 87,51 87,97 88,25 87,17 87,61 86,72 38,44 39,07 2,96 37,11 34,73 30,348 32,64 99,15 B. oryzae 

250 
BF926
9 85,53 91,29 93,73 96,26 8,44 102,28 91,83 93,54 88,62 93,47 90,43 43,64 41,88 3,49 37,84 35,78 31,706 40,88 102,28 

B. 

yamadae 

251 
BF927
0 

106,8
9 107,9 90,96 91,46 5,24 94,08 94,24 94,38 93,42 93,87 92,79 40,55 40,93 3,08 38,61 36,38 30,021 34,22 107,9 B. oryzae 



244 
 

252 
BF927
1 32,56 33,42 32,73 33,53 2 34,57 34,43 34,84 33,51 33,8 33,07 32,59 32,89 2,45 31,2 105,15 100,28 61,68 105,15 

E. 

rostratum 

253 
BF927
2 95,87 97,11 81,96 82,56 4,69 85,13 84,96 85,34 84,35 84,74 83,96 44,69 44,98 3,49 42,61 35,21 29,251 33,3 97,11 B. oryzae 

254 
BF927
3 

106,4
5 108,42 90,44 90,97 4,85 93,63 93,97 94,4 92,69 93,6 92,38 39,87 40,32 2,97 38,25 35,82 29,206 33,7 108,42 B. oryzae 

255 
BF927
4 38,41 41,16 38,99 40,07 2,67 41,33 41,74 42,47 39,55 40,31 39,94 107,36 82,05 8,81 77,17 34,95 29,533 34,5 107,36 

C. 

papendorf

ii 

256 
BF927
5 32,3 34,14 33,03 33,86 2,24 34,88 34,72 35,66 33,33 34,45 33,23 33,13 33,06 2,5 31,5 108,42 101,05 62,99 108,42 

E. 

rostratum 

257 
BF927
6 31,75 32,71 32,21 32,8 1,9 33,66 33,47 34,05 32,61 32,82 32,33 31,64 32,07 2,35 30,67 104,4 98,376 59,85 104,4 

E. 

rostratum 

258 
BF927
7 32,37 33,07 32,38 33,03 1,97 34,03 33,85 34,35 33,18 33,16 32,78 32,13 32,48 2,49 31,03 101,95 98,186 60,47 101,95 

E. 

rostratum 

259 
BF927
8 82,72 85,73 90,58 91,59 4,72 97,5 87,79 87,21 84,97 88,5 86,22 38,53 39,77 3,02 37,29 35,22 30,399 34,74 97,5 

B. 

yamadae 

260 
BF927
9 32,52 33,61 32,99 33,61 2,01 34,63 34,21 35,03 33,53 33,71 33,11 32,51 32,71 2,48 31,22 106,08 99,758 61,08 106,08 

E. 

rostratum 

261 
BF928
0 32,65 33,73 33,28 33,75 1,88 34,67 34,36 35,14 33,64 33,86 33,36 33,04 33,28 2,38 31,84 107,8 101,53 62,38 107,8 

E. 

rostratum 

262 
BF928
1 33,04 34,27 33,63 34,32 1,93 35,29 34,74 35,5 34,16 34,37 33,57 33,02 33,29 2,39 31,48 106,44 100,33 61,78 106,44 

E. 

rostratum 

263 
BF928
2 32,91 34,31 33,52 34,25 2,16 35,21 34,99 35,65 34,02 34,61 33,83 33,06 33,08 2,41 31,56 107,33 100,65 62,59 107,33 

E. 

rostratum 

264 
BF928
3 32,84 33,63 33,15 33,63 1,93 34,57 34,36 34,99 33,68 33,67 33,44 32,59 33,05 2,43 31,53 108,98 102,38 62,36 108,98 

E. 

rostratum 

265 
BF928
5 76,63 82,12 83,99 86,16 7,08 91,25 82,77 84,2 79,6 84,21 81,33 40,2 38,85 3,4 35,44 34,09 32,943 37,64 91,25 

B. 

yamadae 

266 
BF928
8 31,85 32,97 31,78 32,89 2,41 33,29 33,38 33,91 32,61 32,79 32,43 31,63 32,02 2,49 30,19 100 95,987 60,09 100 

E. 

rostratum 

267 
BF928
9 97,26 98,87 84,26 84,84 4,24 87,23 87,63 87,66 86,3 87,15 86,03 37,48 38,26 2,81 36,47 34,2 29,874 32,17 98,87 B. oryzae 

268 
BF929
0 

105,4
5 106,72 90,02 90,43 5,08 93,15 93,37 93,35 92,42 92,84 91,95 40,07 40,67 3,03 38,44 35,98 29,755 34,03 106,72 B. oryzae 

269 
BF929
1 

105,6
1 106,85 90,33 90,68 5,05 93,38 93,59 93,57 92,7 93,16 92,28 39,76 40,5 2,94 38,53 35,99 29,698 33,64 106,85 B. oryzae 

270 
BF929
2 33,03 34,55 33,25 34,23 2,29 35,2 34,84 35,79 34,03 34,45 33,3 33,28 33,26 2,7 31,14 105,59 100,94 62,28 105,59 

E. 

rostratum 

271 
BF929
3 32,91 33,77 33,16 33,69 1,99 34,54 34,41 34,93 33,77 33,89 33,44 32,23 32,65 2,43 31,23 107,12 101,06 61,34 107,12 

E. 

rostratum 

272 
BF929
4 

101,9
2 103,88 87,68 88,25 4,75 90,87 91,02 91,31 89,48 90,56 89,1 39,54 39,77 2,99 37,94 36,18 30,119 33,77 103,88 B. oryzae 
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273 
BF929
5 80,95 86,4 88,34 90,6 7,26 96,41 86,84 88,71 83,7 88,76 85,64 41,57 39,99 3,46 36,46 35,27 32,847 38,55 96,41 

B. 

yamadae 

274 
BF929
6 

104,9
8 106 89,29 89,97 5,31 92,6 92,76 93 92,06 92,41 91,57 39,86 40,2 3,21 38,13 35,98 30,026 33,97 106 B. oryzae 

275 
BF929
7 80,85 84,83 88,57 89,87 4,81 95,7 86,57 86,4 83,16 87,47 84,98 38,6 39,5 3,05 36,98 35,36 30,517 35,56 95,7 

B. 

yamadae 

276 
BF929
8 32,68 33,72 32,84 33,56 1,89 34,64 34,26 35,04 33,51 33,88 32,86 32,86 32,98 2,4 31,14 107,79 103,15 62,13 107,79 

E. 

rostratum 

277 
BF929
9 32,03 34,05 32 33,47 3,02 34,25 34,48 35,5 33,12 34,14 33,64 32,97 32,19 2,81 30,2 103,41 97,523 61,38 103,41 

E. 

rostratum 

278 
BF930
0 32,45 33,75 33,13 33,73 1,91 34,83 34,5 35,12 33,45 33,86 33,23 32,78 33,11 2,43 31,63 109,82 102,75 62,81 109,82 

E. 

rostratum 

279 
BF930
1 32,44 33,75 32,85 33,47 2,04 34,51 34,28 34,92 33,34 33,75 33,03 32,62 33,03 2,48 31,56 110,15 102,86 62,58 110,15 

E. 

rostratum 

280 
BF930
2 33,14 34,23 33,1 33,91 2,16 34,76 34,59 35,52 34,01 34,33 33,38 32,91 32,92 2,69 30,9 106,68 101,71 61,75 106,68 

E. 

rostratum 

281 
BF930
3 

104,9
9 106,16 89,69 90,25 5,07 92,87 93,04 93,06 92,21 92,5 91,7 39,91 40,36 3,1 38,28 36,07 29,978 33,96 106,16 B. oryzae 

282 
BF930
4 32,91 33,67 32,95 33,63 2,04 34,51 34,35 34,9 33,81 33,82 33,18 32,49 32,64 2,53 30,79 103,57 99,735 60,92 103,57 

E. 

rostratum 

283 
BF930
5 32,53 33,67 32,88 33,63 1,97 34,48 34,06 35,16 33,57 33,85 33,11 32,54 33,01 2,37 31,24 106 99,78 61,75 106 

E. 

rostratum 

284 
BF930
6 

102,2
5 103,24 87,25 87,88 5,06 90,45 90,67 90,73 89,99 90,31 89,51 39,14 39,58 3,09 37,62 35,46 30,245 33,37 103,24 B. oryzae 

285 
BF930
7 

104,9
2 105,81 89,25 89,58 4,68 92,29 92,44 92,53 91,86 92,06 91,32 39,42 40,29 2,96 38,1 35,55 29,805 33,2 105,81 B. oryzae 

286 
BF930
8 32,21 33,76 32,49 33,37 2,08 34,31 34,2 35,1 33,09 33,72 33,02 32,25 32,22 2,45 30,74 103,11 96,379 60,59 103,11 

E. 

rostratum 

287 
BF930
9 80,04 85,3 87,57 90,15 7,45 95 86,08 88,02 82,83 87,93 84,69 41,27 39,82 3,45 36,72 35,09 32,235 38,1 95 

B. 

yamadae 

288 
BF931
0 32,67 33,55 33,18 33,69 1,9 34,71 34,5 35 33,63 33,74 33,37 32,71 33,33 2,4 31,97 108,54 102,08 62,38 108,54 

E. 

rostratum 

289 
BF931
1 32,56 33,78 32,44 33,59 2,03 34,51 34,01 35,06 33,42 33,77 32,92 33,02 32,73 2,51 30,81 105,93 101,23 62,17 105,93 

E. 

rostratum 

290 
BF931
2 29,81 30,58 30,16 30,56 1,78 31,35 31,33 31,86 30,55 30,59 30,37 29,46 30,05 2,23 28,87 96,1 90,256 55,93 96,1 

E. 

rostratum 

291 
BF931
3 32,45 34,23 33,02 33,74 2,02 34,81 34,81 35,57 33,51 34,4 33,54 32,73 32,87 2,46 31,31 105,52 98,831 61,99 105,52 

E. 

rostratum 

292 
BF931
4 32,42 32,99 32,82 33,28 1,85 34,09 33,88 34,3 33,3 33,19 33,02 32,13 32,73 2,37 31,14 106,16 100,73 61,57 106,16 

E. 

rostratum 

293 
BF931
5 31,64 33,38 32,67 33,38 1,9 34,1 33,95 34,41 32,89 33,11 32,21 31,77 32,6 2,36 30,81 101,82 96,029 59,45 101,82 

E. 

rostratum 

294 
BF931
6 32,2 33,26 32,49 33,29 2 34,29 34,09 34,73 33,16 33,48 32,6 32,56 32,8 2,57 31,05 105,62 101,11 61,2 105,62 

E. 

rostratum 
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295 
BF931
7 34 34,99 34,01 34,68 2,29 35,13 35,7 36,62 34,75 34,69 34,56 33,39 34 2,9 32,4 104,2 98,827 61,87 104,2 

E. 

rostratum 

296 
BF931
8 32,06 34,37 31,96 33,7 2,4 34,11 33,93 35,23 32,87 33,67 32,97 32,54 32,25 2,5 30,14 100,64 95,58 60,88 100,64 

E. 

rostratum 

297 
BF931
9 32,08 32,96 32,56 33 1,91 33,9 33,9 34,36 32,94 33,08 32,7 32,04 32,67 2,43 31,37 108,98 102,28 61,74 108,98 

E. 

rostratum 

298 
BF932
0 32,48 33,33 32,91 33,41 1,86 34,37 34,21 34,58 33,43 33,49 33,14 32,35 32,9 2,35 31,51 108,39 102,05 62,31 108,39 

E. 

rostratum 

299 
BF932
1 31,69 32,25 31,64 32,29 1,94 33,1 33,06 33,62 32,52 32,51 32,04 31,36 31,67 2,42 30,11 98,29 94,937 58,73 98,29 

E. 

rostratum 

300 
BF932
2 88,03 89,33 87,71 88,63 4,31 91,32 104,94 99,82 97,63 90,68 97,11 38,64 39,8 2,81 38,21 35,59 29,97 33,18 104,94 B. bicolor 

301 
BF932
3 32,18 33,31 32,64 33,3 2 34,14 33,93 34,53 33,21 33,3 32,67 31,8 32,13 2,38 30,63 100,52 95,35 59,21 100,52 

E. 

rostratum 

302 
BF932
4 88,74 90,14 88,38 89,37 4,31 92,05 105,98 100,69 98,42 91,51 97,91 39,14 40,02 2,85 38,5 35,85 30,011 33,5 105,98 B. bicolor 

303 
BN900
1 95,27 101,56 82,25 85,82 7,1 86,78 87,06 88,59 85,07 88,23 85,97 43,72 38,73 4,1 35,37 35,55 32,665 40,12 101,56 B. oryzae 

304 
BN900
2 

103,8
4 104,94 88,62 89,6 5,69 91,94 92,36 92,59 91,42 91,91 90,76 40,52 40,56 3,47 38,48 36,68 30,156 34,65 104,94 B. oryzae 

305 
BN900
3 

105,7
7 107,05 90,26 91,19 5,79 93,6 93,98 94,2 92,95 93,6 92,32 41,08 41,15 3,52 38,96 37,1 30,005 34,94 107,05 B. oryzae 

306 
BN900
4 

103,7
4 104,68 88,77 89,69 5,6 91,99 92,43 92,65 91,67 92,05 90,98 40,58 40,7 3,51 38,53 36,47 30,129 34,5 104,68 B. oryzae 

307 
BN900
5 

109,7
8 111,19 92,75 93,69 6,04 96,36 96,79 96,98 95,59 96,23 95,02 41,67 41,82 3,5 39,59 37,46 29,247 35,26 111,19 B. oryzae 

308 
BN900
7 98,37 98,81 84,71 85,07 4,65 87,41 87,69 87,82 87,27 87,11 86,6 38,18 38,59 3,02 36,55 34,46 30,094 32,4 98,81 B. oryzae 

309 
BN900
8 99,41 100,9 85,41 86,03 5,04 88,64 88,9 89,08 87,9 88,4 87,36 38,67 38,91 3,07 36,68 34,74 30,25 33,29 100,9 B. oryzae 

310 
BN900
9 99,05 100,48 85,69 86,37 4,74 88,59 88,72 89,08 87,78 88,46 86,98 38,51 38,86 2,99 36,78 34,93 30,098 32,84 100,48 B. oryzae 

311 
BN901
0 35,44 36,69 36,24 36,91 2,15 37,59 36,48 37,73 36,36 36,7 36,06 33,84 34,67 2,67 33,02 99,3 94,748 60,57 99,3 

E. 

rostratum 

312 
BN901
1 98,11 98,98 85,6 85,91 4,36 88,45 88,44 88,59 87,65 88,03 87,24 38,79 39,46 3,07 37,6 35,39 30,794 33,04 98,98 B. oryzae 

313 
BN901
2 

102,8
4 103,47 88,1 88,42 4,72 90,89 91,2 91,2 90,64 90,71 90,03 39,24 39,62 3,02 37,55 35,23 30,105 33,11 103,47 B. oryzae 

314 
BN901
3 

106,8
1 108,14 91,21 91,89 5,33 94,34 94,43 94,8 93,56 94,24 92,77 40,76 40,91 3,07 38,67 37,05 30,24 34,67 108,14 B. oryzae 

315 
BN901
4 

104,0
5 105,13 89,02 89,47 5,01 92,06 92,26 92,49 91,14 91,74 90,66 39,84 40,09 3,07 38,19 36,05 29,993 33,76 105,13 B. oryzae 

316 
BN901
5 93,47 99,68 81,7 85,26 6,74 86,12 86,43 87,63 84,39 87,19 85,38 44,16 39,39 4,12 36,05 35,02 33,209 40,04 99,68 B. oryzae 
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317 
BN901
6 97,25 98,35 84,7 85,26 4,83 87,59 87,87 87,93 86,97 87,4 86,41 38,7 38,88 3,05 37,05 35,05 30,725 33,27 98,35 B. oryzae 

318 
BN901
7 

100,2
5 101,31 86,21 86,67 4,63 89,13 89,55 89,46 88,55 88,81 87,98 38,54 38,86 2,89 36,96 34,98 30,108 32,84 101,31 B. oryzae 

319 
BN901
8 99,71 100,71 86,14 86,58 4,62 88,95 89,37 89,27 88,35 88,61 87,8 38,8 39,14 2,96 37,3 34,88 30,018 32,85 100,71 B. oryzae 

320 
BN901
9 99,96 101 86,14 86,54 4,53 89,13 89,35 89,31 88,47 88,81 87,88 38,6 39,02 3,02 37,12 35,13 30,366 32,93 101 B. oryzae 

321 
BN902
0 

100,3
2 101,14 86,58 86,88 4,5 89,42 89,4 89,57 88,99 89,16 88,43 38,59 39,23 2,95 37,24 35,14 30,316 32,94 101,14 B. oryzae 

322 
CH900
0 

111,4
1 112,35 93,42 93,77 5,17 96,64 96,64 96,88 95,77 96,29 95,35 40,5 40,92 3,02 39,02 36,85 29,092 34,16 112,35 B. oryzae 

323 
CH900
2 

100,8
1 101,98 87,12 87,5 4,35 90,07 89,92 90,1 89,08 89,68 88,54 38,61 39,04 2,91 37,19 34,95 29,942 32,73 101,98 B. oryzae 

324 
CH900
3 

108,5
4 109,64 91,77 92,17 4,75 94,93 94,95 95,36 93,96 94,79 93,61 40,51 40,75 2,92 38,83 35,91 29,182 33,71 109,64 B. oryzae 

325 
CH900
4 

110,2
9 111,16 92,88 93,17 4,93 96,07 95,93 96,32 95,29 95,81 94,78 40,21 40,51 2,94 38,57 36,26 29,249 33,88 111,16 B. oryzae 

326 
CH901
0 

101,6
3 102,96 86,72 87,41 4,74 89,97 89,68 90,44 88,93 89,28 88,46 39,12 39 2,97 36,88 35,58 30,442 33,11 102,96 B. oryzae 

327 
CH901
2 

107,9
6 108,74 91 91,33 4,8 94,07 94,05 94,45 93,55 93,95 93,01 39,89 40,05 2,93 38,02 36,03 29,855 33,92 108,74 B. oryzae 

328 
CH901
5 104,1 105,67 88,45 89,01 4,84 91,77 91,51 92,11 90,69 91,28 90,49 39,62 39,68 2,96 37,45 36,03 30,476 33,63 105,67 B. oryzae 

329 
CL900
1 99,57 100,89 85,81 86,23 4,23 88,8 88,74 88,99 87,85 88,5 87,42 37,92 38,49 2,89 36,71 34,47 29,754 32,35 100,89 B. oryzae 

330 
FR902
9 86,89 88,74 83,41 84,77 4,72 87,77 88,75 88,4 87,12 89,75 87,06 35,82 35,84 2,79 33,69 31,5 27,749 30,43 89,75 

B. 

sorokinia

na 

331 
FR903
0 34,3 35,21 34,86 35,19 2,08 36,15 35,99 36,56 35,21 35,52 35,11 76,43 109,27 5,7 92 31,45 28,184 29,13 109,27 

C. 

spicifera 

332 
FR903
2 95,49 100,64 77,76 79,52 5,98 82,59 83,47 84,57 81,9 83,02 82,21 34,17 33,42 2,94 31,53 30,14 29,697 31,71 100,64 B. oryzae 

333 
FR903
3 94,05 99,1 77,47 79,27 5,97 82 82,83 84,28 81,41 82,42 82,12 35,27 34,23 3,18 32,47 31,05 31,073 32,25 99,1 B. oryzae 

334 
FR903
4 35,71 36,8 36,77 37,53 2,42 38,46 37,8 38,82 37,52 37,9 36,7 79,72 110,8 6,14 94,57 33,28 29,343 31,04 110,8 

C. 

spicifera 

335 
FR903
5 89,05 92,95 72,52 74,05 5,1 76,72 77,15 77,97 75,83 76,96 76,32 33,2 33,09 2,88 31,2 28,82 29,92 30,51 92,95 B. oryzae 

336 
FR903
8 35,19 36,23 35,64 36,1 1,85 37,06 36,61 37,33 36,3 36,71 35,94 78,31 109,36 5,78 93,91 32,4 28,982 30,08 109,36 

C. 

spicifera 

337 
FR903
9 84,83 88,91 69,73 71,1 5,29 73,47 74,66 75,67 72,96 74,22 73,41 31,5 31,26 2,72 29,22 27,83 31,858 28,85 88,91 B. oryzae 
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338 
FR904
1 74,08 74,73 73,21 73,67 3,48 76,36 84,22 88,44 84,87 76,28 84,06 30,59 31,84 2,22 29,96 28,14 25,82 27,05 88,44 B. secalis 

339 
FR904
2 34,35 35,37 34,99 35,36 1,87 36,6 36,23 36,72 35,33 35,75 35,12 78,2 111,81 5,83 94,18 31,61 28,4 29,51 111,81 

C. 

spicifera 

340 
FR904
3 34,43 35,21 34,97 35,41 2 36,07 36,18 36,81 35,83 35,33 35,59 77,91 111,73 5,79 94,26 31,81 28,338 29,29 111,73 

C. 

spicifera 

341 
FR904
4 

100,6
8 105,47 81,49 83,14 5,88 86,08 86,97 87,83 85,57 86,52 85,73 35,57 34,96 2,92 33,13 31,35 32,866 32,24 105,47 B. oryzae 

342 
FR904
5 32,33 33,79 33,36 33,79 2,03 34,84 34,49 35,11 33,89 34,38 33,47 72,52 101,74 5,38 87,31 30,03 26,765 28,31 101,74 

C. 

spicifera 

343 
FR904
6 89,38 90,46 72,99 73,56 3,82 76,08 76,21 76,31 75,59 76,13 75,18 32,41 33,71 2,68 31,73 27,56 31,285 26,75 90,46 B. oryzae 

344 
FR904
7 77,8 79,66 74,7 76,32 4,34 78,93 80,15 79,41 78,43 81,18 78,12 32,69 32,43 2,46 30,4 28,63 25,652 27,85 81,18 

B. 

sorokinia

na 

345 
FR904
8 79,42 81,3 76,37 77,81 5,08 80,14 81,8 80,83 80,53 82,43 79,65 33,11 32,76 2,69 30,76 29,06 26,537 28,98 82,43 

B. 

sorokinia

na 

346 
FR904
9 97,38 102,22 78,04 79,66 5,73 82,88 83,9 85,06 82,67 83,59 83,05 33,86 32,98 2,96 30,88 29,63 31,922 31,02 102,22 B. oryzae 

347 
GH900
1 103,9 104,94 88,93 89,39 4,79 91,9 92,09 92,24 91,25 91,65 90,68 39,72 40,1 3,03 37,99 36,14 30,36 33,78 104,94 B. oryzae 

348 
GH900
2 35,23 37,25 36,48 37,2 2,36 38,63 38,22 39,56 36,28 37,5 36,09 34,3 35,32 2,77 33,75 104,01 97,525 62,26 104,01 

E. 

rostratum 

349 
GH900
4 33,41 34,38 33,45 34,49 2,43 35,46 35,29 35,89 34,34 34,6 34 33,4 33,9 2,69 32,05 110,49 102,97 64,02 110,49 

E. 

rostratum 

350 
GH900
5 32,38 33,19 32,25 33,33 2,42 34,22 33,99 34,7 33,35 33,39 32,9 32,51 32,82 2,65 30,99 105,88 99,352 61,14 105,88 

E. 

rostratum 

351 
GH900
6 36,69 39,19 37,27 38,42 2,47 39,48 39,75 40,41 37,85 38,61 37,91 100,59 76,79 7,68 72,16 34,75 30,507 33,7 100,59 

C. 

papendorf

ii 

352 
GH900
7 

100,8
4 102,26 88,19 88,71 4,66 91,9 92 91,92 90,62 90,87 90,31 39,14 39,18 2,98 37,43 35,13 29,857 32,87 102,26 B. oryzae 

353 
GH900
9 86,86 91,55 96,4 98,03 5,91 106,91 92,92 93,98 90,52 94,45 90,81 40,63 39,79 3,13 37,19 36,14 30,226 36,75 106,91 

B. 

yamadae 

354 
GH901
1 

104,8
7 106,09 88,53 89,2 5,13 91,78 92,16 92,16 91,09 91,57 90,68 39,34 39,62 3,09 37,5 36,23 30,857 34,3 106,09 B. oryzae 

355 
GH901
2 91,94 98,33 80,74 84,67 6,9 85,2 85,2 86,88 83 86,61 84,14 43,88 38,87 4,1 35,27 34,86 33,269 39,91 98,33 B. oryzae 

356 
GH901
3 98,3 99,5 84,91 85,58 4,87 88 88,07 88,43 87,23 87,64 86,85 38,89 39,08 3,25 37,19 35,33 30,606 33,25 99,5 B. oryzae 

357 
GH901
4 

104,9
4 106,11 88,85 89,55 5,72 92,21 92,31 92,55 91,49 91,88 91,15 39,72 39,93 3,09 37,83 36,25 30,364 34,27 106,11 B. oryzae 
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358 
GH901
5 98,16 99,3 84,06 84,72 5,08 87,12 87,43 87,55 86,79 87,09 86,2 37,93 38,33 3,03 36,16 34,3 30,171 32,8 99,3 B. oryzae 

359 IT9003 37,84 39,49 38,56 38,9 2,13 40,27 40,43 40,72 38,99 39,38 39,18 81,2 108,74 6,31 95,05 34,44 27,934 32,48 108,74 
C. 

spicifera 

360 IT9004 37,41 38,44 37,77 38,27 2,36 39,47 39,17 39,88 38,88 38,96 38,47 78,55 104,03 6,01 91,42 34,1 29,581 31,83 104,03 
C. 

spicifera 

361 IT9005 89,04 90,26 88,65 89,49 4,39 92,18 105,62 100,55 98,57 91,72 97,9 39,42 40,4 2,89 38,44 35,98 30,057 33,51 105,62 B. bicolor 

362 IT9006 38,33 39,5 38,7 39,27 2,57 40,48 40,33 40,73 39,69 39,78 39,35 80,71 106,89 6,49 94,06 34,97 29,303 32,61 106,89 
C. 

spicifera 

363 IT9007 94,22 95,37 93,09 93,9 4,66 96,72 106,72 110,34 105,59 96,79 
105,1

1 41,39 42,75 3,09 40,05 37,49 30,772 34,91 110,34 B. secalis 

364 IT9008 97,64 103,37 82,88 84,92 6,81 88,01 89,01 90,39 87,04 88,68 87,41 40,32 39,14 3,53 36,79 35,62 31,247 36,96 103,37 B. oryzae 

365 
ML900
1 79,2 83,55 99,96 

102,9
2 5,74 93,51 84,53 84,92 83,25 88,51 83,65 38,84 34,45 2,6 32,12 30,43 29,667 34,82 102,92 B. maydis  

366 
ML900
2 89,56 91,31 86,07 87,68 5,12 90,11 91,69 91,17 90,12 92,43 89,62 37,54 37,58 2,89 35,04 33,11   31,71 92,43 

B. 

sorokinia

na 

367 
ML900
3 79,68 85,1 100,9 

104,1
3 5,54 95,38 86,45 87,13 83,46 89,72 84,92 39,14 34,97 2,52 33,14 30,92 29,739 35,4 104,13 B. maydis  

368 
ML900
4 89,9 91,73 86,17 87,48 4,91 90,65 91,29 91,61 89,74 92,13 89,81 36,62 36,65 2,88 34,57 32,49 28,592 31,21 92,13 

B. 

sorokinia

na 

369 
ML900
5 82,48 85,2 80,09 82,01 4,67 84,46 86,58 85,69 84,01 87,02 83,2 35,92 36,31 2,82 33,58 32,33 28,564 30,65 87,02 

B. 

sorokinia

na 

370 
ML900
6 80,87 82,35 77,49 78,54 4,23 81,3 81,95 82,13 80,75 82,66 80,66 32,38 32,26 2,56 30,43 28,8 26,162 27,72 82,66 

B. 

sorokinia

na 

371 
ML900
7 83,25 84,96 79,75 81,16 4,44 84,31 85,44 84,8 83,57 86,01 83,36 33,28 33,02 2,48 30,81 28,55 26,072 27,97 86,01 

B. 

sorokinia

na 

372 
ML901
1 30,47 31,55 31,27 31,7 1,79 32,56 32,39 32,87 31,38 31,67 31 30,87 31,39 2,37 30,15 112,22 99,8 59,72 112,22 

E. 

rostratum 

373 
ML901
2 29,77 30,62 30,48 30,96 1,77 31,94 31,39 32,06 30,54 31,02 30,14 30,38 30,74 2,44 29,3 110,05 95,398 58,55 110,05 

E. 

rostratum 

374 
ML901
3 100,7 103,1 82,98 83,63 4,15 86,68 86,73 86,9 85,48 86,62 85,26 34,28 34,68 2,64 33,05 30,97 29,572 29,87 103,1 B. oryzae 

375 
ML901
4 98,74 100,91 81,77 82,29 3,93 85,32 84,64 84,79 83,07 84,52 82,8 34,85 34,45 2,54 33,17 30,97 30,46 29,36 100,91 B. oryzae 

376 
ML901
5 95,09 96,68 78,77 79,11 4 81,85 81,92 81,85 80,61 81,53 80,3 32,59 33,25 2,51 31,7 29,94 29,691 28,47 96,68 B. oryzae 

377 
ML901
6 

102,7
5 104,55 84,76 85,26 4,21 88,24 88,71 88,65 87,36 88,15 86,92 35,48 35,46 2,77 33,91 31,75 30,021 30,34 104,55 B. oryzae 



250 
 

378 
ML901
7 97,84 99,31 80,3 80,62 4,27 83,46 83,77 83,79 82,89 83,19 82,43 33,21 33,56 2,62 31,59 30,35 29,871 29,03 99,31 B. oryzae 

379 
ML901
8 

103,6
2 106,27 85,33 85,74 4,11 88,96 89,05 89,21 87,41 88,71 87,26 34,85 35,45 2,66 33,83 31,37 29,401 30,21 106,27 B. oryzae 

380 
ML901
9 29,03 30,1 29,43 29,97 1,87 30,65 30,46 31,04 29,82 30,19 29,34 29,3 29,56 2,44 28,21 109,52 101,88 56,86 109,52 

E. 

rostratum 

381 
ML902
0 26,39 27,49 26,84 27,38 1,58 28,21 28,09 28,57 27,22 27,61 26,78 26,94 27,05 2,17 25,9 96,59 102 51,9 102 

E. 

rostratum 

382 
ML902
1 82,12 83,87 82,33 83,23 4,71 85,33 102,19 93,74 92,55 85,26 91,82 35,08 35,59 2,75 33,8 32,02 29,173 30,98 102,19 B. bicolor 

383 
ML902
2 

102,8
4 104,4 84,1 84,47 4,38 87,62 87,97 87,81 86,78 87,42 86,21 35,08 35,12 2,87 33,57 31,43 30,413 30,54 104,4 B. oryzae 

384 
ML902
3 92,8 94,7 76,38 76,84 3,75 79,51 80,2 79,6 78,7 79,42 78,41 32,11 32,02 2,58 30,59 28,41 29,913 27,21 94,7 B. oryzae 

385 
ML902
4 85,43 91,22 69,87 71,62 7,5 74,88 76,86 77,11 74,6 76,27 74,99 32,85 31,46 2,94 29,5 28,22 30,531 31,61 91,22 B. oryzae 

386 
ML902
5 90,16 96,92 73,74 75,83 8,44 78,65 81,04 81,69 78,57 80,46 79,61 34,93 33,52 3,13 31,4 30,11 31,874 34,27 96,92 B. oryzae 

387 
ML902
6 29 30,5 29,84 30,34 1,76 31,16 30,95 31,77 29,83 30,49 29,45 29,84 30,03 2,32 28,76 106,19 100,22 56,43 106,19 

E. 

rostratum 

388 
ML902
7 27,54 28,4 28,04 28,46 1,68 29,06 29,03 29,34 28,06 28,5 27,85 27,67 28,26 2,19 27,21 100,39 100,13 54,24 100,39 

E. 

rostratum 

389 
ML902
8 

102,7
9 105,53 83,43 83,85 4,3 87,26 87,53 87,59 86,03 86,99 85,59 34,12 34,16 2,72 32,79 30,69 31,765 29,23 105,53 B. oryzae 

390 
ML902
9 

101,2
6 102,74 82,32 82,6 4,19 85,71 85,91 85,93 84,72 85,49 84,47 32,94 32,95 2,56 31,35 29,68 31,009 28,61 102,74 B. oryzae 

391 
ML903
0 74,2 79,57 93,55 96,67 5,39 88,28 80,32 81,22 78,17 83,56 79,85 36,95 32,83 2,28 30,69 28,37 32,674 34,11 96,67 B. maydis  

392 
ML903
2 77,8 82,27 

100,2
1 

103,0
7 5,44 93,3 83,49 83,67 81,5 86,97 82,49 36,76 32,67 2,38 30,79 28,47 32,178 33,11 103,07 B. maydis  

393 
ML903
3 93,78 95,08 77,08 77,46 3,98 80,28 80,45 80,41 79,37 79,97 78,86 32,75 32,9 2,51 31,03 29,42 5,3858 28,3 95,08 B. oryzae 

394 
ML904
0 28,46 29,28 28,9 29,45 1,79 30,16 29,72 30,36 29,35 29,6 28,91 28,45 28,86 2,25 27,61 106,49 94,511 56 106,49 

E. 

rostratum 

395 
ML904
1 28,72 29,86 29,26 29,84 1,82 30,65 30,52 30,88 29,55 30,04 29,05 29,1 29,39 2,4 28,05 105,71 101,54 56,03 105,71 

E. 

rostratum 

396 
ML904
2 28,3 29,22 28,86 29,2 1,79 29,76 29,81 30,24 28,83 29,18 28,46 28,51 28,98 2,27 27,73 107,45 100,37 56,1 107,45 

E. 

rostratum 

397 
ML904
4 29,38 30,91 30,01 30,61 1,75 31,57 31,17 32,14 30,32 30,95 29,92 29,9 30,16 2,36 28,93 107,78 98,419 57,37 107,78 

E. 

rostratum 

398 
ML904
5 27,72 28,46 27,87 28,38 1,76 29,27 29,38 29,56 28,34 28,64 27,68 27,91 28,03 2,17 26,48 95,2 100,25 52,34 100,25 

E. 

rostratum 

399 
ML904
6 29,12 30,8 30,28 31,1 1,8 31,87 31,2 32,11 30,27 31,04 29,61 30,29 30,1 2,38 28,76 104,18 101,08 56,35 104,18 

E. 

rostratum 
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400 
PK901
9 35,14 36,46 36,06 36,36 1,74 37,83 37,45 37,82 36,41 36,79 36,18 79,29 109,92 5,97 95,13 32,98 28,388 30,39 109,92 

C. 

spicifera 

401 
PK902
0 33,64 34,63 34,84 35,24 1,6 36 35,37 36,02 34,95 35,44 34,68 76,36 105,7 5,74 91,58 31,47 27,933 29,11 105,7 

C. 

spicifera 

402 
PK902
1 33,4 34,47 33,93 34,05 1,85 35,41 35,37 35,2 34,04 34,77 33,91 75,18 96,54 5,7 113,83 30,59 26,787 28,93 113,83 

C. 

hawaiiens

is  

403 
PK902
2 27,9 28,62 28,35 28,71 1,75 29,52 29,35 29,76 28,62 28,79 28,32 27,87 28,47 2,17 27,18 101,13 99,734 54,37 101,13 

E. 

rostratum 

404 
PK902
3 31,75 32,93 32,68 32,9 1,5 33,97 33,68 34,15 32,68 33,15 32,55 73,67 104,8 5,21 90,2 29,18 26,008 27,44 104,8 

C. 

spicifera 

405 
PK902
4 33,16 34,09 34,42 34,57 1,43 35,54 35,16 35,43 34,43 34,5 34,29 75,7 106,54 5,35 92,19 30,21 26,953 27,95 106,54 

C. 

spicifera 

406 
PK902
5 26,21 26,93 26,5 26,96 1,92 27,68 27,56 28,06 27,1 27,18 26,72 26,4 26,52 2,2 25,37 92,44 100,14 50,98 100,14 

E. 

rostratum 

407 
PK902
6 28,8 29,88 29,58 30,08 1,8 30,85 30,55 31,21 29,59 30,2 29,27 29,38 29,83 2,28 28,57 102,21 97,505 56,42 102,21 

E. 

rostratum 

408 
PK902
7 32,69 33,59 33,38 33,63 1,58 34,89 34,47 34,89 33,93 33,97 33,5 73,18 102,83 5,38 88,76 29,69 26,603 27,38 102,83 

C. 

spicifera 

409 
PK902
8 33,84 34,86 34,77 35,07 1,48 35,92 35,64 36,2 34,96 35,04 34,75 76,57 106,72 5,45 92,39 30,8 27,147 28,62 106,72 

C. 

spicifera 

410 
PK902
9 78,92 80,61 88,54 89,62 3,98 97,24 82,86 83,45 81,18 84,92 81,3 34,45 34,86 2,64 33,13 31,03 27,267 29,57 97,24 

B. 

yamadae 

411 
PK903
0 34,78 35,53 35,49 35,59 1,62 36,6 36,43 36,78 35,84 36 35,66 78,95 111,48 5,76 95,95 31,6 28,062 29,39 111,48 

C. 

spicifera 

412 
PK903
1 35,24 35,94 35,93 36,36 1,72 37,33 37,14 37,38 36,74 36,63 36,28 79,62 110,86 5,99 95,42 32,06 28,241 29,85 110,86 

C. 

spicifera 

413 
PK903
2 27,36 28,14 27,87 28,11 1,72 28,97 28,41 29,02 27,74 28,12 27,62 27,1 27,68 2,18 26,68 96,07 99,499 52,78 99,499 

E. 

rostratum 

414 
PK903
3 34,11 35,79 35,11 35,73 1,88 37,12 36,41 36,63 35,23 36,01 34,58 76,38 96,13 5,76 110,13 31,88 27,458 29,38 110,13 

C. 

hawaiiens

is  

415 
PK903
4 33,33 34,3 34,18 34,45 1,59 35,36 34,99 35,5 34,6 34,89 34,31 74,08 101,2 5,35 88,42 30,54 27,212 28,6 101,2 

C. 

spicifera 

416 
PK903
5 84,98 86,26 70,8 71,19 3,24 73,7 73,64 73,64 72,72 73,59 72,52 29,38 29,74 2,34 28,11 26,49 32,02 25,5 86,26 B. oryzae 

417 
PK903
6 31,66 32,58 32,54 32,91 1,6 33,76 33,27 34 32,89 33,13 32,54 69,84 95,09 5,18 82,99 29,36 25,739 27,58 95,09 

C. 

spicifera 

418 
PK903
8 34,03 34,88 34,92 35,08 1,56 35,99 35,8 36,23 34,97 35,31 34,85 76,99 108,31 5,64 93,74 31,15 27,432 28,87 108,31 

C. 

spicifera 

419 
SN900
2 26,79 27,62 26,96 27,69 1,73 28,51 28,23 28,62 27,55 27,91 27,2 27,4 26,9 2,24 25,77 95,98 98,884 51,7 98,884 

E. 

rostratum 

420 
SN900
3 32,92 34,41 33,62 34,45 1,98 35,29 35,29 35,82 34,23 35,01 33,73 33,41 33,84 2,57 31,98 113,5 105,78 64,36 113,5 

E. 

rostratum 
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421 
SN900
5 32,5 33,58 33,07 33,71 1,88 34,45 34,19 34,99 33,63 33,57 33,14 32,66 33,21 2,38 31,47 106,75 100,53 61,34 106,75 

E. 

rostratum 

422 
SN900
6 35,82 36,43 36,69 36,77 1,78 37,6 37,27 37,33 36,65 36,53 36,49 72,71 88,4 5,22 97,06 34,34 30,492 31,05 97,06 

C. 

hawaiiens

is  

423 
SN900
7 69,63 70,98 69,38 70,28 3,62 72,35 80,45 77,32 75,4 71,99 75,01 37,72 38,29 2,53 36,55 61,96 56,67 44,39 80,45 B. bicolor 

424 
SN900
8 32,96 34 33,29 34,06 2,11 34,96 35,86 35,25 34,99 35,77 34,31 33,12 33,42 2,71 31,73 109,12 102,55 62,42 109,12 

E. 

rostratum 

425 
SN900
9 31,57 32,39 31,97 32,48 1,96 33,38 33,1 33,61 32,47 32,67 31,98 31,67 32 2,47 30,48 102,52 97,289 59,49 102,52 

E. 

rostratum 

426 
SN901
0 32,16 33,34 32,44 33,24 1,98 34,11 33,88 34,48 33,13 33,63 32,8 31,84 32,05 2,44 30,51 103,13 97,336 59,99 103,13 

E. 

rostratum 

427 
TG900
0 34,87 35,85 35,63 36,26 2,4 36,78 36,21 37,85 36,01 36 35,69 33,12 34,29 2,62 33,37 107,59 101,9 63,72 107,59 

E. 

rostratum 

428 
TG900
1 32,63 33,46 32,8 33,59 2,23 34,18 34,22 34,87 33,39 33,49 33,09 32,66 32,84 2,6 31,35 108,27 101,91 62,36 108,27 

E. 

rostratum 

429 
TG900
3 32,76 33,52 32,7 33,64 2,19 34,3 34,22 34,95 33,5 33,43 33,26 32,57 33,03 2,64 31,7 107,35 101,88 62,48 107,35 

E. 

rostratum 

430 
TG900
4 91,44 98,36 80,34 84,26 6,91 85,23 85,35 86,72 82,59 86,26 83,56 43,54 39,08 4,19 35,67 34,59 32,566 39,56 98,36 B. oryzae 

431 
TG900
5 91,18 97,44 79,6 83,53 6,83 84,29 84,44 86,01 82,15 85,54 82,9 42,5 38,29 4,01 34,94 34,53 32,919 38,84 97,44 B. oryzae 

432 
TG900
6 88,61 96,05 77,85 81,95 6,73 82,51 82,74 84,66 80,27 83,99 81,49 42,92 37,54 4,06 34,28 33,86 32,692 39,46 96,05 B. oryzae 

433 
TG900
7 87,05 93,97 80,45 84,29 6,48 83,93 83,1 84,55 80,38 84,29 81,61 42,5 37,98 3,83 34,88 34,13 33,136 38,93 93,97 B. oryzae 

434 
TG900
8 31,48 37,92 32,6 35,37 3,49 35,62 35,24 37,81 32,57 36,11 34,18 35,09 32,62 2,44 30,24 102,14 99,161 65,68 102,14 

E. 

rostratum 

435 
TG901
0 92,76 99,45 81,01 84,41 6,63 85,38 85,72 86,94 83,67 86,41 84,72 43,6 38,84 3,99 35,6 34,34 32,502 39,57 99,45 B. oryzae 

436 
TG901
1 85,59 93,03 75,21 79,02 6,7 79,6 79,61 81,33 77,03 81,05 78,56 41,04 36,17 3,7 32,93 32,96 32,887 38,09 93,03 B. oryzae 

437 
TG901
2 

100,5
7 102,77 86,54 87,15 4,73 90,21 90,11 90,73 88,55 89,55 88,23 39,97 39,82 2,86 38,15 42,87 36,755 37,27 102,77 B. oryzae 

438 
TG901
3 31,34 37,6 32,26 34,81 3,4 35,17 35,04 37,33 32,4 35,61 34,17 34,91 32,63 2,42 30,23 103,62 101 65,99 103,62 

E. 

rostratum 

439 
TG901
4 32,25 33,37 32,62 33,41 2,31 33,78 34,13 34,03 33,38 33,83 32,72 32,74 32,08 2,61 30,39 102,13 99,382 60,3 102,13 

E. 

rostratum 

440 
TG901
5 32,5 33,76 33,16 33,95 2,29 34,35 34,68 34,56 33,67 34,31 33,06 33,2 32,66 2,62 30,95 101,96 98,972 61,14 101,96 

E. 

rostratum 

441 
TG901
6 32,61 33,92 33,24 34,05 2,3 34,43 34,78 34,66 33,85 34,44 33,23 33,4 32,78 2,63 30,93 105,08 101,67 61,92 105,08 

E. 

rostratum 
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442 
TG901
8 76,3 81,07 91,99 95,73 6,03 87,85 80,89 82,21 79,99 85,39 80,51 39,89 35,25 2,53 32,41 30,82 29,826 36,06 95,73 B. maydis  

443 
TG902
1 83,97 88,66 

102,8
5 

106,4
4 6,91 97,24 88,75 89,84 87,79 93,24 88,24 42,71 37,63 2,76 34,69 33 29,682 38,31 106,44 B. maydis  

444 
TG902
4 32,79 33,69 32,83 33,84 2,09 34,52 34,33 35,12 33,66 33,74 33,26 32,82 33,25 2,6 31,54 110,11 104,11 63,1 110,11 

E. 

rostratum 

445 
US900
4 35,55 36,56 35 35,43 2,06 37,33 36,42 37,36 35,37 35,97 35,42 33,31 33,78 2,24 31,4 105,26 99,35 63,44 105,26 

E. 

rostratum 

446 
US900
5 97,79 102,86 83,34 84,93 6,13 87,79 88,54 89,9 86,8 88,21 87,07 39,76 38,83 3,3 36,84 35,03 30,624 35,93 102,86 B. oryzae 

447 
US900
7 

105,4
5 108,96 88,8 90,02 6,37 92,75 93,58 94,51 92,37 93,3 92,68 40,7 40,32 3,21 38,07 36,34 30,725 36,82 108,96 B. oryzae 

448 
US900
9 91,43 95,47 87,68 89,79 7,34 92,11 91,95 93,59 91,03 93,24 90,56 40,96 39,23 3,02 36,36 34,43 30,963 37,12 95,47 B. oryzae 

449 
US901
1 94,39 100,03 80,24 82,22 6,41 84,56 85,55 87,19 84,58 85,72 84,51 39,14 38,02 3,34 35,56 34,22 31,157 35,93 100,03 B. oryzae 

450 
US901
3 

102,8
7 107,74 86,65 88,13 6,68 90,96 91,99 93,19 90,36 91,56 90,63 40,73 40,08 3,33 37,91 35,9 30,527 37,12 107,74 B. oryzae 

451 
US901
6 94,97 99,74 81,08 82,61 6,07 85,31 86,34 87,25 84,98 85,84 84,79 38,85 38,2 3,26 36,14 34,13 30,171 35,21 99,74 B. oryzae 

452 
US901
8 104,8 110,03 87,33 88,93 6,9 91,9 92,84 93,86 91,45 92,42 91,41 41,06 40,18 3,44 37,86 35,93 30,43 37,16 110,03 B. oryzae 

453 
US902
0 96,34 101,17 81,79 83,25 6,05 86,04 86,85 87,79 85,55 86,43 85,54 40,4 39,83 3,35 37,51 35,4 31,267 36,02 101,17 B. oryzae 

454 
US902
2 

104,8
5 110,38 87,67 89,43 7,27 92,4 93,23 94,99 91,89 93,15 92,11 41,65 40,54 3,47 38,06 36,31 30,295 38,14 110,38 B. oryzae 

455 
US902
4 96,5 101,02 81,78 83,56 6,46 86,39 87,43 88,52 86,28 86,99 86,53 39,18 38,65 3,42 36,3 34,63 31,45 35,61 101,02 B. oryzae 

456 
US902
6 

103,6
8 108,91 86,71 88,49 7,24 91,6 92,75 93,94 90,98 92,08 91,34 40,82 40,24 3,55 37,97 36,05 30,911 37,32 108,91 B. oryzae 

457 
US902
8 

106,2
2 111,41 87,81 89,78 7,27 92,58 93,47 94,9 92,18 93,23 92,24 41,55 40,47 3,65 37,77 36,05 30,144 37,84 111,41 B. oryzae 

458 
US902
9 

107,7
2 112,34 89,94 91,41 6,69 94,39 95,15 96,33 93,83 95,06 94 42,2 41,18 3,99 38,71 36,22 30,066 37,49 112,34 B. oryzae 

459 
US903
0 97,37 102,78 83,23 85 6,53 87,79 88,63 89,96 87,19 88,38 87,25 40,84 39,96 3,59 37,65 35,98 31,528 37,17 102,78 B. oryzae 

460 
US903
1 

105,9
6 110,5 88,24 90,05 7,45 93 94,08 95,33 92,65 93,59 92,96 41,26 40,65 3,47 38,11 36,18 30,619 37,66 110,5 B. oryzae 

461 
US903
2 

103,6
4 109,23 87,1 88,75 6,94 91,63 92,56 94,05 91,33 92,35 91,17 41,37 40,22 3,4 37,72 35,95 30,306 37,72 109,23 B. oryzae 

462 
US903
3 

109,6
3 114,52 90,75 92,65 8,06 95,57 96,78 98,08 95,15 96,34 95,33 42,01 41,26 3,58 38,85 36,54 30,077 38,31 114,52 B. oryzae 

463 
US903
4 

106,5
1 112,41 88,87 90,75 7,66 93,55 94,54 95,82 93,34 94,45 92,82 42,1 41,16 3,67 38,48 36,7 30,178 38,72 112,41 B. oryzae 
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464 
VT900
2 32 33,52 31,68 33,36 4,24 33,46 33,59 34,52 33,19 34,73 32,98 33,75 32,18 3,66 30,55 61,3 56,038 95,94 95,94 E. turcica 

465 
VT900
4 

103,2
8 104,19 90,04 90,7 5,14 93,22 95,78 94,99 93,87 93,04 93,48 40,18 40,65 3,15 38,57 36,59 29,966 34,49 104,19 B. oryzae 

466 
VT900
5 

105,1
5 106,25 89,17 89,58 4,63 92,34 92,53 92,59 91,58 92,11 91,21 39,43 39,88 2,98 37,78 35,16 29,558 33,3 106,25 B. oryzae 

467 
VT900
6 

105,4
6 106,52 89,02 89,42 4,64 92,23 92,42 92,49 91,58 92,03 91,2 39,26 39,75 2,99 37,64 35,37 29,992 33,42 106,52 B. oryzae 

468 
VT900
7 

102,2
6 103,62 87,72 88,33 4,38 90,87 90,93 91,45 90,14 90,69 89,74 39,01 39,55 2,86 37,58 35,3 29,957 33,11 103,62 B. oryzae 

469 
VT900
9 99,57 101,14 85,56 86,46 5,34 88,88 89,03 89,41 87,99 88,64 87,72 38,93 39,17 3,3 37,19 35,3 30 33,58 101,14 B. oryzae 
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Annexe 6: espèces fongiques cibles et couramment rencontrées sur le riz, 

testées avec les amorces GAPDH_Bspf/R, GAPDH_Bof/R, GAPDH_Bmf/R et 

GAPDH_Erf/R 

  
N° 

  
Isolats 

  
Espèces 

  
Hôtes 

Pays 
d'origine 

Amorces 

GAPDH_Bspf/R GAPDH_Bof/R GAPDH_Bmf/R GAPDH_Erf/R 

1 BF9000 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso + + + + 

2 BF9001 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso + + + + 

3 BF9002 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso + + + + 

4 BF9004 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso + + + + 

5 BF9005 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso + + + + 

6 BF9008 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso + + + + 

7 BF9009 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso + + + + 

8 BF9010 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso + + + + 

9 BF9011 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso + + + + 

10 BF9012 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso + + + + 

11 BF9013 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso + + + + 

12 BF9014 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso + + + + 

13 BF9015 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso + + + + 

14 BF9016 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso + + + + 

15 BF9017 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso + + + + 

16 BF9018 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso + + + + 

17 BF9019 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso + + + + 

18 BF9020 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso + + + + 

19 BF9021 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso + + + + 

20 BF9022 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso + + + + 

21 BF9023 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso + + + + 

22 BF9024 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso + + + + 

23 BF9025 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso + + + + 

24 BF9030 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso + + + + 

25 BF9032 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso NT + NT NT 

26 BF9033 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso NT + NT NT 

27 BF9034 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso NT + NT NT 

28 BF9035 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso NT + NT NT 

29 BF9036 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso NT + NT NT 

30 BF9037 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso NT + NT NT 

31 BF9042 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso NT + NT NT 

32 BF9045 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso NT + NT NT 

33 BF9047 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso NT + NT NT 

34 BF9057 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso NT + NT NT 

35 BF9062 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso NT + NT NT 

36 BF9063 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso NT + NT NT 

37 BF9069 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso NT + NT NT 

38 BF9078 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso NT + NT NT 

39 BF9082 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso NT + NT NT 
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40 BF9083 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso NT + NT NT 

41 BF9084 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso NT + NT NT 

42 BF9086 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso NT + NT NT 

43 BF9090 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso NT + NT NT 

44 BF9091 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso NT + NT NT 

45 BF9097 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso NT + NT NT 

46 BF9101 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso NT + NT NT 

47 BF9103 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso NT + NT NT 

48 BF9106 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso NT + NT NT 

49 BF9107 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso NT + NT NT 

50 BF9109 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso NT + NT NT 

51 BF9110 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso NT + NT NT 

52 BF9111 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso NT + NT NT 

53 BF9116 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso NT - NT NT 

54 BF9123 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso NT + NT NT 

55 BF9125 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso NT + NT NT 

56 BF9126 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso NT + NT NT 

57 BF9127 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso NT + NT NT 

58 BF9129 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso NT + NT NT 

59 BF9130 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso NT + NT NT 

60 BF9157 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso NT + NT NT 

61 BF9172 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso NT + NT NT 

62 BF9174 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso NT + NT NT 

63 BF9176 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso NT + NT NT 

64 BF9222 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso NT + NT NT 

65 BF9223 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso NT + NT NT 

66 BF9225 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso NT - NT NT 

67 BF9226 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso NT + NT NT 

68 BF9234 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso NT + NT NT 

69 BF9239 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso NT + NT NT 

70 BF9242 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso NT + NT NT 

71 BF9248 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso NT + NT NT 

72 BF9251 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso NT - NT NT 

73 BF9254 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso NT + NT NT 

74 BF9255 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso NT + NT NT 

75 BF9256 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso NT + NT NT 

76 BF9259 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso NT + NT NT 

77 BF9268 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso NT + NT NT 

78 BF9270 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso NT + NT NT 

79 BF9272 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso NT + NT NT 

80 BF9273 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso NT + NT NT 

81 BF9289 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso NT + NT NT 

82 BF9290 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso NT + NT NT 

83 BF9291 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso NT + NT NT 

84 BF9294 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso NT + NT NT 
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85 BF9296 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso NT + NT NT 

86 BF9303 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso NT + NT NT 

87 BF9306 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso NT + NT NT 

88 BF9307 Bipolaris oryzae Oryza sativa Burkina Faso NT + NT NT 

89 BN9001 Bipolaris oryzae Oryza sativa Benin NT + NT NT 

90 BN9002 Bipolaris oryzae Oryza sativa Benin NT + NT NT 

91 BN9003 Bipolaris oryzae Oryza sativa Benin NT + NT NT 

92 BN9004 Bipolaris oryzae Oryza sativa Benin NT + NT NT 

93 BN9011 Bipolaris oryzae Oryza sativa Benin NT + NT NT 

94 BN9012 Bipolaris oryzae Oryza sativa Benin NT + NT NT 

95 BN9013 Bipolaris oryzae Oryza sativa Benin NT + NT NT 

96 BN9014 Bipolaris oryzae Oryza sativa Benin NT + NT NT 

97 BN9015 Bipolaris oryzae Oryza sativa Benin NT + NT NT 

98 BN9016 Bipolaris oryzae Oryza sativa Benin NT + NT NT 

99 BN9017 Bipolaris oryzae Oryza sativa Benin NT + NT NT 

100 BN9018 Bipolaris oryzae Oryza sativa Benin NT + NT NT 

101 BN9019 Bipolaris oryzae Oryza sativa Benin NT + NT NT 

102 BN9020 Bipolaris oryzae Oryza sativa Benin NT + NT NT 

103 CH9000 Bipolaris oryzae Oryza sativa Chine NT + NT NT 

104 CH9002 Bipolaris oryzae Oryza sativa Chine NT + NT NT 

105 CH9003 Bipolaris oryzae Oryza sativa Chine NT + NT NT 

106 CH9004 Bipolaris oryzae Oryza sativa Chine NT + NT NT 

107 CH9010 Bipolaris oryzae Oryza sativa Chine NT + NT NT 

108 CH9012 Bipolaris oryzae Oryza sativa Chine NT + NT NT 

109 CH9015 Bipolaris oryzae Oryza sativa Chine NT + NT NT 

110 CH9017 Bipolaris oryzae Oryza sativa Chine NT + NT NT 

111 CL9001 Bipolaris oryzae Oryza sativa Colombie NT + NT NT 

112 FR9031 Bipolaris oryzae Oryza sativa France NT + NT NT 

113 FR9032 Bipolaris oryzae Oryza sativa France NT + NT NT 

114 FR9033 Bipolaris oryzae Oryza sativa France NT + NT NT 

115 FR9035 Bipolaris oryzae Oryza sativa France NT + NT NT 

116 FR9037 Bipolaris oryzae Oryza sativa France NT + NT NT 

117 FR9039 Bipolaris oryzae Oryza sativa France NT + NT NT 

118 FR9044 Bipolaris oryzae Oryza sativa France NT + NT NT 

119 FR9046 Bipolaris oryzae Oryza sativa France NT + NT NT 

120 FR9049 Bipolaris oryzae Oryza sativa France NT + NT NT 

121 GH9001 Bipolaris oryzae Oryza sativa Ghana NT + NT NT 

122 GH9003 Bipolaris oryzae Oryza sativa Ghana NT + NT NT 

123 GH9007 Bipolaris oryzae Oryza sativa Ghana NT + NT NT 

124 GH9011 Bipolaris oryzae Oryza sativa Ghana NT + NT NT 

125 GH9012 Bipolaris oryzae Oryza sativa Ghana NT + NT NT 

126 GH9013 Bipolaris oryzae Oryza sativa Ghana NT + NT NT 

127 GH9014 Bipolaris oryzae Oryza sativa Ghana NT + NT NT 

128 GH9015 Bipolaris oryzae Oryza sativa Ghana NT + NT NT 

129 IT9002 Bipolaris oryzae Oryza sativa Italie NT - NT NT 
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130 IT9008 Bipolaris oryzae Oryza sativa Italie NT + NT NT 

131 ML9013 Bipolaris oryzae Oryza sativa Mali NT + NT NT 

132 ML9014 Bipolaris oryzae Oryza sativa Mali NT + NT NT 

133 ML9015 Bipolaris oryzae Oryza sativa Mali NT + NT NT 

134 ML9016 Bipolaris oryzae Oryza sativa Mali NT + NT NT 

135 ML9017 Bipolaris oryzae Oryza sativa Mali NT + NT NT 

136 ML9018 Bipolaris oryzae Oryza sativa Mali NT + NT NT 

137 ML9022 Bipolaris oryzae Oryza sativa Mali NT + NT NT 

138 ML9023 Bipolaris oryzae Oryza sativa Mali NT + NT NT 

139 ML9024 Bipolaris oryzae Oyza longistaminata Mali NT + NT NT 

140 ML9025 Bipolaris oryzae Oyza longistaminata Mali NT + NT NT 

141 ML9028 Bipolaris oryzae Oryza sativa Mali NT + NT NT 

142 ML9029 Bipolaris oryzae Oryza sativa Mali NT + NT NT 

143 ML9031 Bipolaris oryzae Oryza sativa Mali NT + NT NT 

144 TG9002 Bipolaris oryzae Oryza sativa Togo NT - NT NT 

145 TG9004 Bipolaris oryzae Oryza sativa Togo NT + NT NT 

146 TG9005 Bipolaris oryzae Oryza sativa Togo NT + NT NT 

147 TG9006 Bipolaris oryzae Oryza sativa Togo NT + NT NT 

148 TG9007 Bipolaris oryzae Oryza sativa Togo NT + NT NT 

149 TG9010 Bipolaris oryzae Oryza sativa Togo NT + NT NT 

150 TG9011 Bipolaris oryzae Oryza sativa Togo NT + NT NT 

151 TG9012 Bipolaris oryzae Oryza sativa Togo NT + NT NT 

152 US9005 Bipolaris oryzae Zizania palustris USA NT + NT NT 

153 US9007 Bipolaris oryzae Zizania palustris USA NT + NT NT 

154 US9009 Bipolaris oryzae Zizania palustris USA NT - NT NT 

155 US9011 Bipolaris oryzae Zizania palustris USA NT + NT NT 

156 US9013 Bipolaris oryzae Zizania palustris USA NT + NT NT 

157 US9016 Bipolaris oryzae Zizania palustris USA NT + NT NT 

158 US9018 Bipolaris oryzae Zizania palustris USA NT + NT NT 

159 US9020 Bipolaris oryzae Zizania palustris USA NT + NT NT 

160 US9022 Bipolaris oryzae Zizania palustris USA NT + NT NT 

161 US9024 Bipolaris oryzae Zizania palustris USA NT + NT NT 

162 US9026 Bipolaris oryzae Zizania palustris USA NT + NT NT 

163 US9028 Bipolaris oryzae Zizania palustris USA NT + NT NT 

164 US9029 Bipolaris oryzae Zizania palustris USA NT + NT NT 

165 US9030 Bipolaris oryzae Zizania palustris USA NT + NT NT 

166 US9031 Bipolaris oryzae Zizania palustris USA NT + NT NT 

167 US9032 Bipolaris oryzae Zizania palustris USA NT + NT NT 

168 US9033 Bipolaris oryzae Zizania palustris USA NT + NT NT 

169 US9034 Bipolaris oryzae Zizania palustris USA NT + NT NT 

170 VT9005 Bipolaris oryzae Oryza sativa Vietnam NT + NT NT 

171 VT9006 Bipolaris oryzae Oryza sativa Vietnam NT + NT NT 

172 VT9007 Bipolaris oryzae Oryza sativa Vietnam NT + NT NT 

173 VT9009 Bipolaris oryzae Oryza sativa Vietnam NT + NT NT 

174 VT9010 Bipolaris oryzae Oryza sativa Vietnam NT + NT NT 
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175 PK9035 Bipolaris oryzae Oryza sativa Pakistan NT + NT NT 

176 BF9006 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso - - - + 

177 BF9007 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso - - - + 

178 BF9038 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso - - - + 

179 BF9041 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso - - - + 

180 BF9043 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso - - - + 

181 BF9049 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso - - - + 

182 BF9050 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso - - - + 

183 BF9051 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso - - - + 

184 BF9052 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT - - + 

185 BF9054 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT - - + 

186 BF9056 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT - - + 

187 BF9058 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT - - + 

188 BF9064 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT - - + 

189 BF9066 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT - - + 

190 BF9074 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT - - + 

191 BF9077 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT - - + 

192 BF9087 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT - - + 

193 BF9088 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT - - + 

194 BF9092 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT - - + 

195 BF9093 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT - - + 

196 BF9095 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT - - + 

197 BF9096 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT - - + 

198 BF9098 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT - - + 

199 BF9099 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT - - + 

200 BF9102 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT - - + 

201 BF9113 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT - - + 

202 BF9114 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT - - + 

203 BF9115 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT - - + 

204 BF9118 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT - - + 

205 BF9119 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT - - + 

206 BF9120 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT - - + 

207 BF9121 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT - - + 

208 BF9122 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

209 BF9124 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

210 BF9128 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

211 BF9131 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

212 BF9132 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

213 BF9134 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

214 BF9135 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

215 BF9137 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

216 BF9138 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

217 BF9139 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

218 BF9140 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

219 BF9141 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 
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220 BF9142 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

221 BF9143 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

222 BF9144 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

223 BF9147 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

224 BF9148 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

225 BF9149 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

226 BF9150 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

227 BF9154 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

228 BF9160 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

229 BF9161 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

230 BF9162 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

231 BF9164 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

232 BF9166 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

233 BF9167 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

234 BF9169 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

235 BF9171 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

236 BF9173 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

237 BF9175 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

238 BF9177 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

239 BF9178 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

240 BF9179 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

241 BF9180 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

242 BF9181 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

243 BF9182 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

244 BF9183 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

245 BF9184 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

246 BF9185 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

247 BF9186 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

248 BF9187 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

249 BF9188 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

250 BF9189 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

251 BF9190 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

252 BF9191 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

253 BF9192 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

254 BF9193 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

255 BF9194 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

256 BF9195 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

257 BF9196 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

258 BF9197 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

259 BF9198 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

260 BF9199 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

261 BF9200 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

262 BF9203 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT - 

263 BF9204 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

264 BF9205 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 
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265 BF9206 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

266 BF9207 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

267 BF9208 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

268 BF9209 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

269 BF9212 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

270 BF9213 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

271 BF9215 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

272 BF9216 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

273 BF9217 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT - 

274 BF9218 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

275 BF9219 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

276 BF9221 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

277 BF9230 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

278 BF9231 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

279 BF9233 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

280 BF9235 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

281 BF9237 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT - 

282 BF9240 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

283 BF9243 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

284 BF9246 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

285 BF9247 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

286 BF9249 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

287 BF9252 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

288 BF9253 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

289 BF9257 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

290 BF9258 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

291 BF9260 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

292 BF9262 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

293 BF9263 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

294 BF9265 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

295 BF9271 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

296 BF9275 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

297 BF9277 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

298 BF9279 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

299 BF9280 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

300 BF9281 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

301 BF9282 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

302 BF9283 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

303 BF9287 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

304 BF9288 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

305 BF9292 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

306 BF9293 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

307 BF9298 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

308 BF9299 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

309 BF9300 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 
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310 BF9301 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

311 BF9302 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

312 BF9304 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

313 BF9305 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

314 BF9308 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

315 BF9310 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

316 BF9311 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

317 BF9313 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

318 BF9314 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

319 BF9316 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

320 BF9317 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

321 BF9318 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

322 BF9319 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

323 BF9320 Exserohilum rostratum Oryza sativa Burkina Faso NT NT NT + 

324 GH9002 Exserohilum rostratum Oryza sativa Ghana NT NT NT - 

325 GH9004 Exserohilum rostratum Oryza sativa Ghana NT NT NT + 

326 GH9005 Exserohilum rostratum Oryza sativa Ghana NT NT NT + 

327 ML9011 Exserohilum rostratum Oryza sativa Mali NT NT NT + 

328 ML9019 Exserohilum rostratum 

Oryza 

longistaminata Mali NT NT NT + 

329 ML9020 Exserohilum rostratum 

Oryza 

longistaminata Mali NT NT NT + 

330 ML9027 Exserohilum rostratum Ischaemum rugosum Mali NT NT NT + 

331 ML9040 Exserohilum rostratum Oryza sativa Mali NT NT NT + 

332 ML9041 Exserohilum rostratum Oryza sativa Mali NT NT NT + 

333 ML9042 Exserohilum rostratum Oryza sativa Mali NT NT NT + 

334 ML9044 Exserohilum rostratum Oryza sativa Mali NT NT NT + 

335 ML9045 Exserohilum rostratum Oryza sativa Mali NT NT NT + 

336 ML9046 Exserohilum rostratum Oryza sativa Mali NT NT NT + 

337 PK9022 Exserohilum rostratum Oryza sativa Pakistan NT NT NT + 

338 PK9025 Exserohilum rostratum Oryza sativa Pakistan NT NT NT + 

339 PK9026 Exserohilum rostratum Oryza sativa Pakistan NT NT NT + 

340 PK9032 Exserohilum rostratum Oryza sativa Pakistan NT NT NT + 

341 SN9002 Exserohilum rostratum Oryza sativa Sénégal NT NT NT + 

342 SN9003 Exserohilum rostratum Oryza sativa Sénégal NT NT NT + 

343 SN9005 Exserohilum rostratum Oryza sativa Sénégal NT NT NT + 

344 SN9008 Exserohilum rostratum Oryza sativa Sénégal NT NT NT + 

345 TG9000 Exserohilum rostratum Oryza sativa Togo NT NT NT - 

346 TG9001 Exserohilum rostratum Oryza sativa Togo NT NT NT + 

347 TG9003 Exserohilum rostratum Oryza sativa Togo NT NT NT + 

348 TG9008 Exserohilum rostratum Oryza sativa Togo NT NT NT + 

349 TG9013 Exserohilum rostratum Oryza sativa Togo NT NT NT + 

350 TG9014 Exserohilum rostratum Oryza sativa Togo NT NT NT + 

351 TG9015 Exserohilum rostratum Oryza sativa Togo NT NT NT + 

352 TG9016 Exserohilum rostratum Oryza sativa Togo NT NT NT + 

353 TG9024 Exserohilum rostratum Oryza sativa Togo NT NT NT + 
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354 US9004 Exserohilum rostratum Oryza sativa USA NT NT NT + 

355 BF9026 Curvularia sp. Oryza sativa Burkina Faso - - - - 

356 BF9027 Curvularia sp. Oryza sativa Burkina Faso - - - - 

357 BF9028 Curvularia sp. Oryza sativa Burkina Faso - - - - 

358 CD9001 Rhizoctonia sp. Oryza sativa Côte d'ivoire - - - - 

359 CD9002 Rhizoctonia sp. Glycine max Côte d'ivoire - - - - 

360 CD9003 Rhizoctonia sp. Zea mays Côte d'ivoire - - - - 

361 CD9004 Rhizoctonia sp. Oryza sativa Côte d'ivoire - - - - 

362 FR9000 Alternaria sp. Oryza sativa France - - - - 

363 FR9001 Alternaria sp. Oryza sativa France - - - - 

364 FR9004 Fusarium sp. Oryza sativa France - - - - 

365 FR9008 Sclerotium oryzae Oryza sativa France - - - - 

366 FR9009 Sclerotium oryzae Oryza sativa France - - - - 

367 FR9011 Sclerotium oryzae  Oryza sativa France - - - - 

368 FR9018 Fusarium sp. Oryza sativa France - - - - 

369 MD9003 Rhyncosporium sp. Oryza sativa Madagascar - - - - 

370 MD9004 Alternaria sp. Oryza sativa Madagascar - - - - 

371 MD9006 Fusarium moniliforme Oryza sativa Madagascar - - - - 

372 ML9000 Sclerotium oryzae Oryza sativa Mali - - - - 

373 ML9034 Curvularia sp. Oryza sativa Mali - - - - 

374 SR9000 Rhyncosporium sp. Oryza sativa  Sierra Leone - - - - 

375 MD9001 Drechslera gigantea Oryza sativa Madagascar - - - - 

376 BF9046 Bipolaris maydis Oryza sativa Burkina Faso + NT + NT 

377 BF9059 Bipolaris maydis Oryza sativa Burkina Faso + NT + NT 

378 BF9065 Bipolaris maydis Oryza sativa Burkina Faso + NT + NT 

379 BF9068 Bipolaris maydis Oryza sativa Burkina Faso + NT + NT 

380 BF9070 Bipolaris maydis Oryza sativa Burkina Faso + NT + NT 

381 BF9071 Bipolaris maydis Oryza sativa Burkina Faso + NT + NT 

382 BF9073 Bipolaris maydis Oryza sativa Burkina Faso + NT + NT 

383 BF9075 Bipolaris maydis Oryza sativa Burkina Faso + NT + NT 

384 BF9081 Bipolaris maydis Oryza sativa Burkina Faso + - + - 

385 BF9100 Bipolaris maydis Oryza sativa Burkina Faso + - + - 

386 BF9104 Bipolaris maydis Oryza sativa Burkina Faso + - + - 

387 BF9112 Bipolaris maydis Oryza sativa Burkina Faso + - + - 

388 BF9151 Bipolaris maydis Oryza sativa Burkina Faso + - + - 

389 BF9153 Bipolaris maydis Oryza sativa Burkina Faso + - + - 

390 BF9158 Bipolaris maydis Oryza sativa Burkina Faso + - + - 

391 BF9163 Bipolaris maydis Oryza sativa Burkina Faso + - + - 

392 BF9168 Bipolaris maydis Oryza sativa Burkina Faso + - + - 

393 BF9201 Bipolaris maydis Oryza sativa Burkina Faso + - + - 

394 BF9224 Bipolaris maydis Oryza sativa Burkina Faso + - + - 

395 BF9228 Bipolaris maydis Oryza sativa Burkina Faso + - + - 

396 BF9236 Bipolaris maydis Oryza sativa Burkina Faso + - + - 

397 BF9241 Bipolaris maydis Oryza sativa Burkina Faso + - + - 

398 BF9269 Bipolaris maydis Oryza sativa Burkina Faso + - + - 
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399 BF9278 Bipolaris maydis Oryza sativa Burkina Faso + NT + NT 

400 BF72 Magnaporthe oryzae Oryza sativa Burkina Faso - - - - 

401 CH1071 Magnaporthe oryzae Oryza sativa Chine - - - - 

402 CH1111 Magnaporthe oryzae Oryza sativa Chine - - - - 

403 MD188 Magnaporthe oryzae Oryza sativa Madagascar - - - - 

404 MD204 Magnaporthe oryzae Oryza sativa Madagascar - - - - 

405 CD0143 Magnaporthe oryzae Oryza sativa Côte d'ivoire - - - - 

407 PK9029 Bipolaris sp. Oryza sativa Pakistan - - - - 

408 FR9030 Curvularia sp. Oryza sativa France NT - - NT 

409 BF9003 Bipolaris sp. Oryza sativa Burkina Faso - - - - 

410 ML9021 Bipolaris sp. Oryza sativa Mali - - - - 

411 PK9021 Curvularia sp. Oryza sativa Pakistan NT - - NT 

412 BF9040 Curvularia sp. Oryza sativa Burkina Faso NT - - NT 

413 BF9044 Curvularia sp. Oryza sativa Burkina Faso NT - - NT 

414 BF9067 Curvularia sp. Oryza sativa Burkina Faso NT - - NT 

415 BF9105 Curvularia sp. Oryza sativa Burkina Faso NT - - NT 

416 BF9108 Curvularia sp. Oryza sativa Burkina Faso NT - - NT 

417 BF9117 Curvularia sp. Oryza sativa Burkina Faso NT - - NT 

418 BF9133 Curvularia sp. Oryza sativa Burkina Faso NT - - NT 

 

(+) : ADN détecté ; (-) : ADN non détecté  ; NA : Non Testé 
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Abstract

Multiple constraints affect rice yields in West Africa. Among these
constraints are viral, bacterial, and fungal pathogens. We aimed to
describe the spatiotemporal patterns of occurrence and incidence of
multiple rice diseases in farmers’ fields in contrasting rice growing
systems in the western Burkina Faso. For this purpose, we selected
a set of three pairs of sites, each comprising an irrigated area and a
neighboring rainfed lowland, and studied them over four consecu-
tive years. We first performed interviews with the rice farmers to
better characterize the management practices at the different sites.
This study revealed that the transplanting of rice and the possibility
of growing rice twice a year are restricted to irrigated areas, while
other practices, such as the use of registered rice cultivars, fertili-
zation, and pesticides, are not specific but differ between the two
rice growing systems. Then, we performed symptom observations

at these study sites to monitor the following four diseases: yellow
mottle disease, Bacterial Leaf Streak (BLS), rice leaf blast, and
brown spot. The infection rates were found to be higher in irrigated
areas than in rainfed lowlands, both when analyzing all observed
symptoms together (any of the four diseases) and when specifically
considering each of the two diseases: BLS and rice leaf blast.
Brown spot was particularly prevalent in all six study sites, while
yellow mottle disease was particularly structured geographically.
Various diseases were frequently found together in the same field
(co-occurrence) or even on the same plant (coinfection), especially
in irrigated areas.

Keywords: Bipolaris spp, Burkina Faso, Epidemiology, Magnaporthe

oryzae, Rice, RYMV, Xanthomonas oryzae

Yield losses that occur because of pathogens and insect pests in
major crops are estimated at 17 to 30% worldwide, with the highest
losses evidenced in food-deficit regions with fast-growing popula-
tions (Savary et al. 2019). Such drastic yield losses emphasize the
need to develop efficient control strategies to achieve food security.
Understanding the spatiotemporal dynamics of crop diseases and
identifying the risk factors are of primary importance for guiding the
deployment of control strategies (Carvajal-Yepes et al. 2019), as
illustrated by the management of potato mildew, cereal rust, apple
scab, and cassava mosaic (Jones 1998). The availability of recent
field data is critical for this purpose and will likely become the major
issue as a large range of analytical tools becomes available (Savary
et al. 2011a).
Spatiotemporal field surveys allow the accumulation of data for

this purpose and may either focus on a particular disease or target
multiple diseases at once. The latter case appears to be more chal-
lenging, as it requires specific protocols and field workers with
extended skills, potentially explaining why this type of survey
remains rare in the literature (but see Savary et al. 2011b, 2016).
However, spatiotemporal surveys of multiple crop diseases can gen-
erate a wealth of information in a cost-effective way and generate
pertinent information on the co-occurrence (i.e., simultaneous pres-
ence in the same site) of multiple diseases over a geographic area.
Indeed, co-occurrence is a prerequisite for coinfection, i.e., the

simultaneous infection of the same plant by various pathogens. Coin-
fecting pathogens frequently interact within plants in positive (syner-
gism) or negative (antagonism) ways (Abdullah et al. 2017), with
striking consequences on pathogen multiplication and symptom
expression (Barrett et al. 2009; Syller 2012), and further impact on
evolutionary and epidemiological outcomes (Tollenaere et al. 2016).
In this study, we described the spatial occurrence and incidence of
four major rice diseases in six study sites in the western Burkina
Faso.
Rice is a major staple crop in West Africa. It accounts for 25% of

the overall cereal consumption, second only to maize (Mendez del
Villar and Bauer 2013). Over recent decades, West Africa specifi-
cally has experienced a large surge in rice consumption (8% increase
each year from 2009 to 2019; Soullier et al. 2020) as a consequence
of demographic growth and habit changes caused by urbanization
(preference for fast-prepared foods such as rice). To face such a
growing demand and, particularly, following the 2008 price crisis,
West African states are developing ambitious projects to increase
local rice production and decrease their dependency on the world-
wide rice market (Demont 2013; Soullier et al. 2020). For exam-
ple, in Burkina Faso, rice-growing areas increased more than
threefold between 2006 and 2016 (FAO), and the average annual
growth of production was 6% between 2009 and 2019 (Soullier
et al. 2020). Such a production increase is, however, lower than
the average annual national consumption growth (12%) so that the
dependence of the country on importations is maintained, and the
importance of sustained efforts to increase local rice production is
highlighted.
Rice cultivation in West Africa is performed within four major

production systems: rainfed upland, rainfed lowland, irrigated, and

mangrove swamps (AfricaRice 2011; Katic et al. 2013). Among these

four rice production systems, irrigated rice and rainfed upland rice are

particularly important in Burkina Faso. First, irrigated rice, introduced

in the 1960s with labor-intensive and costly infrastructures, remains
restricted to particular sites (<30% of harvest areas; CountrySTAT
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2021). However, irrigated rice constitutes more than half of the total
paddy rice produced as a consequence of the relatively high pro-
ductivity of this system, up to 4 to 7 t/ha per year (MAHRH 2011).
On the other hand, rainfed lowland rice is grown in valleys in
regions where rainfall is sufficient and represents the largest rice
growing surface in the country (67% between 1984 and 2009;
MAHRH 2011). Rainfed rice systems are characterized by a lack
of water control, and their yields remain low; for example, a yield
of only 2 t/ha per year was estimated at the Dano site (Serpanti�e
et al. 2019), and rice grown under this system is mostly dedicated
to self-consumption.
A study consulting rice farmers in the Malanville area in Benin

(Nonvide et al. 2018) showed significant differences in the socioeco-
nomic and demographic characteristics between rice farmers from
irrigated areas versus those from rainfed lowlands, with differences
in rice cultivation practices. Notably, irrigated areas presented higher
fertilizer application rates and the more frequent use of improved
high-quality seeds compared with those in rainfed farming systems
(Nonvide et al. 2018). Irrigated areas and rainfed lowlands in West
Africa thus represent two rice production systems that are character-
ized by their contrasting water availability/control but also differ in
many other aspects that cannot be distinguished.
Various constraints hamper the development of rice production in

West Africa (Balasubramanian et al. 2007). Diseases are one of these
constraints and were considered the major cause of crop losses
observed in fields in a farmer survey in the Cascades region in Bur-
kina Faso (Kam et al. 2013). The major rice diseases in Africa
include yellow mottle disease, Bacterial Leaf Blight (BLB), Bacterial
Leaf Streak (BLS), rice blast, and brown spot (S�er�e et al. 2013).
Rice yellow mottle disease, caused by the rice yellow mottle virus

(RYMV), is endemic in Africa and is estimated to cause approxi-
mately 4.3% of rice production losses in Sub-Saharan Africa (Savary
et al. 2019). This disease occurs in different rice systems, but epi-
demics are less frequent in rainfed rice than in irrigated rice (Traore
et al. 2009). Agricultural intensification is considered to favor
RYMV epidemics as a consequence of the generalization of suscep-
tible cultivars and the transplanting step, which favors mechanical
transmission (Traore et al. 2009).
The bacteria Xanthomonas oryzae presents two pathovars (pv.):

pv. oryzae, causing BLB, and pv. oryzicola, causing BLS; these two
diseases constrain rice production in much of Asia and parts of
Africa (Nino-Liu et al. 2006). In particular, BLS is considered as an
emerging disease in West Africa (Wonni et al. 2011). The disease is
seedborne and seed-transmitted; its development is favored by rain,
high humidity (>80%), and high temperatures (28–30�C) (Cartwright
et al. 2018).
Rice blast disease, caused by Magnaporthe oryzae—syn. Pyricu-

laria oryzae—can be particularly destructive, causing an estimated
4.2% of rice production losses in Sub-Saharan Africa (Savary et al.
2019). Major factors known to affect this type of epidemic develop-
ment are rice cultivar, climatic factors (temperature, humidity, and
the presence of dew; Ou 1985), water management, and nitrogen fer-
tilization (Long et al. 2000). Losses caused by blast are greatest
in upland rice and in intensive, high-input rice cultivation regions
(Cartwright et al. 2018).
Brown spot, caused by Bipolaris oryzae, is estimated to cause

3.8% of rice production losses worldwide (Savary et al. 2019),
second only to rice blast in terms of its economic importance
(Cartwright et al. 2018). This disease was classically known to be
associated with scarce water resources (as it is prevalent in rainfed
lowlands and uplands, and higher incidence of the disease is
observed in lower rainfall years) combined with nutritional imbal-
ances, particularly the lack of nitrogen. Consequently, the disease
is often associated with resource-poor farmers’ fields (Barnwal
et al. 2013; Mew and Gonzales 2002; Pannu et al. 2005). How-
ever, its recent reemergence on a large array of conditions
(Barnwal et al. 2013) challenges this statement and may be linked
to climate change (Bregaglio et al. 2013; Savary et al. 2011a).
Rice and its diseases constitute an ideal model in crop epidemiol-

ogy (Savary et al. 2011b), because of the central role of rice in
global food security (Zeigler and Barclay 2008), the importance of

rice diseases as yield-reducing factors (Savary et al. 2019), the exis-
tence of large-scale field survey data, and the specificity of various
rice disease symptoms enabling symptom-based epidemiological
approaches. In Africa, research on rice diseases is active in terms of
pathogen collection and characterization and the evaluation of con-
trol methods. However, studies describing the epidemiological pat-
terns of rice diseases in farmers’ fields remain rare, especially
studies simultaneously considering multiple diseases, with very few
exceptions including the descriptions of rice diseases in mangrove
swamp rice in Sierra Leone (Fomba 1984), and a study on the fungal
seed-borne diseases of rice conducted in Burkina Faso (Ouedraogo
et al. 2016).
This work presents an observational study of rice disease symp-

toms in smallholder rice fields in western Burkina Faso. We first
described the six study sites in terms of agricultural practices
(sociological information, rice cultivars, fertilization practices, and
off-season crops) to improve the characterization of the practices
used in each rice production system: irrigated areas and rainfed
lowlands. Then, we documented the spatiotemporal dynamics of
four major rice diseases: yellow mottle, bacterial leaf streak, leaf
blast, and brown spot. More specifically, our aim was to compare
disease levels between two contrasting rice production systems
(irrigated areas compared with rainfed lowlands) and to estimate
the levels of disease co-occurrence and coinfection among the four
considered rice diseases.

Materials and Methods
Overall rationale of the study and choice of studied fields.

The study area is in the western Burkina Faso, in a 100 × 100-km
location within the two regions Hauts-Bassins (Houet and Kenedougou
provinces) and Cascades (Comoe and Lereba provinces) in the
Sudanian bioclimatic area (Fig. 1).
The study sites are located within three geographical zones

(Bama, Banzon, and Karfiguela), and we studied an irrigated area
and a neighboring rainfed lowland area in each of these three zones
(Table 1 and Fig. 1). The irrigated areas and rainfed lowlands were
chosen as “neighboring” (maximal distance between the irrigated
and lowland fields within a geographical zone was 7 km) to assume
similar climatic conditions. In this context, we assume that for each
zone, only the rice-growing practices differed between the irrigated
areas and rainfed lowlands. We returned to these six sites annually
from 2016 to 2019. Prior to this study period, an initial survey
(Tollenaere et al. 2017) was performed in 2015 that included two of
the study areas (both irrigated), Banzon and Karfiguela, and these
data were included in some subsequent analyses.
Within each of these six sites, we used aerial pictures and selected

the studied fields so that they would be accessible and evenly distrib-
uted spatially within site. Such field selection was performed before
getting to the field so that symptom observations could not bias field
selection. Each studied field was approximately a square of 25
meters on each side (ca. 625 square meters). The total number of
fields studied per year and per site ranged between 5 and 11; the
details are shown in Table 1. Over the 5-year (2015–2019) period,
203 observations were performed (179 observations over the
2016–2019 period). In every case, we obtained permission from the
farmers to work in their fields, and the management of the entire
project followed the guidelines of the Nagoya protocol regarding
access and benefit-sharing.
Farmers’ interviews. We aimed to characterize each site and

each production system (irrigated areas and rainfed lowlands) in
terms of sociological information, rice cultivars, cultivation practices,
and off-season crops. For this purpose, interviews with farmers were
performed for 81% of the surveyed fields, with a total of 165 inter-
views performed over the 2015 to 2019 period (see Table 1 for
detailed information regarding each site and year). The interviews
were mostly performed face-to-face but also sometimes (37/165 =
22%) by phone.
The survey questionnaire included a set of questions concerning

four topics: (i) the farmer (age, gender, whether rice is cultivated to
sell or for self-consumption), (ii) the rice cultivars grown, (iii) the
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cultivation practices used in the field (planting, fertilization, pesti-
cides), and (iv) the preceding crops (in the dry season and previous
wet season). The original list of questions was slightly amended
across the study years. All collected data were recorded in the Afri-
vey (AfricaSys) application on a smartphone.
Protocol for symptom observations. The observations were

performed at the maximum tillering or heading initiation stages of
the field from September to December each year.
Each studied field was visually inspected carefully for the pres-

ence of major rice diseases. We particularly focused on the following
four diseases, for which the detection was confirmed by serological,

molecular, or biological analyses (see below): yellow mottle disease,
BLS, rice leaf blast, and brown spot.
The presence or absence of each of these four diseases was

reported in the Afrivey application for each studied field. In addition,
each field was subdivided in a 4 × 4 grid (materialized using wooden
stakes), and the incidence (0 to 100% infected plants based on obser-
vations of specific symptoms by carefully pacing around each cell)
was estimated in four cells of a diagonal transect in the grid. More-
over, we annotated the presence or absence (with no severity esti-
mates) of the observed symptoms on the leaves of each of the 16
plants located at the intersections of the 4 × 4 grid. Three leaves of
each of these 16 studied plants per field were dried and stored in
paper envelopes in plastic bags containing silica gel for further labo-
ratory analyses performed to confirm the symptom-based diagnosis.
We recorded all the data (from the fields, diagonal cells, and plant

hierarchical levels) directly in the Afrivey application, as with the
data obtained from the farmer interviews.
Pathogen detection to assess symptom recognition. To deter-

mine the accuracy of disease identification based on symptoms in
the field, a subset of collected samples was submitted to laboratory
detection methods. In particular, 85 leaves presenting yellow mottle-
specific symptoms and collected in 2015 were submitted to RYMV-
specific serological detection, by ELISA (Traor�e et al. 2008) in
INERA Kamboinse, PathoBios platform (Burkina Faso). A few
leaves presenting BLS symptoms were kept fresh following the sam-
pling and frozen (–20�C) when back in the laboratory. Xanthomonas
oryzae-specific molecular amplification (Lang et al. 2010) was per-
formed in the Bobo-Dioulasso molecular biology PathoBios platform
(Burkina Faso) on a set of samples collected in 2016 (n = 5) and
then on a set collected in 2017 (n = 12). The leaves presenting rice
blast or brown spot symptoms were kept dried in an envelope con-
taining silica gel. Back at the mycology laboratory at INERA
Farako-Bâ (Burkina Faso), we arranged the leaf samples on humid
blotting paper in a growth chamber with a 12-h/12-h light/darkness
cycle. After one week of incubation, mycelial growth was observed
with a binocular microscope, and spores were observed using a light
microscope. The fungi were identified following the classical meth-
odology (Mathur and Kongsdal 2003). In addition, for the brown
spot identification, 21 strains were isolated from the symptomatic
samples collected in 2018, and molecular characterization (sequenc-
ing of ITS, GPD and EF1 genes) was performed in Cirad (Montpel-
lier, France).
Data analysis. The data analysis was performed using R software

(R Core Team 2018) using various packages for the analyses (see
above) and ‘ggplot2’ (Wickham 2016) for visualization.
The data on rice cultivation practices obtained from farmers’ inter-

views (165 interviews, Table 1) were analyzed using multiple corre-
spondence analysis (MCA) on a subset of nine variables describing
the cultivars divided into four categories (the rice cultivars FKR62N
on the one hand, the rice cultivar FKR64 on the other hand, other
registered, and finally unregistered cultivars), and the management
practices, direct seedling or transplanting, the presence/absence of
mineral fertilization, the presence/absence of organic fertilization, the
number of NPK applications, the number of urea applications, herbi-
cide application (or not), insecticide application (or not), and crop
type planted in the off-season (rice, legumes or nothing). First, we

Fig. 1. Locations of the study sites: A, location of Burkina Faso in Africa; B, loca-
tion of the area studied in Burkina Faso; and C, precise locations of the six rice
growing study sites with irrigated sites in blue and rainfed lowland sites in red
within the three geographical zones (Bama, Banzon, and Karfiguela). The loca-
tions of all rice fields and irrigated areas according to the Burkina Faso land
occupation database (https://www.ignfi.fr/fr/portfolio-item/occupation-des-terres-
burkina-fao) are indicated in maps B and C. Three major cities (Bobo-Dioulasso,
Banfora, and Orodara) and four provinces (Comoe, Houet, Kenedougou, and
Leraba) are mentioned.

Table 1. List of the six sites studied from 2015 to 2019 in western Burkina Faso

Studied site (name of the village)a

Number of fields studiedb

2015 2016 2017 2018 2019

Bama-RL (Badala) 0 6 (6) 8 (5) 7 (5) 6 (6)
Bama-IR (Bama) 0 10 (10) 8 (4) 9 (7) 7 (6)
Banzon-RL (Senzon) 0 5 (5) 7 (4) 7 (6) 7 (5)
Banzon-IR (Banzon) 12 (11) 8 (8) 8 (7) 11 (9) 6 (5)
Karfiguela-RL (Tengrela) 0 5 (5) 7 (7) 7 (6) 6 (6)
Karfiguela-IR (Karfiguela) 12 (11) 9 (7) 8 (3) 9 (7) 8 (4)
Total (all sites) 24 (22) 43 (41) 46 (30) 50 (40) 40 (32)

a RL: rainfed lowlands; IR: irrigated areas.
b The number of rice fields where symptom observations were performed are indicated for each year, with the number of fields where farmers’ interviews
could be performed in parentheses.
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used the package ‘missDMA’ to impute missing data in the dataset.
Then, the packages ‘FactoMineR’ and ‘factoextra’ were used to per-
form the MCA analysis and to visualize the results, respectively. The
sample sizes at each site and year were small for the rice cultivation
practices (Table 1), so we performed a visual representation to char-
acterize the rice cultivation practices at each site but did not statisti-
cally analyze the data.
Second, in order to compare the disease pressures in irrigated

areas compared with those in rainfed lowlands, we analyzed the
symptom data at various scales (field and plant) using generalized
linear mixed models (GLMMs) using the package ‘lme4’ in R. Type
III ANOVA was performed with the package ‘car’, and a contrast
analysis was performed using the package ‘lsmeans’.
The presence or absence of different types of symptoms at the

plant level was modeled using binomial regression over the 2016 to
2019 dataset, i.e., 16 plants × 179 fields = 2,864 observations. First,
we considered the presence or absence of symptoms of any of the
four main rice diseases, yellow mottle disease, BLS, rice leaf blast,
and brown spot, as a multipathogen response variable. Then, we
modeled the presence or absence of symptoms of each of the four
main studied diseases (yellow mottle disease, BLS, blast, and brown
spot) independently. The same kind of modeling was performed for
each of these five variables, with the year and field included as ran-
dom effects and the rice production system, the geographical zone,
and their interaction included as fixed effects (only the significant
factors were included in the final version of each model).
At the field level, the presence or absence of each of the four dis-

eases in each field and year was modeled using binomial regression
over the 2016 to 2019 dataset (179 observations). Four GLMMs
were run with the rice production system, the geographical zone and
their interaction (if significant) included as fixed effects and the year
included as a random effect.
We then added the presence or absence of the three other diseases

to the four GLMMs to assess the potential statistical associations
among the four main studied diseases. The levels of cooccurrence
were also estimated for each disease pair (six in total) in each site
and year.
Finally, the levels of coinfection were estimated at each site and

year considering simultaneous presence of symptoms of at least two
diseases of the four diseases studied (yellow mottle disease, BLS,
rice blast, and brown spot) on the same rice plant.

Results
Obtained data. The obtained data are available on the IRD data

storage platform (https://dataverse.ird.fr) with doi 10.23708/8FDWIE.
Five datasets are included: (i) a dataset of the sampling dates of the
studied fields, (ii) a dataset containing the results of the interviews
with farmers, (iii) a dataset containing the symptom observations at
the field level (presence/absence of each disease in the field), (iv) a
dataset with the symptom observations listed at the cell level (inci-
dence estimate of each disease in the four diagonal cells of each
grid), and finally (v) a dataset containing symptom observations in
each of the particular plants. Only the precise location of each rice
field (GPS coordinate) remains as a private file to preserve the ano-
nymity of the farmers.
The total number of field visits for symptom observations and

sampling over the 2015 to 2019 period was 203, while the number
of interviews performed with farmers was 165 (Table 1). The obser-
vation dates differed between the irrigated areas and rainfed low-
lands, as the rice season is slightly later and more variable in
irrigated areas (data not shown).
The set of samples collected in 2015 and analyzed by RYMV-

specific ELISA resulted in 80/84 (95.2%) RYMV-positive samples.
Xanthomonas oryzae-specific molecular detection revealed the pres-
ence of Xanthomonas oryzae in almost all cases (16/17, 94.1%). A
total of 22 rice blast symptomatic samples collected in 2017 and
2018 resulted in fungal development typical of M. oryzae, and 95 of
the brown spot symptomatic leaf samples resulted in fungal strains
morphologically corresponding to Bipolaris spp. (H. K. Kabor�e, A.
I., Kassankogno, and D. Tharreau, personal communication). Finally,
molecular analysis confirmed 19 of 21 (90.4%) of analyzed fungal

strains isolated from the symptomatic samples collected in 2018 as
the genus Bipolaris (H. K. Kabor�e and D. Tharreau, personal com-
munication), while the remaining two strains (2/21 = 9.5%) were
Exserohilum rostratum (syn. Setosphaeria rostrata), also known to
cause brown spot symptoms in rice (Kusai et al. 2016). Symptom
recognition was consequently considered as accurate for yellow mot-
tle disease, BLS, rice leaf blast, and brown spot.
Characterization of agricultural practices used in each rice

production system. The rice farmers interviewed were mostly men
(139/165, 84% of all interviews performed), but this factor varied
among sites, with particularly few women (<10%) interviewed in the
Bama and Banzon zones (both in the irrigated and lowland areas),
while women represented almost 80% of surveyed farmers in the
Karfiguela lowland areas (Tengrela site). In addition, the age struc-
ture varied among sites, with the proportion of young farmers sur-
veyed (<35 years) being 34.5% on average but varying from <20%
in the Banzon and Karfiguela irrigated areas to >45% in the Bama
zone and Karfiguela lowlands.
The interviewed farmers owned the studied rice fields in many

cases (35/72, 48%) and even in all cases in the Karfiguela irrigated
areas, while farmers who owned the fields composed <30% of the
realized interviews in the Banzon and Karfiguela lowlands. Most
farmers cultivated rice to sell it (54/69 of cases, 78%), except in the
Karfiguela zone, where self-consumption was the main purpose of
rice growing (78% of the cases in the irrigated areas of Karfiguela,
while in Tengrela, self-consumption was always the case; none of
the interviewed farmers sold their rice).
The agricultural practices (including information on rice cultivars,

planting, fertilization, pesticides, and preceding crops) differed
between the studied sites in irrigated areas and rainfed lowlands
(Fig. 2).
In particular, a second rice season was possible only in irrigated

areas (32 of 69 cases, 46%; see Fig. 2 and Supplementary Fig. 1B).
Legume production in rotation with rice was more common in
rainfed lowlands (14/47, 30%) than in irrigated areas (6/69, 9%).
Crop rotations were particularly common in Badala (13/21, 62%),
where green beans (and to a lesser extent eggplant, cabbage, or
tomato) were frequently cultivated in rotation with rice.
Rice planting was also highly discriminant; all farmers from the

studied irrigated fields transplanted seedlings from nurseries, while
this was only the case in 12% of the interviews (8/66) conducted in
rainfed lowlands (never in the Banzon lowlands). Direct sowing
(with no transplanting step) remained the most common management
practice in the studied rainfed lowlands.
The most common rice cultivar (54 of 161, 34%) was the Chi-

nese cultivar TS2, registered in Burkina Faso as FKR64. The
NERICA (‘New Rice for Africa’)-registered rice cultivar FKR62N
was also very common, representing 34 of 161 cases (21%). Reg-
istered cultivars (including FKR64, FKR62N, and others) repre-
sented >92% (90/98) of the rice cultivars observed during the
surveys in irrigated areas and less than half of those determined
during the surveys in rainfed lowlands (29/63, 46%), with striking
differences observed among sites. Indeed, unregistered cultivars
represented 40% of the cases (8/20) in the Bama lowlands and all
(23/23, 100%) of the cases in the Karfiguela lowlands (see Fig. 2
and Supplementary Fig. 1A).
Mineral fertilization more generally consisted of one NPK and

one urea application or one NPK and two urea applications. Mineral
fertilization was always applied in irrigated areas (94/94 cases) but
was less frequent in rainfed lowlands, with 46 cases of 66 (70%)
reporting mineral fertilization. It was particularly uncommon in
Tengrela (only 8/24, 33%), where organic fertilization (namely,
manure from household waste) was more widely used than in other
sites (11/24, 46%). Indeed, organic fertilization was only used in
16% (25/158) of the observed cases over the whole dataset. It was
particularly uncommon in irrigated areas (7/92, 8%), with a relative
exception in Bama (5/24, 21%).
Herbicide use was very frequent in the dataset (119/127 cases,

94%). All farmers from irrigated areas said they used herbicides in
their fields, while this was the case for 86.4% (51/59) of the inter-
views performed in rainfed lowlands. Insecticide use was also com-
mon (76/96, 80%), especially in irrigated areas (50/56, 90%)
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Fig. 2. Characterization of rice cultivation practices within the studied sites based on farmers’ interviews. The colors correspond to the rice growing system (red for
rainfed lowlands and blue for irrigated areas), while the shape of the points refers to the geographic zone. A, Representation of the multiple component analysis (MCA)
results. Each point corresponds to one field in a particular year; the figure comprises 165 points (all interviews conducted between 2015 and 2019). The arrows repre-
sent the variables contributing to axis 1 or axis 2 more than the average expected under the null hypothesis: no mineral fertilization (“No_Min_Fertil”), the presence of
organic fertilization (“Organic_Fertil”), the number of urea or NPK applications (“No_Urea”, “Urea_1A”, “Urea_2A”, “No_NPK”, “NPK_2A”), the type of transplanting
(“Direct_seed” or “Transplant”), the absence of herbicide (“No_Herbic”), the use of unregistered cultivars (“Unregist_Cultiv”), and the culture performed during the off-
season (“OS_Rice”, “OS_Legume”) are denoted. B, Repartition of several rice cultivation practices in irrigated areas compared with rainfed lowlands in the different
years (2016–2019 dataset). Each point corresponds to one site in a particular year, and the legend is the same as that in A.
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compared with that in lowlands (26/40, 65%). The herbicides used
belonged to different World Health Organization (WHO) toxicity
categories (II-III-U, slightly to moderately hazardous), while the
identified insecticides all belonged to type II (moderately hazardous).
All pesticides identified, except one (an herbicide containing para-
quat, cited nine times), were probated by the Sahelian Pesticide
Committee. The most commonly used herbicides included an herbi-
cide containing bensulfuron-methyl (43/94, 46%), one based on
2,4-D dimethylamine salt (18/94, 19%), and one containing glypho-
sate (17/94, 18%). An insecticide based on deltamethrine was most
commonly used (31/47, 66%).
Overall, strong differentiation in terms of agricultural practices

was found between the two rice systems, with more variability
observed among the rainfed lowland sites; the rainfed rice site in the
Karfiguela zone was the most different compared with the Bama and
Banzon lowland sites (Fig. 2).
Comparison of disease occurrence and incidence in the two

rice production systems. The analysis of all observed symptoms at
the plant level revealed no effect of the geographical zone or of the
interaction between the zone and rice system on disease occurrences.
Only the rice production system was a significant factor in the analy-
sis, revealing the higher incidence of any of the four main rice dis-
eases in irrigated areas compared with in rainfed lowlands (‘rice
growing system’ fixed effect, df = 1, Chi = 5.28, P = 0.022) (Fig. 3).
The contrast analysis showed that the differences observed between
the irrigated and lowland areas were significant within the Bama
zone (z-ratio = –2.97, P = 0.003) but not within the Banzon or
Karfiguela geographical zones.
The comparison between the irrigated areas and rainfed lowlands,

in terms of disease occurrence at the field scale and the incidence
estimates considering each observed disease independently (yellow
mottle disease, BLS, rice leaf blast, and brown spot), appears in Fig-
ure 4. The results of the statistical tests are reported in Table 2. The

average occurrence over the whole dataset (179 fields) for each of
the four diseases is presented in the diagonal of Figure 5. The occur-
rences ranged from 30.2% of the studied fields for rice yellow mottle
disease to 79.9% for brown spot. The average incidences over the
whole dataset (2,864 observed plants) were 6.5% for RYMV, 6.7%
for BLS, 9.9% for rice leaf blast, and 32.2% for brown spot.
We found significant interactions between the zone and rice grow-

ing system for both yellow mottle disease and brown spot, with con-
gruences between the field and plant scales (Table 2). The effect of the
rice system on these two diseases depended on the geographical zone.
This result is especially striking for yellow mottle disease, for which
higher frequencies of infected fields and plants were found in the irri-
gated area in Banzon, while the opposite was observed in the Bama
zone (Table 2 and Supplementary Fig. 2). For brown spot, the frequen-
cies of infected fields (143/179 = 80%) and plants (922/2,864 =
32%) were much higher than those observed for other diseases
(Fig. 4). Only the Bama lowlands had a lower disease incidence than
the corresponding neighboring irrigated area (Table 2 and Supplemen-
tary Fig. 2).
For both BLS and rice leaf blast, the interaction between the zone

and rice growing system was not a significant variable in the models.
In these two cases, we found a significant effect of the rice system:
observations of BLS- and rice blast-specific symptoms were more
common in irrigated areas than in rainfed lowlands both at the field
and plant scales (Fig. 4 and Table 2). At the plant level, this effect
was congruently significant over the three zones for BLS, while this
effect was the case in Banzon only at the field level (Table 2 and
Supplementary Fig. 3A).
Co-occurrence and coinfection. When running additional

GLMMs including the presence/absence of the three other diseases
as fixed effects, we obtained various significant effects (only brown
spot was not involved in any significant association). The presence
of yellow mottle disease was positively associated with the presence

Fig. 3. Proportion of observed rice plants presenting any symptoms of the four studied diseases over the four years (2016–2019) and the two rice cultivation systems
(RL: rainfed lowlands, shown in red; IR: irrigated areas, shown in blue). The symptoms of any of the four following rice diseases are considered: yellow mottle disease
(RYMV), Bacterial Leaf Streak (BLS), rice blast, and brown spot.
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of BLS (Chi = 8.52, P = 0.003) and negatively associated with rice
blast (Chi = 7.11, P = 0.007). The presence of BLS was positively
associated with the presence of both yellow mottle disease (Chi =
10.36, P = 0.001) and rice blast (Chi = 7.70, P = 0.005). Finally, the
presence of rice blast was negatively associated with the presence of
yellow mottle disease (Chi = 5.45, P = 0.019).
The co-occurrence levels within the whole dataset varied among

the disease pairs, from 10% (17/179) for RYMV and rice blast to
41% (73/179) for brown spot and rice blast. In many cases, we
observed higher co-occurrence levels in irrigated areas than in
rainfed lowland sites (Fig. 5).
The overall level of coinfection, considering the four studied dis-

eases, was 5% (152/2,864). These coinfection levels reached 7%
(116/1,616) when focusing on the samples collected in irrigated areas
(Supplementary Fig. 3B). The highest coinfection level was found in
the Banzon irrigated area in 2019 (Supplementary Fig. 3B), where
20% (19/96) of sampled plants presented the symptoms of at least
two of the main studied diseases (rice yellow mottle, BLS, rice blast,
and brown spot).

Discussion
Despite the importance of rice in the field of food safety, espe-

cially in the present context of global change and the challenge of
food security in areas with fast-growing populations, epidemiological
surveys of rice diseases in smallholder fields with spatiotemporal
analysis of disease incidences remain limited worldwide, especially
in Africa. In addition, with the noteworthy exception of a multiple-
rice-disease dataset comprising four countries from tropical and sub-
tropical Asia (Savary et al. 2011b; Savary et al. 2000), very few
studies have documented the epidemiology of various rice diseases
simultaneously to allow the generation of a wealth of data on various
specific diseases and to document co-occurrence and coinfection.
Here, we presented the first multilocal and pluriannual analysis of
multiple rice diseases in two contrasting rice production systems in
the western Burkina Faso.
We performed an analysis of rice cultivation management practi-

ces based on interviews with farmers conducted at the six studied
sites in the western Burkina Faso.
Most interviewed farmers were men, except in the rainfed lowland

area of Tengrela in the Karfiguela zone. The Cascades region, where
the Karfiguela zone is located, is known as an area in which women

constitute the majority of rice farmers (Kam et al. 2013; Si�e et al.
1998). In our study, as in a study conducted in Benin (Nonvide et al.
2018), it seems that the areas prone to higher production are
restricted to production conducted by men. Younger farmers were
found at some sites, particularly but not exclusively in rainfed low-
lands, while Nonvide et al. (2018) reported that farmers were youn-
ger in rainfed lowlands than in irrigated areas in Benin. The purpose
of rice cultivation differed depending on the zone: most farmers cul-
tivated rice to sell it in the Bama and Banzon geographical zones,
while self-consumption was dominant in the Karfiguela zone, as pre-
viously reported for the Cascades region (Kam et al. 2013).
The agricultural practice regarding rice cultivation differed globally

between irrigated areas and rainfed lowlands, and site-specific features
were also evidenced in our results. The specific management practices
reported in irrigated areas included the transplanting step and the possi-
bility of growing rice twice a year. On the other hand, the absence of
mineral fertilization, or not using herbicide, was only reported in rainfed
lowlands. Other practices were not system-specific but had strong differ-
ences in frequency, such as the use of registered cultivars that are much
more frequent in irrigated areas than in rainfed lowlands.
In Benin, Nonvide et al. (2018) also reported that improved seeds

were more frequent in irrigated areas than in rainfed rice areas. More
globally, the adoption of improved rice varieties (including NER-
ICA) in West Africa increased after the 2008 food crisis, with an
impact on poverty reduction and food security (Arouna et al. 2017),
but training programs are also required to reach rice farmers in low-
land areas (Kijima et al. 2012). In addition, registered cultivars are
not necessarily resistant to rice diseases. Here, among the two regis-
tered cultivars most frequently grown in the studied sites (FKR64 =
TS2 and FKR62N), only FKR62N was shown to be moderately
resistant to rice blast (Kassankogno et al. 2015), while both cultivars
are susceptible to RYMV and BLS (Sereme et al. 2016a, Sereme
et al. 2016b; Wonni et al. 2011; I. Wonni, personal communication).
Information on the spatial variation in rice diseases, as was docu-
mented in this study, is important for driving the local deployment
of resistant cultivars.
Finally, in terms of fertilization, Nonvide et al. (2018) reported no

difference in the frequency of fertilizer use in Benin but a significant
difference in the fertilizer application rate (in kg/ha). Our study docu-
mented the presence/absence of mineral fertilization and the number
of applications, but not the fertilizer application rate. A more detailed

Table 2. Results of the generalized linear mixed models (GLMMs) regarding the presence/absence of specific symptoms at the field and plant levels for
each of the four diseases: yellow mottle disease (RYMV), bacterial leaf streak (BLS), rice blast, and brown spota

Variables

Yellow mottle disease BLS Rice blast Brown spot

Field-level data (2016–2019, 179 observations)

Chi P valueb Chi P valueb Chi P valueb Chi P valueb

Rice system (df = 1) 10.72 0.001063** 8.98 0.002723** 10.30 0.00133** 8.20 0.004182**
Geographical zone (df = 2) 4.75 0.093223 7.13 0.028364* NS 13.39 0.001238**
Rice system*Zone (df = 2) 28.60 6.162e-07*** NS NS 8.13 0.017151*

CONTRASTS (RL-IR) z-ratio P value z-ratio P value z-ratio P value z-ratio P value

Zone = Bama 3.27 0.001 –1.048 0.295 –2.107 0.035 –2.86 0.004
Zone = Banzon –3.79 0.000 –2.567 0.010 –2.241 0.025 0.55 0.583
Zone = Karfiguela 1.87 0.062 –1.577 0.115 –1.321 0.187 0.96 0.338

Plant-level data (2016–2019, 179 × 16 = 2,864 observations)

Variables Chi P value Chi P value Chi P value Chi P value

Rice system (df = 1) 7.84 0.005121** 14.41 0.0001473*** 6.11 0.013453* 9.48 0.0020764**
Geographical zone (df = 2) 2.65 0.266 7.87 0.0195825* 13.65 0.001087** 13.64 0.0010936**
Rice system*Zone (df = 2) 25.14 3.480e-06*** NS NS 11.00 0.0040823**

CONTRASTS (RL-IR) z-ratio P value z-ratio P value z-ratio P value z-ratio P value

Zone = Bama 2.80 0.005 –2.097 0.036 –1.72 0.086 –3.08 0.002
Zone = Banzon –3.61 0.000 –2.417 0.016 –1.44 0.151 1.08 0.279
Zone = Karfiguela 2.19 0.028 –2.135 0.033 –1.17 0.244 0.89 0.374

a The eight models include the ‘rice growing system’, ‘zone’, and their interaction, if significant, as fixed effects. The models applied at the field
level include the ‘year’ as a random effect, while those realized at the plant level include both the ‘year’ and ‘field_ID’ as random effects. Type 3
ANOVA was performed for the models including interaction terms, and contrast analyses tested whether the rice system significantly affected the
studied variables within each of the three zones.

b * P < 0.05; ** P < 0.01; *** P < 0.001; NS = not significant.
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(quantitative) survey of farmers at selected sites could reveal more
subtle differences among and within the study sites in terms of fertil-
ization as well as other management practices, such as manual weed-
ing, irrigation, or soil management.
Overall, the six study sites exhibit a high diversity of agricultural

practices for rice cultivation. We demonstrate strong differences
between irrigated areas and rainfed lowlands. Management practices
are less intensive in rainfed lowlands than in irrigated areas, probably
because the incurred risks are high in rainfed lowlands (Serpanti�e
et al. 2019). It is also important to note that a high variability is
found among the rainfed lowland sites: the management practices
are particularly different from irrigated areas in the lowlands of Kar-
figuela (Tengrela lakeside) but are much less different in the low-
lands of Banzon (village of Senzon).
The frequency of yellow mottle disease was not structured by the

rice growing system but, instead, was particularly prevalent in the
irrigated areas of Banzon and, to a lesser extent, in the rainfed low-
lands of the Bama zone (Badala village). The emergence and epi-
demic dynamics observed over the last 50 years are thought to be
linked to the intensification of rice agriculture, with particular practi-
ces such as transplanting (seedbed nurseries) contributing to the

build-up of RYMV inoculum (Traore et al. 2009). This is consistent
with the high incidence of RYMV found in the irrigated perimeter
of Banzon but not in the observations from the Bama zone, where
the rainfed lowlands (Badala) had more symptomatic plants than the
neighboring irrigated area. Although this rice virus is one of the
major models used for plant virus molecular epidemiology research
(Pag�an et al. 2016; Trov~ao et al. 2015), its patterns have mostly
been described at large geographical scales. Further investigations at
the local scale could provide new insights into RYMV epidemiology,
especially considering the complexity of its transmission (various
insects and mechanical transmission).
BLS was predominant in irrigated areas compared with rainfed

lowlands. This could be related to the more constant presence of
water, which is a major transmission mode of Xanthomonas oryzae
oryzicola, and the high level of humidity favoring bacterial infection
(Nino-Liu et al. 2006; Cartwright et al. 2018). As for Xanthomonas
oryzae, irrigation water is considered a reservoir for many plant-
pathogenic bacteria (Lamichhane and Bartoli 2015). In addition, the
higher level of BLS in the irrigated areas could be caused by the
higher frequency of mineral fertilization recorded in this rice produc-
tion system. Indeed, excess nitrogen levels favor BLB epidemics

Fig. 4. Effect of the rice production system (irrigated areas, shown in blue, versus rainfed lowlands, shown in red) on specific symptoms observed for the four major
diseases, yellow mottle disease (RYMV), bacterial leaf streak (BLS), rice blast, and brown spot, over the four studied years (2016–2019). A, Proportion of fields pre-
senting specific symptoms for each of the four diseases for each rice growing system and year; B, average incidence level estimated in the four diagonal cells of each
field for each of the four diseases and for each rice growing system and year; and C, proportion of sampled plants that presented specific symptoms for each of the
four diseases and for each rice growing system and year.
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(Reddy et al. 1979), although, to our knowledge, this effect has not
been documented for BLS. Finally, we note that BLS seems to be
well established (as it was found here in all six study sites), although
it was reported in Burkina Faso only recently (Wonni et al. 2011).
The seed transmission of BLS could also be an important driver of
the epidemic success of BLS in the studied country. Although it is
often considered a less important disease than BLB, the high inci-
dence of BLS reported here requires the rapid development of con-
trol measures.
We found rice leaf blast to be particularly prevalent in irrigated

areas compared with rainfed lowlands. Considering the literature on
the factors favoring rice blast epidemics (Long et al. 2000; Ou
1985), we speculate that the microclimate (higher humidity) and the
higher mineral fertilization in irrigated areas than in lowlands could
be the driving factors underlying the observed differences between
irrigated areas and rainfed lowlands.
Brown spot is the disease presenting the highest within-field inci-

dence compared with the other diseases studied. This confirms an
earlier study on rice seeds in which, on average, 84% of analyzed
rice seed batches (from 3 to 76% of seeds infected within batches)
were found to be infected in a 2013 to 2014 survey in 28 locations
across rice-growing regions in Burkina Faso (Ouedraogo et al.
2016). Our results do not fit with the classical view of a rice disease
associated with particularly poor conditions because (i) brown spot is
found almost everywhere, with 79.9% of the studied fields presenting
symptoms, and (ii) the rainfed lowland production system, in which
mineral fertilization is much less frequent than it is in irrigated areas,
does not present higher brown spot incidences. Brown spot is emerg-
ing in various rice growing countries, as reported, for example, in
Bangladesh (Hossain et al. 2014) and the Ivory Coast (Bouet et al.
2015). However, as with other chronic crop diseases, it has received
a lower level of attention than acute diseases such as rice blast
(Savary et al. 2011a). More work, preferably studies also including
brown spot severity estimates in addition to the occurrence frequen-
cies of fields and plants, is encouraged to drive the understanding of

the environmental factors that favor epidemics and to better under-
stand the drivers of this emergence.
Overall, we found that symptomatic plants are more frequent in irri-

gated areas than in rainfed lowlands. Irrigation is arguably one of the
most important cultural practices in the management of plant disease
(Caf�e-Filho et al. 2018), and the other differences observed between
irrigated areas and rainfed lowlands (in particular, the differences
observed in terms of transplanting, crop rotation, fertilization, and cul-
tivars) are also classically known to affect plant disease dynamics.
Our study performed in farmer fields globally compares the two con-
trasting rice production systems and cannot separate the confounding
factors. Additional data are required to identify the effects of specific
practices on multiple diseases in rice in Burkina Faso.
The development of irrigated areas carries strong hope to develop

rice production in Burkina Faso and in Sub-Saharan Africa in gen-
eral (Xie et al. 2018). However, although rice yields are much higher
in irrigated areas than in rainfed lowlands, they are not as high as
expected (Ragasa and Chapoto 2017), and the poverty of farmers in
irrigated areas, where the input burdens are higher, remains worry-
ing, as exemplified by the case study of Bagr�e in the East Center of
Burkina Faso (Dar�e et al. 2019; Tapsoba et al. 2018). The major
constraints identified by farmers in the irrigated area of Malanville in
Benin include water management problems (water unavailability and
flooding) and poor access to production inputs, agricultural informa-
tion, and markets (Nonvide et al. 2018). Irrigated systems require
large amounts of water and inputs, causing them to be considered
less sustainable, particularly in the context of climate change. Their
higher yields are, however, essential for facing the challenge of rice
self-sufficiency.
We speculate that the losses that occur because of diseases con-

tribute to the prevention of expected yields being realized in irrigated
areas; however, more work, including estimating rice yield losses
that occur caused by different diseases, is required to better under-
stand the factors affecting rice yields in each rice production system
in Burkina Faso.

Fig. 5. Analysis of the presence/absence (each disease, on the diagonal) and co-occurrence (disease pairs) data from the 2016–2019 field-scale observations of the
four major rice diseases: yellow mottle disease (RYMV), bacterial leaf streak (BLS), rice blast and brown spot. On the diagonal: the frequency of the presence of one
disease (one point corresponds to one site in a particular year) in rainfed lowlands versus irrigated areas. The numbers in gray refer to the whole dataset (179 obser-
vations) showing the numbers of fields in which specific symptoms were observed and the corresponding frequencies. Right upper part: frequency of the co-occurrence
of a disease pair (one point corresponds to one site in a particular year) in rainfed lowlands versus irrigated areas. The numbers in gray refer to the whole dataset
(179 observations), showing the numbers of fields in which specific symptoms of two diseases were simultaneously observed and the corresponding frequencies.
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The originality of our approach involves the consideration of mul-
tiple diseases simultaneously. In addition to the gains of time and
money associated with such an approach, this method allows us to
address new epidemiological questions, such as the quantitative
importance of multiple infections in the studied agroecosystem (Toll-
enaere et al. 2016). Analyses of the co-occurrence of various species
are frequently performed to detect interactions among species (i.e.,
the influence of the presence of one species on the occurrence of
another species). Here, at the field level, we report positive associa-
tions between the presence of yellow mottle disease and BLS, as
well as between BLS and rice blast, and a negative association
between yellow mottle disease and rice blast. These statistical associ-
ations must, however, be taken with caution, as a recent critical anal-
ysis highlights that the co-occurrence of various diseases in the same
field is not evidence of ecological interactions (Blanchet et al. 2020).
However, the positive association observed between the presence of
yellow mottle disease and BLS is particularly interesting considering
that reciprocal interactions between the virus RYMV and the bacteria
Xanthomonas oryzae have been reported experimentally (Tollenaere
et al. 2017). Experimental work on other pathogen pairs has not
been investigated to our knowledge, with one exception: antagonistic
interactions were reported between M. oryzae and B. oryzae (Bahous
et al. 2003), but the interactions did not correspond to a significant
statistical association between disease occurrences (rice blast and
brown spot) in our dataset.
Our study documents high levels of co-occurrence among various

rice diseases in the studied small fields (25 × 25 meters), from 10%
(yellow mottle disease and rice blast) to 41% (brown spot and rice
blast). These co-occurrence levels were higher in irrigated areas than
in rainfed lowlands. This is important because only situations in
which pathogens circulate within the same sites and fields lead to the
opportunity for pathogen–pathogen interactions, with important
impacts on the outcomes of pathogen multiplication and infection
(Abdullah et al. 2017; Syller 2012; Tollenaere et al. 2016).
At the plant level, in accordance with our previous data on

RYMV-Xanthomonas oryzae coinfection (Tollenaere et al. 2017)
and coinfection by multiple rice pathogenic bacteria (Bangratz et al.
2020), here, we document relatively high levels of coinfection, espe-
cially in one of the studied irrigated areas (Banzon zone). However,
because this study consists only of symptom observations and
because symptoms can be blurred in coinfection situations (Tolle-
naere et al. 2016), further research using molecular detection tools is
required to complement the study of multiple infections by various
rice pathogens in West Africa.
Our study area corresponds to the major rice growing area in Bur-

kina Faso, where farmers perform a variety of rice-growing practices.
Although it only represented a small geographical area (ca. 100 ×
100 km), a study encompassing four Asian countries showed that
production systems (PS) and disease syndromes (S) were not site-
specific, with the same PS and S found at very geographically distant
locations, while very different PS and S occurred in close proximity
(Savary et al. 2011b; Savary et al. 2000). Therefore, our results are
likely to provide important insight for rice production in West Africa
in general and, consequently, to contribute to filling a data gap
regarding rice diseases in this area. The results herein emphasize the
critical need to pursue the development of efficient disease control
strategies that are especially applicable by small farmers in irrigated
areas.
We encourage more spatiotemporal surveys of rice diseases in

Africa, including surveys of the rainfed upland rice growing system.
Upland rice is uncommon in Burkina Faso and, consequently, was
not considered in this study, but it is more important in coastal coun-
tries (particularly Guinea and Côte d’Ivoire) and represented 40% of
rice-growing areas in Sub-Saharan Africa in 2008 (AfricaRice 2011).
Studies investigating disease occurrences within a cropping season
(whereas observations were performed in our study once a year)
could generate more detailed epidemiological data. Surveying multi-
ple rice diseases at once is demanding in terms of expertise but
reveals efficiency in terms of time and money and generates new
data on the relative distributions of multiple pathogens within an
agrosystem and their possibilities of interacting within plants.

Finally, the design of efficient disease control strategies, such as
resistant cultivars or management practices, should be efficient not
only against one biotic constraint but should also take into account
the multiple pests faced by the crops in each rice cultivation system.
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Titre : Helminthosporiose du riz en Afrique de l’Ouest : identification des espèces responsables 
et diversité génétique de Bipolaris oryzae et Exserohilum rostratum 

Mots clés : recombinaison, détection, reproduction, GBS 

Résumé : Le riz est la deuxième céréale la plus 
produite dans le monde. En Afrique, de nombreux 
Etats fondent leur espoir sur la production locale 
de riz pour atteindre la sécurité alimentaire. Les 
problèmes phytosanitaires contribuent à 
l’insécurité alimentaire.  
L’helminthosporiose du riz est une maladie 
fongique qui peut attaquer le riz à tous les stades 
de son développement. En Afrique 
subsaharienne, cette maladie est en progression 
dans de nombreux pays et cause des pertes 
d’environ 3,3% de la production. Malgré ce 
constat, les espèces responsables de la maladie, 
la diversité génétique et la structuration de leurs 
populations restent peu connues. Ces 
connaissances sont primordiales à l’élaboration 
de stratégies efficaces de lutte contre 
l’helminthosporiose du riz en Afrique de l’Ouest. 
Cette thèse avait pour objectifs : (i) d’identifier les 
espèces responsables de l’helminthosporiose du 
riz en Afrique de l’Ouest et d’évaluer leur 
pathogénie en milieu contrôlé, (ii) d’analyser la 
diversité génétique et le mode de reproduction 
des espèces les plus fréquentes, (iii) et de 
développer des outils de détection. 
La caractérisation par genotyping by sequencing

(GBS) de 469 isolats isolés des symptômes de 
l’helminthosporiose du riz a permis d’assigner les 
isolats à des espèces : deux espèces majoritaires,
Bipolaris oryzae (37%) et Exserohilum rostatum

(41%), et 9 espèces moins fréquentes (<5% ; B.

bicolor, B. maydis, B. sorokiniana, B. secalis, B. 

yamadae, Curvularia hawaiiensis, C. papendorfii, C. 

spicifera et E. turcicum). Les deux espèces les plus 
fréquentes ont été identifiées dans la plupart des 
pays échantillonnés. 
L’analyse de la structure génétique de B. oryzae et
E. rostratum réalisée sur des échantillons provenant 
de 6 zones rizicoles du Burkina Faso a montré que 
la différenciation génétique était plus importante
au sein des populations qu'entre les populations. 
 

Chacune des espèces était structurée en 4 groupes 
génétiques dont la distribution était indépendante de 
l'origine géographique des isolats. Des preuves de 
recombinaison ont été identifiées dans les populations 
de B. oryzae et E. rostratum. Les fréquences relatives 
des signes de compatibilité sexuelle étaient en accord 
avec une reproduction sexuée pour B. oryzae mais pas
pour E. rostratum. Des souches porteuses des deux 
signes de compatibilité ont été observées dans cette 
dernière espèce. 
Les tests de pathogénicité réalisés par pulvérisation de 
suspensions conidiennes (B. bicolor, B. maydis, B. 

oryzae, B. sorokiniana, C. spicifera et E. rostratum) sur
les feuilles des variétés de riz FKR 19, FKR 62N, 
Gambiaka, Manobi, Kitaake et TS2 ont montré que B.

oryzae et B. maydis sont les espèces les plus 
pathogènes. Les cultivars FKR 19 et FKR 62N du
Burkina Faso ont montré une plus grande résistance à 
toutes les espèces testées. 
L’alignement multiples des séquences du gène 
GAPDH produites durant cette thèse ou déjà 
disponibles ont permis de dessiner 4 couples 
d’amorces pour distinguer les principales espèces 
responsables de l’helminthosporiose. Ils détectent 
spécifiquement Bipolaris spp, B. maydis, B. oryzae et E. 

rostratum. Les tests d’amplification PCR réalisés à 
partir des isolats des espèces cibles et de diverses 
espèces fongiques isolées du riz ont montré une très 
bonne sensibilité (taux de vrais positifs variant de 97 
% à 100%), une très bonne spécificité (taux de vrais 
négatifs de 100%) et un faible seuil détection (0,01 
ng/µL d’ADN ; 0,25% de grains infectés). Des 
détections ont été aussi possibles sur les feuilles de riz 
infectées. 
Cette étude a produit des connaissances nouvelles sur 
une maladie ré-émergente et fournit une base pour 
l'orientation des études futures sur la biologie et la 
génétique de B. oryzae et E. rostratum en Afrique de 
l’Ouest. Elle ouvre également des perspectives pour le 
suivi épidémiologique de l’helminthosporiose et pour 
une certification efficace des semences de riz au profit 
des producteurs. 
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Title : Brown spot of rice in West Africa: identification of causal species and genetic diversity of 
Bipolaris oryzae and Exserohilum rostratum 

Keywords: recombination, detection, reproduction, GBS 

Abstract: Rice is the second most produced 
cereal in the world. In Africa, many countries are 
pinning their hopes on local rice production to 
achieve food security. But phytosanitary problems 
contribute to food insecurity. 
Brown spot of rice is a fungal disease that can 
attack rice at any stage of its development. In sub-
Saharan Africa, this disease is on the rise in many 
countries and causes losses of about 3.3% of
production. Despite this situation, the species
responsible for the disease, the genetic diversity 
and the structure of their populations remain 
poorly known. This knowledge is essential for the 
development of effective strategies for the control 
of Brown spot of rice in West Africa. 
The objectives of this thesis were: (i) to identify the 
species responsible for Brown spot of rice in West
Africa and to evaluate their pathogenesis in a 
controlled environment, (ii) to analyze the genetic 
diversity and the mode of reproduction of the 
most frequent species, (iii) and to develop
detection tools. 
Characterization by genotyping-by-sequencing
(GBS) of 469 isolates isolated from the symptoms 
of Brown spot of rice allowed to assign the isolates 
to species: two major species, Bipolaris oryzae

(37%) and Exserohilum rostatum (41%), and 9 less
frequent species (<5%; B. bicolor, B. maydis, B.

sorokiniana, B. secalis, B. yamadae, Curvularia

hawaiiensis, C. papendorfii, C. spicifera and E.

turcicum). The two most frequent species were 
identified in most of the countries sampled. 
The analysis of the genetic structure of B. oryzae

and E. rostratum carried out on samples from 6 
rice-growing areas of Burkina Faso showed that 
genetic differentiation was greater within 
populations than between populations. 
 

Each of the species was structured into 4 genetic 
groups whose distribution was independent of the 
geographic origin of the isolates. Evidence of 
recombination has been identified in populations of 
B. oryzae and E. rostratum. The relative frequencies of 
mating types were consistent with sexual 
reproduction for B. oryzae but not for E. rostratum. 
Strains carrying both signs of compatibility were 
observed in the latter species. 
Pathogenicity tests carried out by spraying conidial 
suspensions (B. bicolor, B. maydis, B. oryzae, B. 

sorokiniana, C. spicifera and E. rostratum) on the 
leaves of rice varieties FKR 19, FKR 62N, Gambiaka, 
Manobi, Kitaake and TS2 showed that B. oryzae and B. 

maydis are the most pathogenic species. Cultivars FKR 
19 and FKR 62N from Burkina Faso showed greater 
resistance to all species tested. 
The multiple alignment of the GAPDH gene 
sequences produced during this thesis or already 
available made it possible to design 4 pairs of primers 
to distinguish the main species responsible for Brown 
spot of rice. They specifically detect Bipolaris spp, B. 

maydis, B. oryzae and E. rostratum. The PCR 
amplification tests carried out using isolates of the 
target species and various fungal species isolated 
from rice showed very good sensitivity (rate of true 
positives varying from 97% to 100%), very good 
specificity (rate of true negative of 100%) and a low 
detection threshold (0.01 ng/µL of DNA; 0.25% of 
infected grains). Detections were also possible on rice 
infected leaves. 
This study has produced new insights into a re-
emerging disease and provides a basis for directing 
future studies on the biology and genetics of B. 

oryzae and E. rostratum in West Africa. It also opens 
up prospects for the epidemiological monitoring of 
Brown spot of rice and for effective certification of 
rice seeds for the benefit of producers. 

 


