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Titre de la thèse. Impact de Sporobolus robustus Kunth sur la microflore symbiotique et 
l’établissement de légumineuses à usages multiples dans des sols salés du Delta du             
Sine - Saloum au Sénégal 

Résumé :  
Sporobolus robustus Kunth est une graminée halophyte pérenne utilisée comme fourrage 
d’appoint pour le bétail. Dans le Delta du Sine- Saloum où la salinité est la contrainte majeure 
de la végétation ligneuse, S. robustus forme des touffes à l’intérieur desquelles émergent 
souvent de jeunes Vachellia seyal Del. (Syn. Acacia seyal Del.) et Prosopis juliflora (Swartz) 
DC, deux légumineuses d’intérêts écologiques. La graminée halophyte pourrait créer un 
microenvironnement tellurique favorisant la germination et l’établissement de P. juliflora et 
d’A. seyal dans les sols salés selon deux mécanismes non exclusifs : (i) diminution de la 
salinité des sols par accumulation de sels, et (ii) stimulation de la microflore symbiotique 
adaptée au sel. Par ailleurs, S. robustus pourrait partager avec les légumineuses une 
microflore rhizobienne et mycorhizienne, adaptée à la salinité et potentiellement bénéfique 
aux légumineuses. L’objectif principal de ce travail de thèse est d’évaluer l’effet plante nurse 
de S. robustus pour l’établissement de V. seyal et P. juliflora en milieu salé. 
Une expérimentation réalisée en serre a montré que S. robustus améliore la germination d’A. 
seyal, la survie de P. juliflora et le taux de mycorhization des deux légumineuses en condition 
de stress salin. Cela pourrait être dû à la capacité de S. robustus à diminuer la salinité des sols 
par accumulation de Na. La graminée a également stimulé le potentiel mycorhizogène et 
maintenu le potentiel rhizobien des sols rhizosphériques des deux légumineuses.  
La diversité génétique des rhizobia de la rhizosphère de S. robustus et P.juliflora a été 
déterminée par le séquençage Sanger. Les résultats ont montré que les communautés de 
rhizobia sont partagées par S. robustus et P. juliflora. Les rhizobia, identifiés comme des 
Mesorhizobium, Ensifer, Rhizobium et Burkhoderia, ont été structurés par la salinité et la 
saison. Ils se sont révélés efficients sur de jeunes plants de P. juliflora et A. seyal. 
Le séquençage Illumina Miseq du 18S a révélé des communautés de champignons 
mycorhiziens à arbuscules (CMA) communes à S. robustus et P. juliflora. Les CMA ont été 
identifiés à 20 genres, en majorité des Glomeraceae, dont 8 (Glomus, Rhizophagus, 
Sclerocystis, Incertae-sedis, Redeckera, Acaulospora, Paraglomus et Ambispora) ont été 
structurés par la salinité. Toutefois, S. robustus s’est révélée modérément dépendante de CMA 
issus de la collection du LCM.  
Nos résultats suggèrent que S. robustus diminue la salinité des sols et héberge dans sa 
rhizosphère des rhizobia et CMA potentiellement bénéfiques aux deux légumineuses. S. 
robustus serait une plante facilitatrice de la germination et de l’établissement des deux 
légumineuses dans des sols salés au Sénégal.  

Mots clés. Salinité, champignons mycorhiziens à arbuscules, rhizobium, proline, sodium, 
séquençage Illumina, séquençage Sanger, plante facilitatrice, Sporobolus robustus, Prosopis 
juliflora, Acacia seyal. 
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Thesis title. The impact of Sporobolus robustus Kunth on symbiotic microflora and 
establishment of multipurpose legumes on salt affected soils of from the Sine - Saloum Delta 
in Senegal  

Abstract: 

Sporobolus robustus Kunth is a halophytic perennial grass and provides fodder for livestock. 
In the Sine and Saloum Delta where the salinity is the major constraint of woody vegetation, 
two multipurpose leguminous trees Vachellia seyal Del. (Syn. Acacia seyal Del.) and 
Prosopis juliflora (Swartz) DC seedlings grow often in tussocks of grass. S. robustus may 
create a microenvironment more conducive to legumes establishment through two non-
exclusive mechanisms: (i) the decrease of soil salinity by accumulating salts, (ii) the 
stimulation of the symbiotic microflora adapted to salt. In thus, S. robustus could share with 
P. juliflora and A. seyal a salt adaptated rhizobia and arbuscular mycorrhizal fungi (AMF) 
communities which would be beneficial to regenerating legumes seedlings. The aim of this 
study was to evaluate the S. robustus nurse plant effect on V. seyal and P. juliflora 
establishment in saline soil.  
A experiment was done in controlled conditions to assess the effect of S. robustus in the 
regeneration processes of the tree species A. seyal and P. juliflora in salt stress condition.  
The results showed that S. robustus improved the germination of A. seyal, the survival of P. 
juliflora and the mycorrhizal colonization of both legumes. This could be due to the ability of 
S. robustus to reduce soil salinity by Na accumulation. The grass also stimulated the 
mycorrhizal potential and maintained rhizobial potential of rhizospheric soils of both 
legumes.  
The rhizobia genetic diversity was determined by Sanger sequencing. Our results showed that 
some rhizosphere microbial communities belonging to rhizobia were shared by S. robustus 
and P. juliflora. The rhizobia identified to Mesorhizobium, Ensifer, Rhizobium and 
Burkhoderia, were structured by the salinity and the season. They were efficient on growth of 
P. juliflora and A. seyal seedlings.  
We used Illumina Miseq of the 18S rRNA gene to assess AMF diversity in S. robustus and P. 
juliflora roots. The results showed that the AMF were clustered into 20 genera, mostly 
belonging to Glomeraceae, and 8 of them (Glomus, Rhizophagus, Sclerocystis, Incertae-sedis, 
Redeckera, Acaulospora, Paraglomus and Ambispora) were structured by salinity. 
Nevertheless, S. robustus was moderately dependent on AMF from the collection of LCM.  
Our results suggest that S. robustus reduces soil salinity and hosts in its rhizosphere rhizobia 
and AMF that are potentially beneficial to both legumes. S. robustus would be a nurse plant 
for germination and establishment of both legumes in salted soils from Senegal. 

 
Keywords. Salinity, arbuscular mycorrhizal fungi, rhizobia, proline, sodium, Illumina 
sequencing, Sanger sequencing, nurse plant, Sporobolus robustus, Prosopis juliflora, Acacia 
seyal. 
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INTRODUCTION GENERALE 

La salinisation est le processus par lequel les sels s'accumulent dans le sol. Plus de 6% des 

terres dans le monde sont affectées par le sel, ce qui représente plus de 800 millions d'hectares 

de terres (FAO, 2008 ; Sangeeta et al., 2011 ; Bahrani et HaghJoo, 2012). Depuis le début du 

XXe siècle, la superficie des terres agricoles touchées par la salinité ne cesse d’augmenter et 

la perte de terres arables dans les 40 prochaines années est estimée à 40% (Levigneron et al., 

1995 ; Wang et al., 2003; Porcel et al., 2012). En Afrique, la salinisation touche 40 millions 

d'hectares de terre dont 15 millions directement liés aux facteurs anthropiques (Geetanjali et 

Neera, 2008). Au Sénégal, la dégradation des sols par salinisation affecte plus de 1700000 

hectares de terre (LADA, 2009). Les parties du pays les plus touchées par ce fléau sont les 

régions naturelles du fleuve, de la Casamance, de Fatick et de Kaolack. La salinisation des 

terres dans le Sine et Saloum, liée pour l’essentiel à l'intrusion d'eau de mer du fleuve Saloum 

provoque une dégradation des propriétés biologiques, chimiques et physiques des sols (Boivin 

et Le Brusq, 1985 ; Qadir et Schubert, 2002). Les conséquences de cette dégradation des 

propriétés des sols sont la diminution de leur fertilité qui entraîne la réduction des rendements 

des cultures, et parfois la disparition du couvert végétal naturel et des terres arables remplacés 

par d'immenses étendues de zones salées (ou Tannes) (Boivin et Job, 1988). L'utilisation de 

plantes tolérantes au sel est souvent recommandée comme une approche de gestion intégrée 

des terres salées (Öztürk et al., 2006; Qadir et Oster, 2002; Singh 2009). Les plantes tolérantes 

au sel (halophytes) sont naturellement adaptées aux environnements salés grâce aux stratégies 

d’adaptation physiologique, biochimique et moléculaire qu’elles développent. La capacité de 

ces plantes à croître dans ces zones salées serait en partie liée à leur aptitude à s’associer avec 

des bactéries fixatrices d’azote et/ou à des champignons mycorhiziens à arbuscules (CMA) 

(Diouf et al., 2007; Manga et al., 2007) présents naturellement dans leur rhizosphère. En effet, 

ces associations symbiotiques constituent de puissants facteurs d'adaptation des plantes aux 

conditions environnementales défavorables telles que la salinité (Zahran, 1999). 

La symbiose entre les légumineuses et les rhizobia est la principale source d'azote dans les 

écosystèmes naturels (Rai et al., 2000). Elle permet aux légumineuses d’améliorer leur 

nutrition azotée et l’azote du sol (Zahran, 1999 ; Lindstrom et al., 2010). Au cours de la 

symbiose mycorhizienne à arbuscules, la plante fournit du carbone au champignon qui, en 

retour, améliore la nutrition hydrominérale de la plante. Ceci se traduit souvent chez les 

plantes mycorhizées par une meilleure capacité à tolérer la salinité que les plantes non 
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mycorhizées (Girlanda et al., 2007 ; Smith and Read, 2008 ; Ruíz-Lozano et al., 2011; Dodd 

et Ruíz-Lozano, 2012; Mbadi et al., 2015). 

Sur les sols salés quasiment dénudés (tannes) du Delta du Sine et du Saloum se développe une 

espèce de graminée halophyte Sporobolus robustus Kunth. Cette graminée, qui constitue un 

important fourrage d’appoint pour le bétail en saison sèche, forme des touffes dans lesquelles 

se développent des peuplements de deux essences agroforestières hautement fixatrices d’azote 

(Diagne et Baker, 1994; Ndoye et al., 1995) et à usages multiples : Vachelia seyal Del. (Syn. 

Acacia seyal Del.) et Prosopis juliflora (Swartz) DC. La graminée halophyte pourraît créer un 

microenvironnement tellurique favorisant la germination et l’établissement de P. juliflora et 

A. seyal dans les sols salés selon deux mécanismes non exclusifs : (i) diminution de la salinité 

des sols par accumulation de sels, (ii) stimulation de la microflore symbiotique adaptée. En 

effet, de nombreuses graminées mycotrophes, peuvent croître et améliorer le potentiel 

infectieux mycorhizien des sols dans les écosystèmes arides et semi-arides (Diagne et al., 

2006 ; Duponnois et al., 2001 ; Ouahmane et al., 2006 ; Guadarrama et al., 2008 ; Bainard et 

al., 2011). Par ailleurs, S. robustus pourraît partager avec les légumineuses une microflore 

symbiotique, en particulier rhizobienne et microbienne, adaptée à la salinité et potentiellement 

bénéfique aux légumineuses. Les graminées hébergent aussi dans leur rhizosphère 

d’importantes communautés de bactéries fixatrices d’azote libres ou symbiotiques utiles au 

développement des légumineuses (Dommergues et al., 1999). On peut les qualifier de plantes 

facilitatrices ou « plantes nurses » dans la mesure où elles stimulent la microflore bactérienne 

et mycorhizienne et protègent les jeunes plants contre des stress abiotiques (Manaut et al., 

2015). Les plantes nurses sont des espèces qui, par leurs caractéristiques intrinsèques 

(exemple : tolérance à la salinité), colonisent des milieux très dégradés (Azcon-Aguilar et al., 

2003). Ces auteurs ont montré que les plantes nurses améliorent l'installation, la survie et le 

développement d’autres plantes en matérialisant des microhabitats favorables à la germination 

et à la croissance juvénile des essences forestières. Ainsi, S. robustus serait susceptible d’agir 

en tant que plante nurse pour améliorer la croissance de A. seyal et de P. juliflora en milieu 

salé. 

L’objectif principal de ce travail de thèse est d’évaluer l’effet plante nurse de S. robustus pour 

l’établissement de A. seyal et P. juliflora en milieu salé. Il s’articule autour de cinq objectifs 

spécifiques qui visent à déterminer: 
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1. l’impact de S. robustus sur la germination et l’établissement de P. juliflora et A. seyal 

en condition de stress salin ; 

2. les stratégies d’adaptation morphologique et physiologique de S. robustus à la 

salinité ; 

3. la diversité des communautés de rhizobia de la rhizosphère de S. robustus et P. 

juliflora en relation avec la salinité et la saison ; 

4. la diversité des communautés de CMA de la rhizosphère de S. robustus et P. juliflora 

en relation avec la salinité et la saison ; 

5. la dépendance mycorhizienne de S. robustus et L. fusca. 

Ce travail de thèse est organisé en cinq chapitres qui répondent aux différents objectifs 

spécifiques énumérés ci-dessus.  

Le chapitre 1 est une revue bibliographique présentant un état de l’art sur la diversité, 

l’établissement et l’adaptation des symbioses fixatrices d’azote légumineuse-rhizobium et 

mycorhiziennes à arbuscules en situation de stress salin.  

Le chapitre 2 porte sur l’étude de l’impact de S. robustus sur la germination et 

l’établissement  de P. juliflora et Acacia seyal en condition de stress salin.  

Le chapitre 3 porte sur l’étude des réponses morphologique et physiologique de S. robustus à 

la salinité. Ce chapitre fait l’objet d’un article en révision dans la revue « Arid Land Research 

and Management » 

Dans le chapitre 4, nous cherchons à déterminer les diversités génotypique, phénotypique et 

symbiotique des communautés de rhizobia de la rhizosphère de S. robustus et P. juliflora le 

long d’un gradient de salinité en saisons sèche et humide.  

Le chapitre 5 est consacré à l’étude de la diversité et la structure génétiques des 

communautés de CMA de S. robustus et P. juliflora le long d’un gradient de salinité en 

saisons sèche et humide.  

Le chapitre 6 porte sur l’étude de l’effet de l’inoculation avec des CMA de la collection du 

LCM sur la croissance et la nutrition minérale de S. robustus et L. fusca en condition 

contrôlée en serre. Ce chapitre a fait l’objet d’un article publié dans la revue « African Journal 

of Biotechnology » 
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Enfin, les principaux résultats sont discutés et des perspectives ont été dégagées. Les résumés 

des articles scientifiques publiés ou en révision et des posters présentés à  dans des congrès 

nationaux ou internationaux sont en annexe.
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hapitre 1 

Revue bibliographique 
 

1.1. La rhizosphère et sa communauté microbienne 

Le système racinaire d’une plante est la partie souterraine lui servant à l’ancrage au sol, à 

l’absorption de l’eau et des minéraux, au stockage de ses réserves et à sa propagation ou 

dispersion. Le système racinaire a également comme rôle la synthèse de composés impliqués 

dans la régulation de sa croissance et celle des organismes qui l’entourent (Bertin et al., 

2003). Les racines ne peuvent être étudiées et comprises dans toute leur complexité sans 

considérer également leur environnement immédiat. C’est Lorenz Hiltner qui utilisa le 

premier en 1904, le terme de rhizosphère, provenant du grec « rhiza » signifiant racine 

et« sphere/sphaera » signifiant cercle d’influence. La rhizosphère représente donc le champ 

d'influence du système racinaire, et comprend l’ensemble des racines ainsi que la zone de sol 

proche influencée par les racines. La rhizosphère comprend trois parties : la rhizosphère sensu 

stricto, le rhizoplan et la rhizosphère interne (Figure 1). La rhizosphère sensu stricto est 

constituée du sol entourant la racine, dans lequel diffusent les exsudats et se décomposent les 

lysats racinaires. Le rhizoplan représente la surface des racines et le mucigel tandis que la 

rhizosphère interne est constituée du cortex racinaire colonisé par de nombreux 

microorganismes  qui forment un grand réservoir de diversité biologique. Cependant, il y a 

plus de microorganismes en nombre et espèces dans la rhizosphère sensu stricto que dans les 

deux autres régions de la rhizosphère (Badri et al., 2009). L’ensemble des micro-organismes 

de la rhizosphère représente le microbiote rhizosphérique (Chapelle et al., 2015). 

Les caractéristiques biologiques et physico-chimiques de la rhizosphère dépendent en grande 

partie de la nature des composés exsudés par la plante dans un processus appelé 

rhizodéposition. La quantité et la composition de ces composés sont fortement influencées par 

les facteurs suivants : l’espèce végétale, le stade de développement de la plante et sa nutrition, 

le type de sol, les conditions de l’environnement telles que la température, le potentiel 

hydrique du sol et l’intensité de la lumière. Grâce à la rhizodéposition, de nombreuses 

molécules solubles, insolubles ou gazeuses sont disponibles au niveau des racines. Toute une 

myriade de composés carbonés issus de la photosynthèse, des ions inorganiques, de l’eau et 

des protons s’accumulent dans la rhizosphère (Bertin et al., 2003). Les composés carbonés 

C 
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exsudés par la plante sont fortement majoritaires et peuvent représenter entre 5 et 20% des 

photosynthétats produits par celle-ci.  

 

 
Figure 1. La rhizosphère. 

 

 
Figure 2. Représentation de la diversité des interactions entre les racines des plantes et les 

microorganismes du sol. 

La diversité des molécules chimiques impliquées dans les mécanismes de signalisation entre 
la plante hôte et les autres organismes de la rhizosphère est indiquée par des flèches. La 
reconnaissance de ces signaux amènera à la mise en place d’une association parasitique ou 
mutualiste. D’après Hirsch et al., 2003. 



Chapitre 1. Revue bibliographique 

7 

 

Les exsudats racinaires sont une source d’énergie et de signaux qui vont déterminer la 

diversité, la densité et l’activité des organismes présents dans la rhizosphère. Il a été en effet 

observé une grande variabilité des communautés microbiennes dans la rhizosphère selon les 

espèces de plantes. Les microorganismes du sol vont établir des relations directes ou 

indirectes avec celles-ci (Figure 2). Dans la plupart des cas, les relations entre une plante hôte 

et un microorganisme du sol sont précédées par la reconnaissance des partenaires des signaux 

chimiques (Hirsch et al., 2003). Dans le cas des microorganismes symbiotiques, les 

légumineuses sont connues pour exsuder des flavonoïdes qui attirent les rhizobia. Dans le cas 

des mycorhizes, la plante exsude également des flavonoïdes qui stimulent la ramification des 

hyphes du champignon. Ces relations plante-microorganisme sont mutuellement bénéfiques 

aux deux partenaires. La symbiose végétale la plus ancienne et la plus répandue dans la nature 

est la symbiose mycorhizienne à arbuscules. La symbiose végétale la plus connue associe les 

plantes de la famille des Fabaceae et des bactéries fixatrices d'azote encore appelées rhizobia 

au sens large.  

1.2. La symbiose fixatrice d’azote légumineuse-rhizobium 

1.2.1. Généralités sur la fixation biologique de l’azote 

Constituant des acides aminés et nucléiques, l’azote (N) est un élément essentiel pour toutes 

formes de vie. L’atmosphère terrestre est composée majoritairement d’azote sous forme 

gazeuse ou moléculaire (N2). Au niveau du sol, les plantes ne peuvent assimiler cet élément 

que sous forme de nitrate (NO3
-) et d'ammonium (NH4

+) par absorption racinaire. L’azote 

assimilable ne représente cependant que 0,001% de l’azote total de la biosphère (Newton, 

1998). Certaines plantes se sont affranchies de ce déficit en azote assimilable en établissant 

des relations symbiotiques avec des bactéries diazotrophes qui possèdent le complexe 

enzymatique de la nitrogénase, responsable de la réduction de l’azote moléculaire. Ainsi, les 

plantes actinorhiziennes établissent une symbiose fixatrice d'azote avec les actinomycètes du 

genre Frankia. Les plantes de la famille des légumineuses sont associées avec des bactéries 

du sol regroupées sous le terme de rhizobia. La fixation biologique de l’azote contribue 

approximativement à 16% de l'apport total d'azote dans les terres cultivées (Ollivier et al., 

2011), réduisant ainsi l’apport d’engrais azotés dont environ 50% de la quantité épandue est 

perdue par lessivage (Graham et Vance, 2000). 

Bien qu’il existe plusieurs symbioses fixatrices d’azote, la symbiose entre les légumineuses et 

les rhizobia est la plus étudiée. 
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1.2.2. Les légumineuses 

1.2.2.1. Intérêt des légumineuses 

Les légumineuses ou Fabaceae représentent la troisième plus grande famille chez les plantes 

supérieures après les Orchidaceae et les Asteraceae, avec plus de 720 genres et 20000 espèces 

comptant des espèces herbacées et des arbres (Cronk et al., 2006). Sur la superficie récoltée et 

de la production totale, cette famille est considérée comme le deuxième groupe de cultures 

vivrières et fourragères le plus important dans le monde après les céréales. Les légumineuses 

produisent des protéines en abondance (leurs grains contiennent 3 fois plus de protéines que 

ceux des céréales), sans fertilisation azotée. Les légumineuses à graines contribuent pour 33% 

aux besoins azotés de l’alimentation humaine, avec par ordre d’importance le haricot 

(Phaseolus vulgaris), le pois (Pisum sativum), le pois chiche (Cicer arietinum), la fève (Vicia 

faba), le pois d’Angole (Cajanus cajan), le pois à vache (Vigna unguiculata) et la lentille 

(Lens culinaris) (Graham et Vance, 2003). Plus d'un tiers de l'huile végétale consommée pour 

l’alimentation humaine est fournie par les légumineuses avec en tête le soja et l’arachide. Les 

légumineuses entrent donc dans l’alimentation humaine mais sont aussi indispensables à la 

production animale en termes d’aliments et de fourrage. Les légumineuses représentent pour 

les populations un apport en bois et fourrage (Acacia, Dalbergia, Pterocarpus, etc.). Du fait 

de cette capacité à établir une symbiose fixatrice d'azote, les légumineuses font partie des 

plantes pionnières qui permettent la fertilisation des sols. On estime à environ 60 millions de 

tonnes par an l’azote fixé par les légumineuses cultivées, presque autant que la quantité 

d’engrais azoté épandue dans la même période (Smil, 1999 ; Graham et Van, 2003). Les 

légumineuses sont également capables de former des associations symbiotiques avec des 

rhizobia et des champignons mycorhiziens à arbuscules. 

1.2.2.2. La phylogénie des Légumineuses 

Les légumineuses appartiennent à la famille des Leguminosae (ou Fabaceae), à l’ordre des 

Fabales. La famille des Fabaceae se subdivisent en 3 sous-familles de tailles très inégales 

(Polhill et al., 1981): les Caesalpinioideae, les Mimosoideae et les Papilionoideae. 

Les Caesalpinioideae forment un groupe très divers de 2 300 espèces réparties en 171 genres 

et 4 tribus (Lewis et al., 2005). Cette sous-famille rassemble principalement des arbres et 

arbustes retrouvés en régions tropicales et subtropicales. Parmi les espèces de 

Caesalpinioideae, seulement 23% ont été décrites comme étant capables de former des 
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nodosités. Elles sont essentiellement retrouvées parmi les Caesalpinieae et des Cassieae (De 

Faria et al., 1989). 

Les Mimosoideae (environ 77 genres réparties entre 3000 espèces) sont présentes 

principalement dans les forêts tropicales et subtropicales avec notamment les genres Acacia et 

Albizia (Young et al., 2003). Selon Dommergues et al. (1999), 90 % des espèces examinées 

chez les Mimosacées sont capables de former des nodosités. 

Les Papilionoideae constituent la plus grande sous-famille des Fabaceae avec 478 genres et 

environ 13 800 espèces dont 97% parmi les espèces testées forment des nodosités (De Faria et 

al., 1989). Les membres de cette sous-famille sont principalement des plantes agricoles et des 

herbacées des régions tropicales et tempérées (De Faria et al., 1989). 

1.2.3. Les rhizobia 

1.2.3.1. Généralités sur les rhizobia 

Les rhizobia sont des bactéries Gram négatifs, aérobie, non sporulantes. Ils se présentent sous 

deux formes : 

La forme végétative : les bactéries sont mobiles par un seul flagelle polaire ou par deux à six 

flagelles (Somasegaran et Hoben, 1994). Pour les rhizobia à croissance rapide, les cellules 

sont mobiles par 2-6 flagelles. Celles à croissance lente sont mobiles par un seul flagelle 

polaire ou un flagelle subpolaire (Somasegaran et Hoben, 1994).  

La forme bactéroïde : à l’intérieur des nodosités, les rhizobia se transforment en bactéroïdes 

de forme branchée, sphérique ou en massue (Perry et al., 2004).  

Les rhizobia peuvent assimiler un large éventail de source de carbone et d’azote dans la 

rhizosphère (Fuhrer et al., 2005). Les rhizobia à croissance rapide ont une croissance 

meilleure en présence de glucose, de mannitol ou de saccharose. La majorité des souches à 

croissance lente préfère le pentose. (Somasegaran et Hoben, 1994). 

Le trait fonctionnel le plus important des rhizobia est leur capacité à induire des nodosités, sur 

racines qu’ils colonisent (Batut et al., 2004) et parfois sur les tiges (Dommergues et al., 1999), 

dans lesquelles ils fixent de l’azote au bénéfice de la légumineuse.  

1.2.3.2. Diversité taxonomique des rhizobia 

La première bactérie nodulant une légumineuse a été isolée en 1888 par Beijerink. Elle a été 

initialement nommée Bacillus radicicola, puis renommée Rhizobium leguminosarum (Frank, 

1889). Plus tard, la taxonomie des rhizobia a été fortement influencée par la plante hôte qu’ils 
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sont capables de noduler (Fred et al., 1932). Dans la classification initiale des bactéries 

(Bergey et al., 1923), la capacité de nodulation a été le critère principal dans la classification 

des rhizobia. Plus tard, deux groupes de rhizobia ont été distingués sur la base de leur vitesse 

de croissance (Jordan, 1982) : le genre Rhizobium à croissance rapide, et le genre 

Bradyrhizobium à croissance lente. 

Actuellement, le groupe fonctionnel des rhizobiums comprend 98 espèces reparties au sein de 

13 genres d’alpha (ou α) protéobactéries et beta (ou β) protéobactéries (Weir, 2016). 

Toutes les α-protéobactéries appartiennent à l'ordre des Rhizobiales, tandis que les β-

protéobactéries appartiennent à l'ordre des Burkholderiales. Les α protéobactéries sont 

constituées des genres Rhizobium, Ensifer (anciennement Sinorhizobium), Mesorhizobium, 

Bradyrhizobium, Azorhizobium, Methylobacterium, Phyllobacterium, Ochrobactrum, 

Devosia, Shinella et Aminobacter (Franck, 1889 ; Jordan, 1982 ; Sy et al., 2001 ; Young, 

2003 ; Maynaud et al., 2012). Les β-protéobactéries sont composées de : Burkholderia (Chen 

et al., 2007) et Cupriavidus (anciennement Ralstonia) (Vandamme et Coenye, 2004). D’autres 

études auraient également identifié la présence de protéobactéries du groupeƔ dans les 

nodules des légumineuses (Huang et al., 2012).  

Cette classification des rhizobiums est loin d'être définitive, elle s'affine sans cesse et 

s'enrichit d’année en année de nouvelles espèces et nouveaux genres de bactéries grâce à 

l’apparition de nouveaux outils de taxonomie moléculaire et une exploration plus large de la 

diversité dans des zones à forte biodiversité. 

1.2.3.3. Techniques utilisées en taxonomie bactérienne  

1.2.3.3.1. Les gènes ribosomiques 

Les gènes ribosomiques ont été utilisés comme marqueurs moléculaires dans l’étude 

phylogénétique de différents organismes en raison de leur universalité, leur abondance, leur 

taille convenable aux analyses comparatives (Ludwig et Schleifer, 1999). Les ADNr 

contiennent des régions de séquence hautement conservée très utiles pour la désignation des 

amorces (Hillis et Dixon, 1991) et d’autres régions de séquence suffisamment variable pour 

servir comme un excellent moyen taxonomique (Grimont et Grimont, 1986). Il existe trois 

types de l’ADN ribosomique : le 5S, le 16S et le 23S (Jensen et Straus, 1993). L’ADNr 5S est 

très peu utilisé vu sa petite taille d’environ 120 nucléotides, contrairement à l’ADNr 16S 

codant pour la petite sous unité ribosomique (SSU : small subunit) d’environ 1500 pb et 

l’ADNr 23S codant pour la grande sous unité ribosomique (LSU : Large subunit) d’environ 
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2500 à 3000 pb (Gürtler et Stanisich, 1996). L’espace intergènique entre le 16S et le 23S est 

transcriptionel d’où la désignation ITS (Intergenic Transcribed Spacer) (Normand et al., 

1996). 

L'analyse de l'ADNr 16S est devenue, depuis le début des années 1990, la technique la plus 

utilisée pour l'identification, la classification et la phylogénie des bactéries et des autres 

organismes vivants (Olsen et al., 1994). L’ADNr 16S est qualifié d’horloge moléculaire idéale 

à l’étude des relations phylogénétiques pour trois raisons principales : (i) il est ubiquitaire 

chez les bactéries, (ii) sa faible taille (environ 1500 pb) permet un séquençage rapide, (iii) la 

présence de domaines conservés variables le long de sa séquence permet l'estimation des 

relations phylogénétiques entre des organismes très proches ou d'une diversité élevée 

(Schleifer, 2009). Ces régions hautement conservées servent de cibles pour des amorces dites 

"universelles" pour l’amplification in vitro par PCR et le séquençage (Weisburg et al., 1991). 

Toutefois, la technique présente un inconvénient incontournable qui est la détection de 

plusieurs copies divergentes d'ADNr 16S (Amann et al., 2000). Ce serait lié à des transferts 

latéraux ou des recombinaisons de gènes ADNr 16S entiers donnant naissance respectivement 

à la présence de plusieurs copies et de séquences chimériques (Wang et Zhang, 2000). 

Egalement, sa forte conservation dans certains genres ne permet parfois une identification 

nette entre certaines espèces.  

Outre le gène codant l’ARNr 16S, l’espace intergénique (ITS) localisé entre les gènes codant 

pour l’ARNr 16S et l’ARNr 23S a été également utilisé pour étudier la diversité et la structure 

des  rhizobia nodulant A. seyal (Diouf et al., 2007). Cette région présente un polymorphisme 

de taille très important permettant de différencier des espèces. 

1.2.3.3.2. Les gènes de ménage 

L’approche MLSA consiste à étudier de multiples gènes concaténés qui sont ensuite utilisés 

pour obtenir une phylogénie robuste, reflétant de façon significative l’histoire évolutive des 

bactéries étudiées (Kämpfer et Glaeser, 2012). Plusieurs études ont confirmé que le 

séquençage d'un ou de plusieurs gènes de ménage (MLSA pour MultiLocus Sequence 

Analysis) peut être utilisé pour analyser plus finement le degré de parenté entre des groupes de 

bactéries et définir de nouvelles espèces bactériennes (Vinuesa et al., 2005). Les gènes à 

choisir doivent obéir à certaines conditions :  

- Ils doivent être ubiquistes et présentés des orthologues chez les organismes étudiés ; 
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- Ils ne doivent pas avoir de paralogues, c’est à dire être présent dans le génome qu’en 

une seule copie ; 

- La taille de leurs séquences doit être suffisamment longue (>900bp) ; 

- Ils doivent comporter au moins de domaines hautement conservés ; 

- Ils ne doivent pas être soumis ni à des transferts horizontaux récents (HGT) ni à des 

événements de recombinaison ; 

- Ils doivent être suffisamment éloignés entre eux et répartis le long du chromosome. 

Les gènes de ménage, qui sont des gènes assurant les fonctions indispensables à la vie de tous 

types de cellules, sont ainsi de bons candidats comme marqueurs alternatifs à l’ADNr 16S 

(Gaunt et al., 2001). En effet, l'analyse MLSA basée sur des marqueurs phylogénétiques 

alternatifs tels que les gènes de ménage dnaK, dnaJ, atpD, recA et glnA a été nécessaire pour 

la définition d'espèce au sein du genre Mesorhizobium (Gaunt et al., 2001; Alexandre et al., 

2008). Le gène recA code pour la protéine RecA qui entre en jeu dans le processus de 

réparation de l’ADN par recombinaison homologue (Gaunt et al., 2001). Les gènes atp sont 

inclus dans la catégorie des gènes de ménage et leur présence dans le génome bactérien est 

considérée comme essentielle pour la production de l’énergie et la survie des micro-

organismes (Ventura et al., 2004). Le gène atpD code pour la sous-unité β de l’ATP synthase. 

1.2.3.3.3. Gènes de nodulation 

La génétique moléculaire combinée à l’étude du comportement symbiotique de souches 

mutantes de bactéries ont conduit à l’identification des gènes de nodulation (nod, nol et noe). 

Les gènes de nodulation sont impliqués dans la biosynthèse de lipochitooligosaccharides 

(facteurs Nod), qui agissent comme molécules signal et induisent la formation des nodosités 

(Masson-Boivin et al., 2009). Les gènes nod peuvent être fonctionnellement divisés en trois 

classes : les gènes régulateurs, les gènes nod communs et les gènes spécifiques (Wais et al., 

2002). 

Les gènes nod communs (gènes nodABC), ont été les premiers à être caractérisés et 

séquencés. Ces gènes très conservés sont présents chez les différentes espèces de rhizobia, à 

l’exception de certains Bradyrhizobium (Miche et al., 2010). Ils sont responsables de la 

synthèse du squelette des facteurs Nod. Ils sont interchangeables entre espèces de Rhizobium, 

Azorhizobium et Bradyrhizobium sans modifier le spectre d'hôtes (Wais et al., 2002). 

Toutefois, une mutation de l’un de ces gènes entraine une perte de toutes les propriétés 

symbiotiques (Denarié et al., 1996).  
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Contrairement aux gènes nod communs, les gènes spécifiques ne sont pas présents chez tous 

les rhizobia. Ces gènes sont responsables des substitutions qui s’opèrent sur le squelette de 

base des facteurs Nod. Chaque souche possédant son propre cortège de gènes nod spécifiques 

qui permettent la production d’un cocktail de facteurs Nod (Wais et al., 2002).  

Les gènes régulateurs de transcription nodD codent pour les protéines NodD (Long, 2001). 

L’expression des gènes nod communs et spécifiques est sous le contrôle de gènes nodD 

(Broughton et al., 2000). Ces derniers sont impliqués dans les étapes précoces de la symbiose 

(Perret et al., 2000). La reconnaissance entre une protéine NodD et un flavonoïde donné 

détermine un premier niveau de spécificité dans l’interaction symbiotique (Schultze et al., 

1994). Toutefois, cette spécificité n’est pas stricte, une même souche de Rhizobium peut 

posséder plusieurs copies de gène nodD, présentant ainsi des spécificités différentes 

(Schlaman et al., 1992).  

1.2.3.3.4. Gènes de fixation de l’azote 

Les gènes nif existent chez plusieurs bactéries dont les rhizobia (Young et Haukka, 1996). Ces 

gènes codent pour la nitrogénase réductase. Les gènes nifHDK sont les gènes de structure du 

complexe nitrogénase. La plupart des autres gènes jouent un rôle dans la synthèse et la 

maturation des groupements prosthétiques. La phylogénie des gènes nifH a été rapportée 

comme étant en parfait accord avec celle qui dérive de l’analyse du gène de l’ADNr 16S 

(Dobert et al., 1994), en dépit de quelques exceptions (Eardly et al., 1992). Plus tard, Haukka 

et al. (1998) ont comparé plusieurs séquences et ont conclu que la phylogénie résultant du 

gène nif H est différente de celle de l’ADNr 16S mais plutôt similaire à celle du gène nod A. 

Ce dernier résultat est plus logique du fait que les gènes nif et nod sont étroitement liés et sont 

tous les deux localisés chez beaucoup d’espèces de rhizobia sur des éléments transmissibles 

tels que les plasmides ou sur des transposons c’est le cas chez Mesorhizobium loti (Sullivan et 

Ronson, 1998). Par ailleurs, les séquences des gènes nodC et nifH sont étroitement 

apparentées chez les souches nodulant les mêmes espèces de légumineuses (Diouf et al., 

2010). 

1.2.4. Mécanisme de la nodulation 

Le processus de nodulation est très complexe, régulé à chaque étape par un échange de 

signaux nécessaires à l’interaction entre les deux espèces. La constitution d’un nodule 
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fonctionnel peut être divisée en trois étapes : l’infection, l’organogénèse, et la fixation de 

l’azote. 

1.2.4.1. Mode d’infection 

L’étape préalable à l’infection s’initie par un dialogue moléculaire entre le rhizobia et la 

plante hôte (Limpens et Bisseling, 2003). Les composés phénoliques (ex. Flavonoïdes) libérés 

par les racines de la plante constituent le premier signal moléculaire ; ils sont reconnus 

spécifiquement par des protéines régulatrices bactériennes, les protéines NodD. L'activation 

de ces protéines conduit à l'expression coordonnée des gènes de la nodulation (gènes nod, noe 

et nol collectivement appelés gènes nod). Les produits des gènes nod sont impliqués dans la 

biosynthèse de lipochito-oligosaccharides (LCO) appelés facteurs Nod (Rodriguez-Navarro et 

al., 2007), qui sont ensuite reconnus par des récepteurs spécifiques de la plante (Kouchi et al., 

2010). Les Bradyrhizobium photosynthétiques associés à Aeschynomene constituent 

cependant une exception car ces bactéries ne possèdent pas de gènes de nodulation et ne 

produisent pas de Facteur Nod (Masson-Boivin et al., 2009). 

Le mode d’infection le plus étudié et le plus courant est l'infection à travers des poils 

absorbants, observée chez des légumineuses tempérées (exemples : Medicago, Trifolium) et 

certaines légumineuses tropicales et subtropicales (exemples : Lotus, Phaseolus, Glycine) 

(Gage, 2004). En réponse aux facteurs Nod produits par la bactérie, les poils absorbants 

subissent des courbures caractéristiques dites « en crosse de berger» (Oldroyd et al., 2011) 

(Figure 3). Une croissance apicale inverse se met alors en place, formant un passage long et 

étroit appelé le cordon d’infection, dans lequel les bactéries se divisent. Le cordon progresse 

vers le site définitif de libération des bactéries : le primordium nodulaire qui devient ensuite le 

lobe nodulaire. 

Il existe un mécanisme d’infection intercellulaire où la pénétration des bactéries se fait au 

niveau des blessures physiques causées par l'éclatement de l'épiderme « crack entry » lors de 

l'apparition des jeunes racines latérales ou des racines adventives. Ce mode d'infection 

alternatif a été décrit chez les légumineuses subtropicales, comme Arachis hypogaea 

(Chandler, 1978) et Aeschynomene (Alazard et Duhoux, 1990) où aucun cordon d’infection 

n’est observé.  Les rhizobia envahissent les cellules corticales à travers les parois cellulaires 

structurellement modifiées. Chez Sesbania rostrata (Ndoye et al., 1994) et Neptunia (Subba-

Rao et al., 1995), l'infection entraine la formation de poches d'infection intercellulaire. 
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Un troisième mode d'infection a été décrit chez Mimosa scabrella (Sprent, 1989). Les 

rhizobia pénètrent directement à la jonction de deux cellules épidermiques intactes (infection 

intercellulaire) par la dissolution de la lamelle moyenne des parois radiales (Gonzalez-Sama 

et al., 2004) et envahissent les cellules hôtes(de Faria et al., 1988). 

 

Figure 3. Différentes étapes de l’établissement de la symbiose rhizobia-légumineuse 
(Oldroyd et al., 2011). 

1.2.4.2. Structure et développement du nodule 

Parallèlement à la progression de l’infection, l’organogenèse nodulaire se met en place. Les 

cellules végétales du cortex et du péricycle entrent en division et forme un primordium 

nodulaire, lieu de libération des bactéries, et qui se différencie ensuite en nodosité mature 

(Trevaskis et al., 2002). A l’intérieur de la nodosité, la bactérie se différencie en bactéroïdes, 

forme sous laquelle elle est capable de réduire l’azote atmosphérique (N2) en ammonium 

(NH4+) (Wang et al., 2012). Le complexe formé par les bactéroïdes, qui sont entourées par la 

membrane spécialisée de la plante, est appelé symbiosome (Oldroyd et Downie, 2004). 
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Chez les légumineuses deux types de nodules peuvent être distingués : déterminés et 

indéterminés suivant le site d’initiation des divisions cellulaires du cortex et la persistance ou 

non du méristème (Hirsch, 1992). Les nodules déterminés sont issus de l'auxèse des cellules 

du méristème apical qui cesse son activité à maturation de la nodosité. La zone centrale est 

globalement constituée d’une zone de fixation d’azote c'est à dire de cellules au même stade 

de différenciation, plus ou moins infectées et d’une zone de sénescence (Ferguson et al., 

2010). Les nodules indéterminés sont formés à partir du cortex interne et ont un méristème 

apical persistant qui produit en continue de nouvelles cellules, ce qui se traduit par des 

nodules de forme allongée et organisés en zones histologiquement différentes (Schumpp et 

Deakin, 2010).  

1.2.5. Autorégulation de la nodulation par la légumineuse 

La nodulation est le résultat d'un dialogue utilisant des signaux moléculaires entre le 

microsymbionte et la plante hôte. La symbiose est contrôlée par un processus d'autorégulation 

qui commande le nombre de nodules et la fixation de l'azote par une signalisation à distance 

(Caetano-Anolles et al., 1991). Après inoculation, les nodules sont formés dans les régions 

spécifiques de la racine. Quand le système racinaire se développe, d'autres régions pouvant 

être infectées et les nodosités sont continuellement formées. Mais une fois que les nodules 

sont fonctionnels, la nodulation est inhibée dans les autres parties jeunes. Dans ce cas les 

plantes contrôlent le nombre de nodules en maintenant un certain équilibre: bénéfice (fixation 

d'azote) / coût (ressources de carbone) (Stacey et al., 2006). Cette autorégulation est réalisée 

par des signaux moléculaires émis par la partie racinaire ainsi que par des phytohormones (ex: 

ABA) produits au niveau des tiges (Oka-Kira et Kawaguchi, 2006). 

1.2.6. Fonctionnement de la symbiose fixatrice d’azote 

La réduction biologique de l’azote atmosphérique (N2) en ammonium (NH3) fournit environ 

65% de l’azote disponible dans la biosphère. La majeure partie de cet ammonium provient de 

la symbiose légumineuse-rhizobium (Newton, 2000).  

La fixation d’azote par les légumineuses se déroule dans les nodosités, catalysée par le 

complexe enzymatique de la nitrogénase (Kaminski et al., 1998). Le fonctionnement de la 

fixation d’azote nécessite la contribution des deux partenaires. La plante fournit aux nodosités 

des photosynthétats acheminés sous forme de saccharose à travers le phloème. En échange, le 

bactéroïde fournit la machinerie génétique pour la synthèse de la nitrogénase responsable de 
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la fixation de l’azote. Très sensible à l’oxygène, la nitrogénase est protégée chez les 

légumineuses par une protéine végétale, la léghémoglobine qui se lie à l’oxygène et permet 

ainsi de réguler la diffusion de l’oxygène aux bactéroïdes (Ott et al., 2005). 

1.2.7. Méthodes de mesure de la fixation d’azote 

La mesure directe par dilution isotopique est la première méthode pour mesurer la fixation 

d’azote. C’est une mesure à partir d’un enrichissement isotopique en azote 15N (Burris et 

Wilson, 1957). L’organisme fixateur d’azote est exposé à du 15N2. L’azote qu’il fixe et qu’il 

utilise ensuite est marqué isotopiquement. Une digestion est ensuite effectuée par la méthode 

de Kjeldahl et l’azote isotopique qui en ressort est analysé par spectrométrie de masse (Burris 

et Wilson, 1957). Cette méthode est lourde et nécessite beaucoup de manipulation. C’est une 

méthode destructive. 

La méthode de mesure indirecte par réduction de l’acétylène (C2H2) (ARA, de l’anglais 

Acethylene Reduction Assay) a été développée par Hardy et al. (1968). C’est actuellement la 

méthode la plus utilisée et comparativement à la méthode de dilution isotopique, elle est 

rapide, simple et non destructive. C’est une méthode robuste qui permet d’évaluer et de 

comparer l’activité des nitrogénases. 

1.2.8. Facteurs affectant la fixation biologique de l’azote 

La symbiose entre les légumineuses et les rhizobia est sensible aux contraintes biotiques (ex. 

maladies, ravageurs), ainsi qu’aux contraintes abiotiques du sol (Kumar et al., 2003). On 

estime que 90% des terres arables sont soumises aux stress abiotiques (Dita et al., 2006). 

Parmi ces contraintes abiotiques nous pouvons citer les fortes teneurs en NO3
-, NH4

+ du sol, la 

sécheresse, et la salinité. Les fortes teneurs en azote minéral du sol (NO3
-, NH4

+) inhibent la 

nodulation et la fixation d’azote. 

La sécheresse est l’une des contraintes majeures de la production végétale (Sharma et 

Lavanya, 2002). La sécheresse affectent la nodulation, la fixation de l'azote et la diversité 

génétique des rhizobia (Graham, 1992 ; Mnasri et al., 2007). 

La salinité affectent négativement les interactions entre les rhizobia et les légumineuses en 

limitant la nodulation et fixation d'azote à cause de la toxicité des ions Na+ et Cl-, du 

déséquilibre ioniques, et de la réduction du potentiel hydrique de la plante (Zahran, 1999 ; 

Jansa et al., 2011). 
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1.3. La symbiose mycorhizienne 

1.3.1. Généralités sur les symbioses mycorhiziennes 

La mycorhize (du grec «mukês» pour champignon et «rhiza» pour racine) est l’association 

symbiotique s’établissant entre les plantes et les champignons du sol appartenant au règne 

fongique. Ce terme « mycorhize » fut créé, à l’origine, par le phytopathologiste allemand 

Frank en 1885. Dans cette relation, le champignon peut consommer jusqu’à 20% des produits 

de la photosynthèse (Bago et al., 2003). En contrepartie, il fournit à la plante hôte, des sels 

minéraux mais également de l’eau, ce qui se traduit souvent chez les plantes mycorhizées par 

une meilleure compétitivité et capacité à tolérer les stress environnementaux que les plantes 

non mycorhizées (Girlanda et al., 2007 ; Smith et Read, 2008). 

Environ 80% des plantes sont mycorhizées, la non mycorhization étant l’exception. Seules 

quelques plantes ne forment pas de mycorhizes : les Chenopodiacées, les Caryophyllacées, les 

Brassicacées, les Urticacées, les Joncacées et quelques Cypéracées (Smith et Read, 1997). Il 

existe sept types de symbioses mycorhiziennes (mycorhizes à arbuscules, mycorhizes 

arbutoïdes, mycorhizes à pelotons des Orchidacées, mycorhizes monotropoïdes, mycorhizes 

éricoïdes, ectomycorhizes et ectendomycorhizes), dont les plus importantes et les plus 

répandues sont les mycorhizes à arbuscules (MA) et les ectomycorhizes (Smith et Read, 

2008 ; Fortin et al., 2008).  

Les ectomycorhizes sont datées d’environ 250 millions d’années. Ce type de mycorhize est 

rencontré majoritairement dans les régions boréales et tempérées et rarement dans les régions 

tropicales (Smith et Read, 2008 ; Bâ et al., 2012). Le mycélium du champignon forme un 

manchon autour de la racine appelé manteau fongique d’où partent des hyphes 

extramatricielles explorant un grand volume de sol (Figure 4). Les hyphes du manteau 

fongique pénètrent également entre les cellules du cortex racinaire sans jamais traverser la 

paroi pour former une interface symbiotique appelée réseau de Hartig, lieu d’échanges entre 

les deux partenaires (Nehls, 2008). Cette symbiose implique 3 à 5% des familles de plantes 

vasculaires ligneuses pour l’essentiel et environ 25000 espèces de champignons appartenant 

aux basidiomycètes ou aux ascomycètes (Fortin et al., 2008 ; Bâ et al., 2011). 
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Figure 4. Hyphes des champignons ectomycorhiziens (en bleu) et des champignons 

mycorhiziens à arbuscules (en rose) (Bonfante et Genre, 2010).  

Les champignons ectomycorhiziens se développent tout autour de la racine jusqu’à 
l’extrémité de l’apex où se prolonge le manteau fongique et d’où partent des hyphes 
extracellulaires. La colonisation des hyphess’effectuent aussi entre les cellules du cortex 
racinaire pour former le réseau de Hartig. 
Les champignons mycorhiziens à arbuscules ne colonisent pas l’extrémité de l’apex  racinaire. 
A partir de l’hyphopodium, les hyphes pénètrent les racines pour former des arbuscules et 
développent à l’extérieur un réseau et des spores  
 

Les MA comptent environ 250 espèces décrites sur la base de la morphologie des spores 

(Bonfante et Genre, 2010). Cette symbiose concernent environ 86% des plantes terrestres 

(Smith et Read, 2008 ; Brundrett, 2009). Il s’agit de la plupart des angiospermes, des 

gymnospermes, des bryophytes et des ptéridophytes. Ce large spectre d’hôte végétal pourrait 

être inhérent au caractère ancestral de la symbiose (Parniske, 2000). En effet l’emploi d’outils 

de biologie moléculaire et des données fossiles ont permis de situer l’origine de ces 

endosymbiontes à environ 450 millions d’années avant notre ère, soit en même temps que 

l’apparition des premières plantes terrestres (Simon et al., 1993; Redecker et al., 2000). Cela 

suggère que les plantes vasculaires et les champignons mycorhiziens à arbuscules (CMA) 
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aient co-évolué, et que ces derniers aient permis aux plantes de coloniser le milieu terrestre 

(Schwarzott et al., 2001). 

1.3.2. Généralités chez les CMA. 

1.3.2.1. Génétique des CMA 

Les CMA sont des biotrophes obligatoires. Ils ne sont pas cultivables et dépendent 

entièrement de l’hôte végétal pour leur nutrition carbonée et pour accomplir leur cycle de 

développement.  

Les CMA sont des organismes multinucléés. Leur reproduction est de type asexué et se réalise 

de façon clonale. Les hyphes et les spores peuvent contenir, selon les espèces, de plusieurs 

centaines à plusieurs milliers de noyaux. Un polymorphisme génétique important a été détecté 

dans ces spores polynucléées grâce à l’analyse des gènes qui codent pour l’ARNr. Des 

interprétations différentes, encore en discussion, ont été avancées sur la ploïdie et la caryotie 

des CMA. Les CMA pourraient être homocaryotes (noyaux identiques) et plutôt polyploïde, 

ou être homocaryotes et haploïdes, ou encore hétérocayotes (noyaux différents) et haploïdes 

(Pawlowska et Taylor, 2004). L’existence de fusions (ou anastomoses) entre hyphes extra-

radiculaires entre isolats de champignons génétiquement très proches conduisent à des 

échanges de noyaux et de cytoplasme, compliquant encore plus la structure génétique des 

CMA (Sanders et Croll, 2010). Des anastomoses entre hyphes d’isolats de la même espèce ont 

été mises en évidence notamment chez Rhizophagus irregularis et Funneliformis mosseae.  

1.3.2.2. Cycle de développement des CMA  

Les différentes étapes de la colonisation des racines par les CMA sont illustrées sur la figure 5 

(Balestrini et Lanfranco, 2006). La mise en place de la symbiose MA se déroule en trois 

phases : 

- une phase a-symbiotique ; 

Les spores de champignon MA sont généralement produites dans le sol à partir du mycélium 

extra-racinaire. Les spores germent spontanément en puisant dans ses réserves (lipides) puis 

forment des hyphes germinatifs. En absence de la plante hôte, la croissance du tube germinatif 

ralentit et de nouvelles spores peuvent apparaître et germer. 

- une phase pré-symbiotique ; 

Avant même le premier contact, un échange de signaux diffusibles se déroule entre les deux 

partenaires. La plante sécrète des exsudats, les strigolactones, perçus par le champignon. Ces 
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exsudats induisent la ramification des hyphes (« branching factor ») et stimulent l’activité 

métabolique du champignon (Bécard et al., 2004 ; Besserer et al., 2006). 

- une phase symbiotique ; 

Au contact de la racine, les hyphes se renflent à la surface de l’épiderme pour former  un 

hyphopode (appressorim). Dans la cellule épidermique située sous l’hyphopode, se met en 

place un appareil de pré-pénétration (APP) grâce auquel le champignon pénètre dans le cortex 

interne où sont mis en place les arbuscules, lieu d’échanges entre la plante et le champignon. 

Les arbuscules ne sont pas des structures permanentes, leur développement se fait de manière 

asynchrone et la durée de vie d’un arbuscule est contrôlée par la cellule végétale selon des 

mécanismes mal connus (Walter et al., 2007). Certaines espèces de CMA forment aussi 

vésicules impliquées dans le stockage de lipides. Toutes les espèces de CMA développent des 

réseaux d’hyphes extra-racinaires dont les fonctions sont multiples : prélévement des 

nutriments dans les microporosités du sol, formation de nouvelles mycorhizes avec les racines 

de plantes voisines (infections secondaires), et production de nouvelles spores (Paszkowski, 

2006; Requena et al., 2006). 
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Figure 5. Cycle de développement des CMA. Phases a-symbiotiques 1 et 2 ; phases pré-

symbiotiques 3 et 4 ; phases symbiotiques 5, 6 et 7. (Malbreil, 2014). 

1.3.2.3. La classification des Gloméromycètes 

La taxonomie des champignons MA a d’abord été basée sur la morphologie des spores en 

particulier la structure de leurs parois (Morton et Benny, 1990). A cette époque, les CMA 

appartenaient à l’ordre des Glomales au sein de la classe des Zygomycètes. Ils comprenaient 

deux sous ordres (Glominées et Gigasporinées), 3 familles (Glomacées, Acaulosporacées, et 

les Gigasporacées), 6 genres (Glomus, Sclerocystis, Acaulospora, Entrophospora, Gigaspora 

et Scutellospora) et environ 200 espèces. Cette classification morphologique des spores 

présentent des limites: caractères morphologiques peu stables, peu de variations entre les 

espèces différentes, sporulation non corrélée avec la colonisation racinaire, diversité non 

représentative des communautés fongiques actives des racines. 
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L’analyse moléculaire, basée sur l’amplification de régions ribosomiques (ex. 18S) de l’ADN 

par PCR, et alliée aux critères morphologiques, ont permis de mieux définir les espèces voire 

les taxons moléculaires. L’étude des relations phylogénétiques entre les CMA basée sur les 

séquences codant l’ARNr 18S a abouti à leur regroupement en un seul phylum, appelé 

Glomeromycota (Schüßler et al., 2001). A ce jour, ce phylum se compose de 4 ordres 

(Diversisporales, Glomerales, Archeosporales, Paraglomerales), 11 familles, 26 genres et 

environ 250 espèces (Redecker et al., 2013) (Figure 6).  
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Figure 6. Phylogénie des Glomeromycota. 

Les traits pointillés indiquent une position phylogénétique incertaine. Les astérisques 
soulignent les genres pour lesquels il manque des données mais qui n’ont pas été remaniés. Le 
nombre d’espèces décrites par genre ainsi que les auteurs ayant décrit ces genres pour la 
première fois sont indiqués à droite (Redecker et al., 2013). 
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1.3.2.4. Etude de la diversité génétique des CMA 

1.3.2.4.1. Marqueurs génétiques 

Il existe plusieurs gènes susceptibles d’être utilisés comme marqueurs génétiques pour 

déterminer la diversité des CMA à l’échelle interspécifique ou intraspécifique. A chaque 

marqueur génétique correspond différentes amorces possibles. Sur un même échantillon, la 

diversité des CMA peut changer selon les marqueurs et les amorces utilisés (Kohout et al. 

2014 ; Thiery et al. 2016). Le choix des marqueurs et des amorces est donc important pour 

distinguer les espèces de CMA très proches et amplifier l’intégralité des espèces de CMA 

dans des échantillons de racine. A l’échelle interspécifique, les gènes marqueurs 

correspondent à une région de l’ADNr codant les différents ARNr. L’approche couramment 

utilisée dans les études de diversité des CMA, consiste à amplifier par PCR une région de 

l’ADNr à l’aide d’amorces nucléotidiques universelles ou spécifiques (White et al., 1990). 

L’opéron ribosomal nucléaire des gènes codant les ARNr est répété en tandem et comprend la 

petite sous-unité (SSU) avec un ARNr (18S) et la grande sous-unité (LSU) avec trois ARNr 

(5S, 28S et 5,8S) qui sont des régions conservées, séparées par des espaceurs transcrits (ITS, 

très variables d’une espèce à l’autre mais rarement au sein d’une même espèce) (Hart et al., 

2015 ; Bruns et al., 1991). Helgason et al. (1998) ont développé les amorces AM1-

NS31spécifiques aux CMA ciblant la SSU. Malheureusement, ces amorces n’amplifient pas 

toutes les espèces de CMA. L’amplification partielle de la LSU a été possible avec les 

amorces LR1-NDL22 (vanTuinen et al., 1998) de m^me que celle de l’ITS avec les amorces 

NS5, ITS1 et ITS4 (White et la. (1990). Il est aussi possible d’utiliser plusieurs couples 

d’amorces ciblant chacun des taxons spécifiques de CMA (Redecker et al. 2000). Une 

approche par PCR nichée a été développée pour amplifier l’ensemble des Glomeromycota 

(Krüger et al. 2009). La partie amplifiée comprenait une partie du SSU, l’ITS et une partie du 

LSU soit environ 1500 pb. Une base de données de référence de ce marqueur est disponible. 

Cependant, la taille de l’amplicon n’est pas compatible avec la méthode de pyroséquençage.  

Lee et al. (2008) ont développé des amorces AML1 et AML2, spécifiques aux CMA et ciblant 

la SSU. Ces amorces reconnaissent tous les CMA publiés en 2008, sauf Archaeospora trappei 

(Lee et al., 2008). Cependant, la SSU n'est pas assez résolutive chez certains groupes de CMA 

comme les Diversisporaceae et Gigasporaceae. La séquence ITS seule présente une trop forte 

hétérogénéité au sein d'une même espèces  et la LSU présente une résolution intermédiaire 

entre la SSU et l’ITS (Van Tuinen et al., 1998 ; Redecker et Raab, 2006). Ainsi, aucun 
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marqueur génétique ne constitue un code barre génétique satisfaisant pour tous les groupes de 

Glomeromycota (Öpik et al., 2014). Cependant, un consensus se dégage sur le choix de la 

SSU comme marqueur génétique pour comparer les communautés de CMA dans les 

écosystèmes au moins pour trois raisons: (i) l’existence d’amorces spécifiques, (ii) la taille de 

l’amplicon est adaptée au séquençage haut débit, (iii) la base de données en séquences est plus 

exhaustive que celles de la LSU et de l’ITS (Hart et al., 2015).  

La variabilité des CMA au niveau populationnel a fait l’objet de beaucoup moins d’études en 

raison du faible nombre de marqueurs disponibles à l’échelle intraspécifique. Grâce à la 

méthode DGGE utilisant des amorces amplifiant le 18S, des isolats de différentes espèces de 

Gigaspora ont été distingués (de Souza et al., 2004). Pour étudier la structure génétique de R. 

irregularis, le gène nucléaire de la mitochondrie codant la grande sous-unité ribosomale 

(mtLSU) a été utilisé pour distinguer des haplotypes au niveau intraspécifique et leur 

répartition a été étudiée in situ (Börstler et al., 2010). 

1.3.2.4.2. Méthodes de séquençage haut débit : la technologie Illumina 

Les produits PCR ont souvent été séquencés par la méthode de Sanger (Sanger et al., 1977). 

Cette méthode de séquençage nécessite un clonage préalable des produits PCR dans la mesure 

où plusieurs espèces et isolats d’une même espèce y sont présents. Cette méthode reste 

coûteuse et limitée pour de nombreux échantillons à analyser en même temps. 

L’automatisation du séquençage a abouti au développement du pyroséquençage (méthode de 

séquençage à haut débit) qui présente l’avantage de réaliser le clonage automatiquement et de 

traiter de nombreux échantillons en même temps.  

La technique Illumina ou séquençage à l’aide de terminateurs réversibles est l’une des trois 

technologies de séquençage (Pyroséquençage et Séquençage par ligation) à haut débit apparue 

en 2007. Elle comprend 3 étapes. La première consiste en la préparation et l'amplification des 

molécules d'ADN à analyser. La seconde permet l'incorporation des bases complémentaires 

du brin à séquencer. Et la dernière étape comprend la lecture de la séquence proprement dite.  

Tout commence par la fragmentation aléatoire des ADNs génomiques, puis des adaptateurs 

sont liés à chaque extrémité des fragments. Ces fragments sont ensuite attachés aléatoirement 

à la surface d’un support solide appelé « flow cell » (Figure 7a et b). C’est sur cette cellule 

que les matrices seront multipliées par un système d’amplification en pont (Figure 7c-f). La 

réaction de séquençage est alors réalisée directement sur le support où l'ADN a été amplifié. 

Elle se déroule position après position en ajoutant un mélange contenant toutes les bases 
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associées chacune à un fluorophore différent (Figure 7g). L'extrémité de ces bases est 

protégée pour empêcher l’addition de bases supplémentaires à chaque cycle d’incorporation. 

Une lecture laser permet alors de détecter simultanément toutes les positions incorporées. Le 

clivage des fluorophores permet ensuite l'incorporation de la base suivante. La lecture est 

effectuée ainsi cycle après cycle (Figure 7h et i). Cette méthode permet l'acquisition en 

parallèle de plus de 3 milliards de séquences de 100 bases de long. Chaque position étant lue 

l’une après l’autre, les erreurs principales de cette technologie sont des erreurs de substitution 

d’une base par une autre. 

Le champ d’application de ces nouvelles méthodes de séquençage est très vaste. Ces outils 

permettent de couvrir plusieurs technologies comme les puces à ADN, le séquençage 

classique de Sanger ou la PCR quantitative à haut débit. Le séquençage à haut débit peut 

permettre de séquencer un génome inconnu, de re-séquencer un génome connu, d’étudier la 

variabilité génétique, le polymorphisme de nucléotides simples (SNP) et le transcriptome 

(RNAseq,…). 

Cependant, il faut noter que ces technologies nouvelles présentent des limites qui ne rendent 

pas toujours leurs applications faciles. Ces technologies sont encore jeunes et les biais 

techniques ne sont pour le moment qu’au début de leur caractérisation. Elles génèrent des 

quantités très importantes de données dont la gestion n’est pas totalement maîtrisée. Le 

traitement des résultats obtenus posent également des soucis. Les questions de normalisation 

ne sont pas tranchées, et les modèles statistiques à appliquer aux données ne sont toujours pas 

déterminés sans ambiguïté. 
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Figure 7. Les différentes étapes du Séquençage par la méthode Illumina (Liais, 2014).  
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1.3.3. Intérêts de la symbiose MA 

La symbiose MA est présente dans tous les écosystèmes terrestres naturels ou cultivés (Smith 

et Read, 2008). Elle joue un rôle important dans la nutrition des plantes notamment dans les 

sols tropicaux pauvres en P assimilable. La plante fournit environ 20% de ses photosynthétats 

au champignon (Harrison, 2005). En retour, le champignon prélève des nutriments du sol (ex. 

P, N) au bénéfice de la plante grâce au volume de sol exploré par le réseau mycorhizien. Les 

échanges nutritionnels ont lieu dans l’arbuscule plus précisément dans l’apoplasme mixte 

partagé par les deux partenaires. A cela, il faut ajouter que les plantes mycorrhizées tolèrent 

mieux les stress biotique (ex. pathogènes) et abiotique (ex. salinité) que les plantes non 

mycorhizées. (Liu et al., 2007).  

1.3.3.1. Acquisition du phosphore 

Le principal avantage de la symbiose MA pour les plantes est une meilleure nutrition en 

phosphore inorganique (Pi) ou orthophosphate présent dans le sol (Smith et Read, 2008 ; 

Parniske, 2008). Cette forme de P est à des concentrations très faibles dans la solution du sol. 

De ce fait, il se créé une zone d’épuisement en P autour de la racine. Pour y faire face, les 

mycorhizes ont l’avantage d’absorber le P au-delà de la zone d’épuisement grâce au réseau 

mycorhizien. Les plantes mycorhizées reçoivent du phosphate de la part du champignon et 

cela se traduit le plus souvent par une augmentation de la biomasse par rapport à des plantes 

non colonisées. L'effet est d’autant plus net que les plantes sont en condition de carence 

phosphatée. L’absorption du P est réalisée par un transporteur de phosphate à haute affinité, 

de type PHO84, localisé sur la membrane plasmique des hyphes extra-racinaires (Benedetto et 

al., 2005). Le phosphate est ensuite converti en polyphosphate dans la vacuole des hyphes 

extra-racinaires. Le polyphosphate est transféré par voie symplasmique jusque dans la vacuole 

des hyphes arbusculaires (Ezawa et al., 2004). Le polyphosphate est hydrolysé et exporté sous 

forme de phosphate inorganique dans l’apoplasme mixte puis vers la plante grâce à un 

transporteur de P végétal PT4 spécifique de la symbiose (Javot et al., 2007). 

1.3.3.2. Acquisition de l’azote 

Grâce à l’apport en carbone par la plante, le champignon pourra étendre son réseau mycélien 

extra-racinaire et avoir l’énergie nécessaire pour absorber l’azote du sol sous forme de NH4
+ 

et NO3
- et le convertir en acides aminés. Johansen et al. (1996) ont montré que R.  irregularis 

est capable d’absorber et d’assimiler l’ion ammonium (NH4
+) pour synthétiser de l’arginine 
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via le cycle GS/GOGAT. L’arginine est ensuite transféré par voie symplasmique jusque dans 

la vacuole des hyphes arbusculaires (Guether et al., 2009). Il est ensuite hydrolysé par une 

arginase pour donner de l’urée et de l’ornithine. L’urée est transformée par une uréase en 

NH4
+ qui est transféré vers la plante via des transporteurs membranaires (Jin, 2009). 

1.3.3.3. Le transfert de carbone 

Le transfert de carbone depuis la plante vers le champignon a été mis en évidence pour la 

première fois par Ho et Trappe (1973) qui ont montré que du 14C s’accumule dans des spores 

de champignons cultivés avec des plantes exposées au 14CO2. La part de photosynthétats 

transférée au champignon est non négligeable puisqu’elle peut atteindre jusqu’à 20 % du 

carbone de la photosynthèse, soit environ 5 milliards de tonnes de carbone par an (Bago et al., 

2000). Bien que le champignon soit entièrement dépendant de son hôte pour accomplir son 

cycle de vie, il garde un certain avantage au cours de la symbiose puisqu’il ajuste le transfert 

de nutriments, azote et phosphate, par rapport à la quantité de carbone allouée par la plante 

(Fellbaum et al., 2012). 

1.3.3.4. Acquisition de l’eau 

Outre son apport nutritionnel, la symbiose confère à la plante hôte une plus grande résistance 

au stress hydrique (Smith et Read, 2008). Cette protection est possible grâce à un vaste réseau 

d’hyphes extraracinaires capables d’explorer un grand volume de sol, rendant ainsi les plantes 

colonisées plus tolérantes au stress hydrique (Augé, 2004 ). Dans des sols à faible potentiel 

hydrique, les hyphes sont capables d’abaisser suffisamment leur potentiel osmotique pour 

s’alimenter en eau au bénéfice de la plante (Augé et al., 2008). 

1.3.3.5. Résistance aux pathogènes 

La symbiose MA confère aussi une meilleure résistance des plantes aux agents pathogènes. 

Plusieurs études ont montré chez les plantes mycorhizées une diminution des dommages 

causés par certains microorganismes fongiques et bactériens pathogènes ainsi que par des 

nématodes (de La Peña et al., 2006). Liu et al. (2007) ont montré que la colonisation des 

plantes par les CMA s’accompagnait d’une induction locale et systémique de l’expression des 

gènes de défense. Ces données, corrélées à la mise en évidence de l’induction de la synthèse 

d’acide jasmonique lors de la mycorhization (Hause et al., 2002) étayent l’hypothèse d’une 

élucidation de la résistance systémique (SAR) par les champignons MA. 
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1.4. Généralités sur la salinisation 

La salinisation représente le processus par lequel les sels s'accumulent dans le sol. Depuis le 

début du XXe siècle, la superficie des terres agricoles touchées par la salinité ne cesse 

d’augmenter (Levigneron et al., 1995). La salinisation affecte plus de 6% des terres dans le 

monde sont affectées par le sel, ce qui représente plus de 800 millions d'hectares de terres 

(Sangeeta et al., 2011 ; Bahrani et HaghJoo, 2012). Ce problème est une menace pour 

l’équilibre alimentaire (Kinet et al., 1998) et touche plus particulièrement les zones arides et 

semi arides des régions tropicales et méditerranéennes (Sangeeta et al., 2011 ; Bahrani et 

HaghJoo, 2012). En Afrique, près de 40 millions ha sont affectés par la salinisation, soit près 

de 2% de la surface totale (Geetanjali et Neera, 2008).  

Au Sénégal, la dégradation des sols par salinisation affecte plus de 1700000 hectares de terre 

(LADA, 2009). Les parties du pays les plus touchées par ce fléau sont : la région du fleuve, le 

Sine-Saloum et la Casamance. Pour endiguer la baisse des ressources en sol, des actions de 

restauration et de valorisation sylvo-pastorales des terres dégradées par la salinisation ont été 

menées par des ONG (ex. Green Sénégal), les services des eaux et forêts et la recherche 

forestière (DRPF/ISRA) dans les régions de Kaolack et Fatick depuis les années 1960. Ces 

actions de recherche ont contribué ainsi à améliorer les stratégies de récupération et de 

valorisation de ces terres en associant la lutte mécanique à la lutte biologique. Les actions 

mécaniques de lutte ont consisté à construire des digues anti-sel et à renforcer le réseau 

d'endiguement existant. Pour faciliter la récupération des terres et leur mise en valeur 

agricole, la réalisation de ces digues était accompagnée de technologies mises au point par la 

recherche. Il s'agit des cultures en billons, l'utilisation de variétés hâtives de riz et de vannes à 

crémaillère pour réguler la circulation de l'eau. Ces importants acquis sont le fruit des 

recherches de l'ISRA en collaboration avec d'autres institutions tels que l'IRD (ex. 

ORSTOM), le CIRAD, l’UCAD etc. Quant aux actions biologiques, elles ont surtout porté sur 

l'usage d'essences halophiles pour le reboisement en particulier des tannes du Sine-Saloum. Il 

convient de signaler à cet égard les tests probants menés par la recherche forestière pour la 

récupération des terres salées par l’utilisation d’espèces comme Tamarix sp, et Melaleuca 

sp…,  ainsi qu’à travers l’immersion puis le drainage des sols. Enfin, l’utilisation du 

phosphogypse a été diffusé, notamment par la SENCHIM, pour combattre le sel 

particulièrement au niveau des cultures irriguées (Anonyme, 1998). Le sel (150 000 tonnes/an 

de sel produit) fait aussi l’objet d’un commerce florissant etc. 
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Figure 8. Carte du Sénégal avec une localisation des régions affectées par le sel (en rouge).  

(Source : INP, 2008). 

1.4.1. Les causes de la salinisation 

Le phénomène de salinisation des sols peut avoir deux origines : une salinisation naturelle et 

une salinisation anthropique (Maillard, 2001). 

1.4.1.1. La salinisation naturelle 

Près de 80 % des terres salinisées ont une origine naturelle (FAO et IPTRID, 2006), on 

qualifie alors la salinisation de «primaire». La salinisation primaire se produit naturellement là 

où la roche mère du sol est riche en sels solubles. Dans les régions arides et semi-arides, où 

les précipitations sont insuffisantes pour lessiver les sels solubles du sol et où le drainage est 

restreint, des sols salins vont se former avec des concentrations élevées de sels). Selon Sadio 

(1991), la salinisation des terres au Sénégal résulte essentiellement des différentes phases 

climatiques qui se sont succédées au quaternaire et qui ont provoqué l’envahissement du 

continent par les eaux marines. A cela s’ajoute, l’effet des changements climatiques, 

notamment le déficit pluviométrique des années 1970 et l’élévation du niveau marin, qui ont 

en outre contribué à accentuer les effets de la salinité en aval des quatre principaux bassins 
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versants du territoire Sénégalais à savoir : le Sénégal, le Sine, le Saloum et la Casamance 

(Sadio, 1991). 

1.4.1.2. La salinisation anthropique 

Près de 20% des terres salinisées ont une origine anthropique (FAO et IPTRID, 2006). Cette 

forme de salinisation est qualifiée de «salinisation secondaire». L'irrigation est la principale 

cause anthropique de la salinisation des sols (Anonyme, 2006). Dans la plupart des situations, 

le développement de l’irrigation a provoqué salinisation, des sols. Si les situations 

apparaissent très diverses en raison des caractéristiques du milieu naturel, des pratiques 

agricoles ou de la gestion de l’eau, ces dégradations ne sont pas inéluctables et apparaissent 

pour l’essentiel comme la résultante de mode de gestion inappropriée des ressources en sol et 

en eau. L’irrigation altère le bilan hydrique du sol en générant un apport d’eau 

supplémentaire; cet apport est toujours associé à un apport de sels. En effet, même une eau 

douce de la meilleure qualité contient des sels dissous et, si la quantité de sels apportée par 

cette eau peut sembler négligeable, les quantités d’eau apportées au fil du temps entraînent un 

dépôt cumulé de sels dans les sols qui peut s’avérer considérable (Marlet, 2005). 

1.4.2. Seuils de salinisation  

La salinité d’un sol se mesure par la conductivité électrique (CEe) d’un extrait de pâte saturée. 

La conductance est inversement proportionnelle à la résistance électrique (ohms) et la mesure 

brute est donnée en mhos. Suivant le système international, la mesure doit être présentée en 

dS m-1 (1 mmhos cm-1 = 1 dS m-1). La quantité de sels dans le sol que les plantes peuvent 

supporter sans grand dommage pour leur croissance varie avec les familles, les genres et les 

espèces, mais aussi les variétés considérées. C’est pourquoi il n’est pas possible de définir 

dans l’absolu, le seuil de salinité à partir duquel les cultures subissent un stress salin. La 

norme de salinité des sols mise en place par Le Brusq et Loyer (1982) a été adaptée aux sols 

sénégalais par Daffé et Sadio (1988). Selon ces auteurs, un sol est considéré comme salé 

quand sa conductivité électrique devient supérieure à 4 mmhos.cm-1 (Tableau 1). 
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Tableau 1. Norme de salinité des sols 

Conductivité électrique (CEe) Appréciation 

CEe < 4 mS/cm Sol non salé 
4 < CEe < 15 mS/cm Sol salé 
15 < CEe 35 < mS/cm Sol très salé 
CEe > 35 mS/cm Sol sursalé 

La norme de salinité des sols mise en place par Le Brusq et Loyer (1982) a été adaptée aux 
sols sénégalais par (Daffé et Sadio, 1988). 
 

1.4.3. Les différents types de stress liés au sel  

Le terme de stress a été inventé par Hans Selye en 1935. Ce dernier a défini le stress comme 

une « réponse non spécifique de l’organisme à toute sollicitation ». D’origine anglaise, le mot 

« stress » était employé en mécanique et en physique et voulait dire « force, poids, tension, 

charge ou effort ». La transposition au monde biologique a été proposée par Levitt qui le 

définit comme étant tout facteur environnemental susceptible de déclencher chez les plantes 

des modifications chimiques ou physiques dommageables. Ces modifications représentent la 

contrainte qui peut être plastique ou élastique (Levitt, 1972 d’après Gravot, 2007). La salinité 

provoque un double stress hydrique (stress osmotique) et ionique. 

1.4.3.1. Stress hydrique 

L’eau est une ressource indispensable pour les végétaux. Sa présence est une condition 

incontournable pour que toute plante puisse se développer et assurer ses fonctions 

physiologiques vitales. Une forte concentration saline dans le sol est tout d’abord perçue par 

la plante comme une forte diminution de la disponibilité en eau. Les plantes doivent alors, 

assurer un ajustement osmotique, afin que le potentiel hydrique cellulaire reste inferieur à à 

celui du sol. Lorsque l’ajustement osmotique n’est pas suffisant, l’eau a tendance à quitter les 

cellules, ce qui provoque un déficit hydrique qui correspond à un état de sécheresse 

physiologique (Slama, 2004). 

1.4.3.2. Stress ionique 

La toxicité ionique survient lorsque l’accumulation de Na+ et Cl- dans les tissus perturbe 

l’activité métabolique. Les ions Cl- peuvent être absorbés par les racines et s’accumuler dans 

les feuilles. La toxicité au Cl- se traduit par une dégradation de la chlorophylle et l’apparition 



Chapitre 1. Revue bibliographique 

35 

 

de chlorose à la périphérie des feuilles. Les symptômes de toxicité typiques aux ions Na+ sont 

des brûlures de feuilles, le dessèchement et la mort des tissus sur les bords externes des 

feuilles, contrairement aux symptômes causés par des ions Cl- qui apparaissent normalement à 

l’extrême pointe des feuilles. 

1.4.3.3. Stress nutritionnel 

L’un des effets de la salinité réside dans le déséquilibre nutritif qui s’installe suite à une 

perturbation du transport des solutés. L’accumulation excessive ou en proportion anormale 

des ions Na+ et Cl- dans les tissus  provoque une altération de la nutrition minérale des plantes 

(Levigneron et al., 1995 in Haouala et al., 2007). La présence excessive de ces ions sodique et 

chlorique limite l’absorption et le transport des ions K+, Ca2+ et ferreux, du phosphate, du zinc 

et du manganèse indispensable pour la croissance des plantes (Maillard, 2001). 

1.4.4. Effet de la salinité sur la germination des graines 

La germination des graines est le premier stade physiologique affecté par la salinité 

(Boulghalagh et al., 2006). La capacité d’une graine à développer un embryon viable dépend 

des conditions du milieu de germination et en particulier de sa teneur en sel ; une salinité 

excessive réduit la vitesse de germination ainsi que la faculté germinative (Slama, 2004). 

L’effet négatif de la salinité sur la germination a été rapporté chez plusieurs espèces, même 

chez des plantes halophytes (Rahmoune et al., 2008). La salinité intervient vraisemblablement 

par deux effets, l’un osmotique et l’autre toxique. L’effet toxique résulte de l’envahissement 

de l’embryon par les ions Cl- et Na+. En effet, l’accumulation de ces ions toxiques provoque 

des perturbations enzymatiques et métaboliques bloquant la levée de dormance des embryons 

(Debez et al., 2001) et conduisant à une diminution de leur capacité germinative (Mâalem et 

Rahmoune, 2010). Des travaux effectués sur des halophytes ont montré que l'effet inhibiteur 

du NaCl sur la germination serait essentiellement de nature osmotique, le sel empêchant 

l'imbibition de la graine (Debez et al., 2001). Or, il existe un seuil critique d’hydratation 

nécessaire à la germination (Bliss et al., 1986). 

1.4.5. Effet de la salinité sur la croissance des plantes 

Les effets de la salinité sur la croissance des plantes varient en fonction de la concentration du 

sel, de l’espèce végétale, de la variété, de l’organe de la plante, ainsi que de son stade 

végétatif (Levigneron et al., 1995). Les effets de la salinité se manifestent principalement par 
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une diminution de la croissance des plantes (Bouaouina et al., 2000). En effet, les sels 

accumulés dans le sol peuvent limiter ou arrêter complètement la croissance du végétal, suite 

à une élévation de la pression osmotique du milieu et/ou à l’effet toxique spécifique des 

éléments (Arbaoui et al., 1999). La salinité diminue la croissance des plantes en modifiant 

l’équilibre hydrique et ionique des tissus (Ouerghi et al., 1998). Par ailleurs, la salinité affecte 

la photosynthèse et l’assimilation de carbone par la réduction de l’indice foliaire et la 

fermeture des stomates. Il s’est avéré que les feuilles sont les tissus les plus sensibles de la 

plante à une salinité excessive, par contre la croissance des racines s’en trouve faiblement 

affectée (Benmahioul et al., 2009). La saturation en sel de l’espace intercellulaire des parties 

aériennes entraîne des nécroses et apoptoses. La réduction de la croissance racinaire, en 

conditions de stress salin a été expliquée par l’inhibition des divisions cellulaires dans le 

méristème apical, par la réduction de l’alimentation de la plante en éléments minéraux 

majeurs, particulièrement K+ et Ca2+ (Cramer, 2003), ou encore, par la réduction de 

l’extensibilité des parois cellulaires (Bressan et al., 1990). 

1.4.6. Les mécanismes d’adaptation des plantes au stress salin 

L’adaptation se définie comme la capacité d’une plante à croître et à donner des rendements 

satisfaisants dans des zones sujettes à des stress de périodicités connues. La notion 

d’adaptation est liée à celles de résistance et de tolérance aux stress. Toutes les plantes ne sont 

pas égales face au stress salin, suivant leur production de biomasse en présence de sel. Le 

terme halophyte (du grec « halo » : sel et « phyt(o) » : plante) définit un organisme qui vit, 

croît et se reproduit naturellement dans un milieu salin alors qu’un glycophyte ne peut croître 

en milieu salin. La grande majorité des stress salins est provoquée par des sels de Na, 

particulièrement le NaCl. De ce fait, les termes halophytes et glycophytes font essentiellement 

référence aux stress provoqués par un excès de Na+ (plus exactement, on devrait parler de 

plantes natrophyles ou natrophobes). Une plante halophyte est capable de survivre et de 

boucler son cycle de vie à des teneurs en NaCl autour de 200 mM et parfois plus (Flowers et 

Colmer, 2008). Par contre, une plante halophyte facultative se développera normalement dans 

des conditions non stressantes. À l’inverse, une plante glycophyte obligatoire ne se 

développera jamais en présence d’un excès de sels (Levitt, 1980). 

Quatre grandes catégories de plantes ont été différenciées suivant leur comportement en 

présence de sel. 
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(1) Halophytes vraies dont la production de biomasse est stimulée par la présence de sel (ex. 

Atriplex sp., Salicornia sp., Sueda sp). Parmi ces halophytes, on distingue les régulateurs et 

les accumulateurs de sels. Les régulateurs de sels qui excrètent le sel par des glandes foliaires 

spécialisées. Les accumulateurs de sels stockent les ions en excès dans la vacuole tout en 

maintenant la turgescence du cytoplasme et/ou dans les vieilles feuilles pour préserver les 

jeunes feuilles. 

(2) Halophytes facultatives présentent une légère augmentation de biomasse à des teneurs 

faibles en sels (ex. Plantago maritima, Aster tripolium) 

 (3) Non-halophytes résistantes supportent de faibles concentrations en sel (Hordeum sp). 

(4) Glycophytes ou halophobes: sensibles à la présence de sels (ex. Phaseolus vulgaris) 

 

En réponse au stress salin, la plante développe trois mécanismes de tolérance au sel. 

- Un premier mécanisme, lié au stress ionique, qualifié «d’exclusion», limite le passage des 

sels dans les racines et/ou ré-excrète les sels des feuilles vers les racines grâce à des 

transporteurs protéiques membranaires. 

- Un deuxième mécanisme, lié au stress ionique, qualifié «d’inclusion», consiste en une 

séquestration des sels dans le cytosol des tiges ou dans la vacuole des feuilles grâce à des 

transporteurs protéiques membranaires (Flowers et Colmer, 2008 ; Cheeseman, 2014) 

-  Un troisième mécanisme, lié au stress osmotique, consiste en l’ajustement osmotique par 

accumulation d’ions (ex. K+, Na+, Cl-) et d’osmorégulateurs (ex. proline). 

1.4.6.1. Exclusion des ions 

L’exclusion des ions toxiques (Na+ et Cl-) de la cellule via un mécanisme d’efflux, est un 

important facteur de la tolérance au sel (Khan et Marshall, 1981). Le maintien d’une faible 

concentration de Na+ dans les feuilles peut être dû à un mécanisme d’exclusion qui provoque 

une accumulation de Na+ dans les racines, évitant une translocation excessive aux tiges. Chez 

les glycophytes, l’exclusion d’ions est la seule stratégie de tolérance au sel (Gorham et al., 

1985).  

1.4.6.2. Inclusion et compartimentation des ions 

La compartimentation des ions entre les organes (racines/parties aériennes), les tissus 

(épiderme/mésophylle), ou encore entre les compartiments cellulaires (vacuole/cytoplasme) 

est l’un des mécanismes d’adaptation à la contrainte saline (Ouerghi et al., 1998). L’inclusion 
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et la compartimentation vacuolaire des ions nocifs présente le double avantage de préserver le 

cytoplasme, lieu de la plupart des processus métaboliques, de la toxicité des ions Na+ et Cl- 

d’une part, et de réaliser l’ajustement osmotique, d’autre part (Kohl, 1997). La plante absorbe 

les sels qui parviennent aux feuilles, au même titre que l'eau, par le mouvement ascendant de 

la sève brute dans les vaisseaux. Le contrôle du transfert des ions à travers des membranes 

implique un transport actif, consommateur d’énergie, qui utilise différents transporteurs à la 

surface des membranes cellulaires (Orcutt et Nilsen, 2000). Il est alors admis que la 

performance de stocker le sel dans les parties aériennes est déterminante dans le niveau de 

tolérance au sel des espèces. 

1.4.6.3. Ajustement osmotique 

L’ajustement osmotique est une stratégie d’adaptation des plantes au stress salin (Cheeseman, 

2014). Il permet le maintien de l’alimentation hydrique et la pression de turgescence (Niu et 

al., 1995). Ce processus se fait en modifiant les concentrations des solutés compatibles dans 

les tissus de façon à maintenir une concentration ionique plus élevée (hypertonique) dans le 

protoplasme que dans le milieu extérieur (Hasegawa et al., 2000). Ces solutés compatibles ont 

une fonction osmoprotectrice et/ou osmorégulatrice. On trouve parmi eux des éléments 

minéraux (tel que le K+), des composés organiques tels que les sucres solubles (fructose, 

glucose, tréhalose, raffinose) et certains amino-acides (proline, glycine bétaïne, ß-alanine, 

bétaïne, proline). Parmi les acides aminés pouvant être accumulés, la proline représente l’une 

des manifestations les plus remarquables des stress hydriques et osmotiques. Son rôle 

d’osmoticum a été rapporté par de nombreux auteurs (Ruiz-Lozano et al., 2012).  

L’accumulation de la proline, induite par les stress, peut être le résultat de trois processus 

complémentaires: stimulation de sa synthèse, inhibition de son oxydation et/ou altération de la 

biosynthèse des protéines. Les sucres peuvent aussi servir de composés solubles compatibles 

pour l’ajustement osmotique, comme de nombreuses autres molécules tels que les polyols (ex. 

glycérol, mannitol) et les éléments minéraux comme le K+. Le K+, outre son importance sur 

l’ouverture des stomates, est un osmorégulateur dont le ratio K+/Na+ témoigne de la tolérance 

des plantes au stress salin. En effet, un ratio K+/Na+ adéquat supérieur à 1 est un bon 

indicateur de tolérance pour sélectionner des plantes adaptées au stress salin (Siva et al., 

2015).  
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1.4.7. Mécanismes physiologiques de tolérance au stress salin chez la symbiose fixatrice 

d’azote rhizobium-légumineuse 

Le stress salin peut affecter la symbiose légumineuse-rhizobia en inhibant le processus 

d'infection, le développement et le fonctionnement des nodules, de même que la capacité 

photosynthétique des feuilles (Zahran, 1999 ; Cesar et al., 2011). Les rhizobia ont une gamme 

de tolérance au sel beaucoup plus élevée que celle de sa plante hôte (Zahran, 2001).  

L’impact positif de l’association symbiotique avec des rhizobia sur l’adaptation des 

légumineuses aux stress environnementaux tel que la salinité a largement été décrit. Plusieurs 

études ont montré que la nodulation et la fixation d’azote, de même que la croissance et la 

survie des légumineuses en condition de stress salin sont fortement améliorées lorsqu’elles 

sont inoculées avec des souches de rhizobia efficientes et tolérantes au sel (Diouf et al., 2005).  

L’amélioration de la tolérance à la salinité chez les légumineuses est accompagnée par une 

augmentation des niveaux de proline, une diminution des pertes d'électrolytes et par le 

maintien de la teneur en eau des feuilles (Bano et Fatima, 2009). 

La tolérance au sel des rhizobia est très variable et dépend probablement, dans une grande 

mesure, de l’efficacité de leurs mécanismes d’osmorégulation (Brhada et Le Rudulier, 1995). 

Plusieurs espèces de bactéries s’adaptent aux conditions salines par l’accumulation 

intracellulaire d’osmolytes (Zahran et al., 1997). L’accumulation des osmolytes contrecarre 

l’effet de déshydratation, mais n’interfère pas avec le métabolisme bactérien (Smith et al., 

1994). Le tréhalose (disaccharide) joue également un rôle dans l’osmorégulation (Hoelzle et 

Streeter, 1990). Certains micro-organismes produisent des hormones végétales, tels que 

l'acide indole acétique et l'acide gibbérellique, qui induisent une croissance plus importante 

des racines et conduit à l'absorption accrue de nutriments (Egamberdieva et Kucharova, 

2009). Chez la majorité des Rhizobiacées, comme E. meliloti, la glycine bétaine est une 

molécule osmoprotectrice majeure, dont l’accumulation est fortement stimulée lors d’un stress 

osmotique (Boscari et al., 2004). 

1.4.8. Mécanismes physiologiques de tolérance au stress salin chez la symbiose 

mycorhizienne à arbuscules 

La salinité peut réduire le taux de colonisation racinaire et rendre critique la réussite de la 

mycorhization (Juniper et Abbott, 2006; Giri et al., 2007; Sheng et al., 2008).  

Toutefois, la symbiose MA confère à la plante hôte une forte tolérance à la salinité (Al-Karaki 

et al., 2001; Dodd et Ruiz-Lozano, 2012). Des études ont montré qu’en conditions salines, la 
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mycorhization favorise la croissance de certaines espèces végétales telles que les acacias, la 

tomate et la laitue (Ruiz-Lozano et Azcon, 1996 ; Al-Karaki et al., 2001; Diouf et al., 2005). 

Cet accroissement de la tolérance au stress salin des plantes mycorhizées est attribué, en 

général, à une meilleure nutrition hydrominérale des plantes. Le mycélium extra-racinaire des 

CMA permet une augmentation substantielle de la capacité d’absorption des sels minéraux 

notamment le phosphate, l’azote, le cuivre, le fer et le zinc et de l’eau disponibles dans les 

sols (Al-Karaki, 2000). 

Les CMA peuvent réduire la concentration en Na+ du sol. En effet, les travaux de Allen et 

Cunningham (1983) ont montré que les racines mycorhizées de Distichlis spicata accumulent 

plus de Na+ que les racines non mycorhizées, ce qui se traduit par une diminution d’environ 

75 % de la teneur en Na+ du substrat de culture. Ces auteurs ont aussi montré une diminution 

de Na+ via leur excrétion par des glandes foliaires et une augmentation concomitante de K+ 

d’où un rapport K+/Na+ élevé qui témoigne de la capacité de la plante à tolérer le sel.  

Lors d’un stress salin, les CMA augmentent de manière considérable le taux de sucre solubles 

dans les racines (Sheng et al., 2011; Talaat et Shawky, 2011). En effet, les CMA stimulent le 

taux de photosynthèse afin de répondre à leur exigence en carbone. 

1.5. Notion de plantes « facilitatrices » (ou plantes « nurses ») 

Dans le domaine de l’écologie et plus précisément des interactions biologiques et interactions 

durables, on parle de « facilitation » pour décrire les situations où la présence d'une espèce 

améliore l'installation, la vie ou la survie d'autres espèces, sans que la relation de dépendance 

ou d’interdépendance soit aussi forte que dans le cas des symbioses (Padilla et Pugnaire, 

2006). 

Dans les zones arides où les propriétés physico-chimiques et biologiques des sols sont 

fréquemment altérées, le développement des plants peut être facilité par la présence d’espèces 

pionnières encore appelées plantes facilitatrices ou plantes nurses (Bruno et al., 2003 ; Padilla 

et Pugnaire, 2006). Les plantes « nurses » sont des espèces qui, par leurs caractéristiques 

intrinsèques (exemple : tolérance à la salinité), colonisent des milieux très dégradés (Azcon-

Aguilar et al., 2003). Elles améliorent les conditions environnementales (température, 

lumière, humidité du sol, fertilité du sol, etc.), permettant ainsi l’installation d’espèces 

végétales moins tolérantes aux stress d’origine abiotique (Bruno et al., 2003 ; Padilla et 

Pugnaire, 2006). De plus, les plantes « nurses », grâce à leur forte mycotrophie, peuvent 

croître et améliorer le potentiel infectieux mycorhizien des sols dans les écosystèmes arides et 
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semi-arides. En effet, des travaux ont rapporté que les plantes nurses hautement mycotrophes 

sont efficaces dans la multiplication des propagules dans les horizons superficiels des sols 

tropicaux (Duponnois et al., 2003 ; Ouahmane et al., 2006 ;  Bainard et al., 2011). Une 

amélioration du potentiel mycorhizogène du sol a été rapportée dans des plantations d’arbres 

du Sénégal (Ingleby et al., 1997 ; Diagne et al., 2006) et attribuée à la flore herbacée sous-

jacente plutôt qu’à la contribution de l’arbre même. Ce rôle important des herbacées dans le 

potentiel symbiotique des sols forestiers est faiblement documenté en ce qui concerne les 

rhizobia. Néanmoins, en milieu tropical, il est connu que les herbacées tapissant les sous-bois 

constituent des plantes hôtes potentielles pour les rhizobia (Yates et al., 2004 ; Garau et al., 

2009 ; Gueye et al., 2009). Ces plantes peuvent donc constituer un réservoir de conservation 

et de dissémination de ces bactéries (Kahindi et al.,). 

1.6. Présentation des espèces végétales étudiées 

1.6.1. Sporobolus robustus Kunth. 

1.6.1.1. Systématique 

Sporobolus robustus est synonyme (Révis. gramin. 2:425, t. 126. 1831) de Agrostis 

abyssinica Ehrenb. & Hemprich ex Trin., Agrostis barbata var. senegalensis Pers., 

Sporobolus assakae Caball., Sporobolus insulanus Parl., Sporobolus insularis Parl. ex Hook., 

Sporobolus littoralis var. elongatus T. Durand & Schinz., Sporobolus senegalensis (Pers.) 

Chiov., Vilfa insularis (Parl.) Steud., Vilfa robusta (Kunth) Trin. Les caractères botaniques de 

S. robustus lui confèrent la systématique suivante : 

Règne : Plantae 

Classe : Liliopsida 

Ordre : Poales 

Famille : Poaceae 

Genre : Sporobolus 

Espèce : robustus 

1.6.1.2. Caractéristiques botaniques 

S. robustus est une herbe pérenne, glaucescente, rhizomateuse, du bord des marigots ou des 

tannes en grosses touffes émettant de longs stolons, atteignant 200 cm de hauteur (Figure 9). 

Les chaumes sont vigoureux, de 2-3 mm de diamètre durs, arrondis, simples ou ramifiés. Les 

http://www.emonocot.org/taxon/urn:kew.org:wcs:taxon:389053
http://www.emonocot.org/taxon/urn:kew.org:wcs:taxon:389053
http://www.emonocot.org/taxon/urn:kew.org:wcs:taxon:389246
http://www.emonocot.org/taxon/urn:kew.org:wcs:taxon:444052
http://www.emonocot.org/taxon/urn:kew.org:wcs:taxon:444273
http://www.emonocot.org/taxon/urn:kew.org:wcs:taxon:444274
http://www.emonocot.org/taxon/urn:kew.org:wcs:taxon:444310
http://www.emonocot.org/taxon/urn:kew.org:wcs:taxon:444470
http://www.emonocot.org/taxon/urn:kew.org:wcs:taxon:444470
http://www.emonocot.org/taxon/urn:kew.org:wcs:taxon:449774
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gaines sont glabres, plus ou moins comprimées, à une marge et gorge longuement ciliées. La 

ligule est réduite à une ligne de poils courts. Les feuilles peuvent mesurer jusqu’à 60 cm de 

long et 7 mm de large. Les inflorescences en panicules linéaires-lancéolées, pouvant atteindre 

28 cm de long et 10-14 mm de large. Les épillets sont uniflores, long de 2-2,2 mm environ. 

Les glumes sont subégales, lancéolées, membraneuses. La fleur à lemme membraneuse, de 2-

2,2 mm de long, lancéolée, 1-nervée. Le caryopse oblong, de 1 mm de long, est comprimé 

latéralement.  

1.6.1.3. Ecologie 

S. robustus est une plante halophyte répandue dans toute l’Afrique tropicale, au Cap- vert, 

Maroc, en Arabie saoudite. C’est une espèce récoltée sur des sols argileux soumis à des 

inondations temporaires, elle se développe mieux dans de l’eau légèrement saumâtre (van der 

Zon, 1992). Au Sénégal, S. robustus se développe sur des sols ferrugineux et des sols 

halomorphes salés ou «tannes». L’espèce se développe là où les précipitations moyennes 

annuelles sont comprises entre 500 et 600 mm avec des températures moyennes de 20 à 35°C. 

S. robusts est une composante de la flore herbacée de Prosopis juliflora et Acacia seyal dans 

le Sine Saloum. 

1.6.1.4. Utilisation 

S. robustus constitue un fourrage d’appoint pour le bétail. En Mauritanie, l’espèce est 

exploitée artisanalement par les populations locales. En effet, les tiges de S. robustus servent à 

la confection de nattes. S. robustus est capable d’établir des associations symbiotiques 

efficaces avec des CMA. S. robustus serait une plante « nurse » pour l’établissement d’A. 

seyal et P. juliflora 
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(a)                                                                          (b) 

Figure 9. Touffe de Sporolus robustusKunth (a) Prosopis juliflora émergeant d’une touffe de 

Sporobolus robustus (b). 

1.6.2. Prosopis juliflora (SW) DC., 1825 

1.6.2.1. Systématique 

L’espèce Prosopis juliflora compte trois variétés : juliflora ; inermis et horrida (Marcelo, 

1990). Les caractères botaniques du P. juliflora lui confèrent la systématique suivante : 

Règne : Plantae 

Classe : Magnoliopsida 

Ordre : Fabales 

Famille : Mimosaceae 

Genre : Prosopis 

Espèce : juliflora (Sw.) DC 

1.6.2.2. Caractéristiques botanique 

P. juliflora est une espèce à croissance rapide, atteignant une hauteur de 12 m de haut et 1 m 

de diamètre (Figure 10). Les rameaux sont pourvus de feuilles bipennées avec des folioles 

longues de 8 à 12 mm, larges de 2 à 3 mm et d’épines droites, souvent jumelées à la base du 

pétiole, dont l’épaisseur et la longueur semblent liées à l’aridité de la station. Le tronc est 
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crevassé et rugueux. Le houppier est dense, couvert d’un feuillage léger, légèrement bleuté, 

qui subsiste en toute saison même dans les contrées très sèches. Bien que dur, le bois est assez 

cassant. Le fruit est une gousse indéhiscente, jaune à maturité, longue de 10 à 20 cm atténuée 

aux extrémités, cloisonnée entre les graines qui contiennent une pulpe fraîche riche en 

matières amylacées. Le bois est à pores diffus et constitue 18% du volume total du tronc.  

1.6.2.3. Ecologie 

Le genre Prosopis compte 44 espèces représentées en Asie occidentale, en Afrique, dans les 

régions arides et semi-arides d’Amérique, du Sud-Ouest des Etats-Unis au Chili et en 

Argentine (Marcelo, 1990).  

P. juliflora convient bien aux climats sahéliens et sahélo-soudanien. En effet, cette espèce se 

développe là où les précipitations moyennes annuelles sont comprises entre 150 et 750 mm. 

Elle pousse bien sur les sols sablonneux et rocheux. Cet arbre développe un système racinaire 

profond (jusqu’à 35 m) lui permettant de chercher l’eau en profondeur. 

Deux espèces de Prosopis sont utilisées au Sénégal : le P. africana qui est natif et localisé 

dans la partie sud du Sénégal, et le P. juliflora introduite depuis l’Amérique centrale (Diagne, 

1996). P. juliflora est la plus importante et la plus connue au Sénégal. Elle a été introduite au 

Sénégal par un gouverneur français, Baron Roger, en 1822 pour des pratiques agricoles dans 

la région du Walo au nord ouest du Sénégal (Sidibé, communication personnelle). Les plus 

vieux peuplements de P. juliflora sont dans cette région, à Richard-Toll et dans le delta du 

fleuve Sénégal. Originaire de l’Amérique centrale, l’espèce est devenue subspontanée en 

utilisant l’eau et les animaux pour la dispersion de ses graines (Diagne, 1996). 
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Figure 10. Peuplement adulte de Prosopis juliflora (Sw.) DC dans  la région naturelle du Sine 

Saloum. 

1.6.2.4. Utilisation  

Les usages de P. juliflora sont extrêmement nombreux et diversifiés. Felker (1981) note en 

particulier son rôle essentiel dans la lutte contre l’érosion, l’amélioration de sols (grâce à sa 

capacité de fixer l’azote atmosphérique), comme producteur de bois de service et de bois 

combustible. Elle est également utilisée pour l’alimentation du bétail. Les jeunes feuilles et les 

gousses, riches en unités fourragères, sont consommées par le bétail. Les fruits sont appréciés 

par les ovins et les caprins. En médecine locale, l’écorce macérée est utilisée comme 

antiseptique pour le traitement des ulcères. P. juliflora est capable d’établir des associations 

symbiotiques efficaces avec des bactéries fixatrices d’azote et des CMA. 

1.6.3. Vachellia seyal (Delile) P.J.H. Hurter (syn. Acacia seyal Delile). 

1.6.3.1. Systématique 

Une récente étude de phylogénie moléculaire du genre Acacia au sens large (sl) et des parents 

proches répartis en Afrique a permis, en utilisant les données de séquence des marqueurs 

chloroplastiques matK / trnK, trnL-trnF et psbA-trnH, de formaliser la ségrégation des 

espèces africaines par rapport aux espèces australiennes dans deux nouveaux genres : 

Vachellia (anciennement le sous-genre Acacia) et Senegalia (anciennement le sous-genre 

Aculeiferum) (Kyalangalilwa et al., 2013). Toutefois, dans le cadre de notre étude nous allons 
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retenir le terme Acacia (sl) pour désigner les acacias appartenant à la sous famille des 

Mimosoideae et qui constituent le genre majoritaire de cette sous-famille avec plus de 1200 

espèces existant sur tous les continents (Sprent, 1995). 

A. seyal compte deux variétés : seyal et fistula. Les caractères botaniques de A. seyal lui 

confèrent la systématique suivante : 

Règne : Plantae 

Classe : Magnoliopsida 

Ordre : Fabales 

Famille : Leguminosae 

Genre : Acacia 

Espèce : seyal 

1.6.3.2. Caractéristiques botaniques 

A. seyal est une légumineuse ligneuse pérenne de 10 à 12 m de hauteur et 35 à 60 cm de 

diamètre à maturité avec des branches peu ramifiées, horizontales et ascendantes (Figure 11). 

La plante porte de grandes épines droites localisées sur les branches et de petites épines 

recourbées situées à l’extrémité des branches. Les jeunes rameaux à poils clairsemés ou 

glabres présentent de nombreuses glandes sessiles rougeâtres. Les feuilles sont alternes, 

bipennées de 3 à 10 cm de long et 1 à 15 mm de large, généralement avec 4-8 paires de 

pinnules et 10 à 20 paires de foliolules par pinnule. Elles présentent souvent une glande sur le 

pétiole et entre la première paire de pennes. Ses fleurs globuleuses de couleur jaune brillant de 

10 à 13 mm de diamètre. Ses gousses de 7 à 20 cm de long et 0,5 à 0,9 cm de diamètre sont 

déhiscentes, falciformes, rétrécies entre les graines. Elles contiennent 6 à 9 graines brun clair 

à maturité, elliptiques, comprimées, de 7 à 9 mm de long et 4,5 à 5 mm de large. 

1.6.3.3. Ecologie 

A. seyal est une espèce caractéristique des régions semi-arides. Elle est originaire de la zone 

sahélienne du Sénégal au Soudan. On la retrouve également en Egypte, en Afrique orientale et 

australe, de la Somalie au Mozambique et en Namibie (NAS, 1980). Au Sénégal, A. seyal 

pousse naturellement sur des sols salés et non salés particulièrement dans le Bassin arachidier 

dans la région naturelle du Sine Saloum. Son optimum écologique se situe sur les sols 

alluviaux à texture moyenne à fine entre les isohyètes de 500 à 700 mm (Mallet et al., 2002). 

Elle prospère également dans les prairies boisées et surtout sur les sols noirs argileux ou 
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argilo-siliceux, saisonnièrement inondés. Cette espèce tolère un pH compris entre 6 et 8, la 

salinité et les inondations périodiques. 

 

Figure 11. Arbre adulte de Acacia seyal Del. 

1.6.3.4. Utilisation 

A. seyal est une importante source d'énergie en milieu rural à la fois comme bois de chauffe et 

de charbon de bois. A. seyal est une plante mellifère. Le feuillage et les gousses d’A. seyal 

sont un excellent fourrage, recherché des ovins, des bovins, des caprins et de nombreux 

animaux sauvages (Le Houerou, 1980). A. seyal est une espèce productrice de gomme 

arabique (gomme friable) et hautement fixatrice d’azote (Ndoye et al., 1995). Elle est capable 

d’établir une association avec des bactéries fixatrices d’azote et des CMA pour former des 

symbioses qui jouent un rôle très important dans la nutrition hydrominérale de la plante, la 

résistance à certains stress environnementaux et la production de gomme. 
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hapitre 2 

Impact de Sporobolus robustus Kunth sur la germination, la 
croissance et la mycorhization de Prosopis juliflora (SW) DC et 

Acacia seyal (Del.) en condition de stress salin 
 

2.1. INTRODUCTION 

La salinité est un facteur limitant la germination et la croissance des plantes surtout dans les 

régions aride et semi-aride (Guma et al., 2010; Wei et al., 2008 ; Yadav et al., 2011). La 

germination de la graine est une étape critique dans le cycle de développement de la plante 

(Grime et Campbell, 1991). En effet, elle conditionne l’enracinement de la plantule et 

probablement son développement  ultérieur (Tremblin et Binet, 1984). Les plantules sont très 

vulnérables à ce stade de leur cycle de vie. L’accumulation de sels dans le milieu entraîne une 

augmentation de la pression osmotique et une baisse concomitante du potentiel hydrique du 

sol. La salinité ralentit ainsi l’imbibition de la graine, qui est la première étape de la 

germination et inhibe la croissance des plantes (Kosova et al., 2013 ; Ungar, 1982).  

S. robustus est une plante halophyte naturellement associée à des CMA. Cette graminée 

pourrait favoriser la germination, la croissance et la mycorhization des légumineuses moins 

tolérantes au sel par une diminution de la salinité des sols et/ou par une stimulation du 

potentiel infectieux mycorhizogène des sols. Les CMA, grâce à leur réseau dense de filaments 

mycéliens, améliorent la structure physique du sol en maintenant les agrégats (Rillig, 2004 ; 

Andrade et al., 1995, 1998; Bethlenfalvay et al., 1999; Requena et al., 2001). Or, la stabilité 

des agrégats est une propriété cruciale affectant la durabilité du sol, la production agricole, 

l’activité biologique, le stockage de carbone et de l’eau. En outre, les CMA améliorent la 

nutrition hydrominérale de la plante, ce qui se traduit chez les plantes mycorhizées par une 

meilleure croissance et tolérance à la salinité (Dodd et Ruíz-Lozano, 2012; Mbadi et al., 

2015). 

Les objectifs de cette étude étaient de déterminer en condition de stress salin, l’effet de S. 

robustus sur (i) la germination, la croissance et la survie de P. juliflora et d’A. seyal (ii) 

mycorhization de P. juliflora et d’A. seyal et (iii) le potentiel infectieux mycorhizogène et la 

salinité des sols. 

C 
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2.2. MATERIEL ET METHODES 

2.2.1. Présentation de la zone d’étude 

La zone d’étude est localisée dans le bassin arachidier, qui correspond à la zone agricole où 

domine la culture arachidière. Elle couvre en particulier la région administrative de Fatick. La 

population est constituée en majorité des ethnies Sérères et Wolofs, avec une densité de 30 

habitants/km2 (FAO/CSE, 2003). La pluviométrie moyenne est comprise entre 500 et 800 mm 

par an. Par ailleurs, l’essentiel de la production agricole nationale provient de cette zone de 

cultures sous pluie. La zone est caractérisée par la forte extension du front agricole au 

détriment des réserves sylvo-pastorales. Les rares formations ligneuses qui subsistent dans le 

bassin arachidier sont localisées dans des aires protégées ou sur des sols incultes. Cette 

végétation naturelle est constituée d’un mélange d’espèces à nette dominance de 

combrétacées et de mimosacées, regroupées en pseudo-steppes, savanes arbustives et arborées 

de quelques îlots de savane boisée. Avec la remontée de la langue salée, la salinisation des 

terres se développe aux abords des cours d’eau permanents (bras de mer du Sine et du 

Saloum). La zone est également marquée par l’appauvrissement continuel des sols et la 

salinisation des terres de sa frange côtière. Ces sols sont de types ferrugineux tropicaux 

lessivés avec une texture sableuse. Ils ont peu évolué, gravillonnaire sur cuirasse latéritique. 

Dans cette zone, les températures maximales avoisinent 38°C en fin de saison sèche (Mai- 

Juin). 

2.2.2. Délimitation des parcelles  

Le site d’étude de Niam-Diarokh (16°46’ W et 14°17’ N) est situé dans le Département de 

Foundiougne (Région de Fatick). Le choix de ce site se justifie par les résultats antérieurs 

révélant la présence d’une flore microbienne symbiotique dans ces sols (Diouf et al. 2007 ; 

Manga et al. 2007). Sur ce site, une parcelle principale de 40 m x 25 m a été délimitée selon 

un transect Ouest-Est suivant un gradient de salinité décroissant. En raison de l’hétérogénéité 

apparente du site, la parcelle principale a été subdivisée en quatre (04) parcelles élémentaires 

de 10 m x 25 m. Chaque parcelle élémentaire représente un niveau de salinité. 

2.2.3. Substrat de culture 

Le substrat utilisé dans cette étude est constitué de sols échantillonnés dans le site de Niam 

Diarokh. Les sols ont été prélevés en saison sèche (juin 2013) dans la rhizosphère de trois 
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individus de S. robustus dans trois parcelles délimitées le long d’un gradient de salinité. Le 

gradient de salinité était compris en moyenne entre 14,40 et 39,77‰ de salinité correspondant 

respectivement à une conductivité électrique de 21,28 mS/cm et 58,60 mS/cm (Tableau 2). 

Les sols ont été prélevés à l’horizon 0-20 cm. Un échantillon composite de sols a été réalisé 

pour chaque niveau de salinité. Le substrat de culture a été préalablement tamisé (2 mm) puis 

les caractéristiques physico-chimiques (Tableau 2) ont été déterminées au Laboratoire des 

Moyens Analytiques (LAMA), ISO 9001-2000, Dakar, US IMAGO, IRD, www.lama.ird.sn. 

Tableau 2. Quelques caractéristiques physico-chimiques du sol de Niam Diarokh prélevé en 

juin 2013. 

Composants Salinité (‰) 
14,40 34,89 39,77 

Caractéristiques physiques (%) 
          Argile 
          Limons fin 
          Limons gros 
          Sable fin 
          Sable grossier 

 
17,80 
5,90 
24,90 
49,40 
0,40 

 
24,80 
5,30 
24,60 
42,90 
0,30 

 
27,02 
12,98 
16,60 
38,51 
0,43 

Caractéristiques chimiques 
          pH (H2O) 
         Conductivité électrique (mS/cm) 
          C total (%) 
          N assimilable (mg/kg) 
          P assimilable (mg/kg) 

 
6,7 
21,28 
1,31 
0,56 
6 

 
7,6 
52,96 
1,24 
1,35 
9 

 
8,0 
58,60 
1,47 
2,62 
16 

 

2.2.4. Matériel végétal et condition de culture 

Le matériel végétal est constitué de graines de P. juliflora et A. seyal et de touffes de S. 

robustus prélevées dans le site de Niam Diarokh. Les touffes de S. robustus prélevées dans les 

3 niveaux de salinité ont été repiquées dans des pots (4 tiges de même taille/pot) en plastique 

de 16 cm de hauteur et 17cm de diamètre. Pour chaque niveau de salinité, 36 pots ont été 

préparés. Les pots ont été remplis jusqu’au 4/5 de leur volume avec les sols prélevés. La 

culture des plants de S. robustus a été menée sous serre au Centre de Recherches ISRA/IRD 

de Bel-Air (17°30’W et 14°44’N), dans des conditions d’éclairement naturel (14h), de 

température ambiante (35°C jour, 27°C nuit) et d’humidité relative de 75%. Les jeunes plants 

http://www.lama.ird.sn/
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ont été régulièrement arrosés avec de l’eau de robinet jusqu’à la saturation pendant 5 mois 

pour obtenir des touffes. 

2.2.5. Dispositif expérimental 

Les plants de P. juliflora et d’A. seyal.ont été disposés dans un bloc complètement randomisé 

avec 3 facteurs : le facteur salinité à trois niveaux (14,40, 34,89 et 39,77‰), le facteur plante 

à deux niveaux (P. juliflora et A. seyal) et le facteur S. robustus à deux niveaux (présence/ 

absence). Notons que sur les trois niveaux de salinité (14,40, 34,89 et 39,77‰), seuls les 

plants de S. robustus repiqués dans le traitement 14,40‰ ont pu repousser. Par conséquent, 

cette étude a été menée uniquement sur les sols ayant une salinité de 14,40‰. La combinaison 

de deux facteurs (2 x 2) a représenté les 4 traitements à comparer. Chaque traitement a été 

répété neuf fois. 

2.2.6. Germination des graines de P. juliflora et A. seyal en présence de S. robustus 

Les graines de P. juliflora et A. seyal ont été scarifiées avec de l’acide sulfurique concentré 

(H2SO4, 96%) respectivement 15 min et 30 min (Diagne et al., 1988 ; Diouf et al., 2007). 

Elles ont été abondamment rincées à l’eau distillée avant d’être semées dans les touffes de S. 

robustus maintenues en pots pendant 5 mois, à raison de 10 graines par pot et par espèce de 

légumineuse. La germination a été repérée par la sortie de la radicule hors des téguments de la 

graine toutes les 24 h sur une durée maximale de 12 jours. L’essai a pris fin lorsqu’après trois 

comptages successifs aucune germination n’a été enregistrée. Au cours de cet essai, la 

cinétique et le taux final de germination des graines de P. juliflora et A. seyal ont été évalués. 

2.2.7. Croissance et mycorhization de P. juliflora et A. seyal en présence de S. robustus 

Les graines de P. juliflora et A. seyal ont été scarifiées avec de l’acide sulfurique concentré 

(H2SO4, 96%) puis mises à germer pendant 48 h à l’obscurité dans de l’eau gélosée (0,9 % ; 

p/v). Les graines pré-germées ont été repiquées individuellement à proximité des touffes 

poussant dans les pots des différents traitements. Les plants de P. juliflora et A. seyal ont été 

maintenus en serre pendant 4 mois. Les paramètres mesurés ont concerné le taux de survie, les 

paramètres de croissance et de mycorhization (intensité et la fréquence) des légumineuses. La 

densité des spores, le potentiel infectieux mycorhizogène et la conductivité électrique des sols 

des différents traitements ont été déterminés à la fin de l’expérimentation.  
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Le taux de survie des plants des deux légumineuses (nombre de plants vivants/ nombre total 

de plants x 100), a été déterminé après 4 mois de croissance. Les parties aérienne et racinaire 

des plants ont ensuite été séparées et les poids secs déterminés après séchage à 60 °C pendant 

72 heures.  

2.2.7.1. Evaluation du taux de mycorhization 

2.2.7.1.1. Coloration des racines 

Les racines ont été rincées à l’eau de robinet, mises dans des tubes à essai contenant une 

solution de KOH (10%) et l’ensemble a été porté à ébullition dans un bain marie à 90 °C 

pendant 1 h. Après un rinçage à l’eau de robinet, les racines ont été trempées dans une 

solution de bleu de Trypan (0,05%) et les tubes placés au bain marie à 90 °C pendant 30 min. 

Les racines ont été rincées pour éliminer l’excès de colorant et conservées dans de l’eau à 

4°C. 

2.2.7.1.2. Observation et évaluation du taux de mycorhization 

Cent fragments de racines d’environ 1 cm chacun, préalablement colorées au bleu de Trypan, 

ont été observés au microscope optique pour déterminer l’intensité de mycorhization comme 

décrite par Trouvelot et al. (1986).  

2.2.7.2. Densité des spores de CMA  

2.2.7.2.1. Extraction des spores  

L’extraction de spores a été effectuée selon la méthode du tamisage humide décrite par 

Gerdemann et Nicolson (1963). Un échantillon de cent grammes de chaque sol a été mélangé 

avec un excès d’eau de robinet dans un bécher. Ce mélange eau-sol a été agité quelques min 

puis laissé décanter pendant quelques secondes. Le surnageant contenant les spores a été filtré 

à travers un jeu de tamis de mailles décroissantes (500 μm, 200 μm, 100 μm, 50 μm). Afin de 

récupérer le maximum de spores le tamisage humide a été répété trois fois. Les débris 

organiques et les spores retenues dans les tamis de 200 μm, 100 μm et 50 μm ont été 

récupérés dans des tubes de centrifugation (tubes corex de 25 ml) remplis à moitié. Pour 

compléter le tube, une solution de saccharose 60% (v/v) a été injectée au fond du tube à l’aide 

d’une pipette. Les débris organiques et les spores ont été séparés par une centrifugation à 

3000 tours par min pendant trois min et à 4°C. Les spores se placent à l’interface de la phase 
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aqueuse et de la phase sucrée tandis que les débris organiques restent en surface. Les spores 

ont été récupérées à l’aide d’une pipette et placées dans le tamis de 50 μm. Un dernier rinçage 

à l’eau a permis d’éliminer le saccharose et de récupérer les spores du tamis dans une boîte de 

Pétri.  

2.2.7.2.2. Dénombrement des spores 

Pour chaque tube de centrifugation, la suspension sporale a été mise dans une boîte de Pétri 

dont la surface est quadrillée pour faciliter le comptage des spores. Les spores ont été 

dénombrées sous une loupe binoculaire puis conservées à 4°C dans des tubes Eppendorf 

contenant du glycérol 60% (v/v).  

2.2.7.3. Potentiel infectieux mycorhizogène 

La mesure du potentiel infectieux mycorhizogène d’un sol consiste en une évaluation du 

nombre de propagules mycorhiziennes par 100 g de ce sol.  

Le potentiel infectieux  mycorhizogène a été estimé par la méthode MPN (« Most Probable 

Number ») décrite par Sieverding (1991). S. robustus a été utilisé comme plante piège pour 

cette étude. La méthode MPN consiste en des dilutions de sol (de 4 en 4) avec le même sol 

stérilisé à l’autoclave à 120°C pendant 1h. Le Tableau 3 présente les dilutions effectuées.  

Tableau 3. Dilutions de sols pour les MPN. 

Dilutions Quantité de sol naturelle (g) Quantité de sol stérile (g) 

1 100 0 
1/4 25 75 
1/16 6,25 93,75 
1/64 1,56 98,44 
1/256 0,39 99,61 
1/1024 0,1 99,9 
 

Les graines de S. robustus utilisées pour la culture ont été désinfectées à l’eau de javel (5%, 

p/v) pendant 2 min puis rincées avec de l’eau distillée stérile avant d’être semées sur du sol 

stérile. Deux semaines après germination, les jeunes plants ont été repiqués dans les pots 

contenant les différentes dilutions de sols puis transférés en serre où ils ont été arrosés à la 

capacité au champ pendant 6 semaines. Au terme des 6 semaines de culture, les plants de S. 

robustus ont été récoltés et les racines bien rincées ont été colorées suivant la méthode de 

Phillips et Hayman (1970). La détermination du MPN a été faite à partir des résultats (plant 
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mycorhizé ou non) obtenus pour les 5 répétitions de chaque dilution de sol. Le MPN est 

calculé selon la formule suivante : 

Log MPN = (x log a) - K 

x est la moyenne des plantes mycorhizées soit le total pour toutes les dilutions divisé par 5 

(nombre de répétitions) ; a est le facteur de dilution soit 4 dans le cas présent ; y = s – x et y 

est requis pour trouver le nombre K ; s est le nombre de dilutions soit ici 6 ; la valeur de K est 

donnée dans la table de Ficher et Yates (1948 ; 1970) (Annexe 1). 

L’écart type correspondant est obtenu selon la formule : 

log MPN s,i = log 213,98 ± n
S

 x z 

s  est la limite supérieur ; i  est la limite inférieure ; n est le nombre de répétitions soit 5 dans 

le cas présent ; n  = 5  = 2,2361 ; S = 0,4483 est la valeur de la variance MPN pour une 

dilution au 1/4 (Sieverding, 1991) ; z = 1,645 au seuil de 95% (Sieverding, 1991). 

2.2.8. Analyses statistiques 

Les données ont été soumises à une analyse de variance ANOVA à un facteur. Les 

comparaisons entre les différentes moyennes ont été effectuées par le test de Tukey HSD à 

5% de probabilité. Les données de fréquence et d’intensité de mycorhization ont été 

transformées en arc sinus avant d’être soumises à l’analyse ANOVA. Les analyses ANOVA 

ont été réalisées avec le logiciel XLSTAT version 2010. 

2.3. RESULTATS 

2.3.1. Effet de S. robustus sur la germination des graines de P. juliflora et A. seyal 

Les résultats concernant l’impact des touffes de S. robustus ont montré un effet 

significativement élevé de la graminée sur la cinétique de germination d’A. seyal (Figure 12). 

Chez P. juliflora, la présence de la graminée n’a pas eu d’effet significatif sur le taux final de 

germination. Cependant, S. robustus a accéléré la germination de P. juliflora durant les huit 

premiers jours.  
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Figure 12. Cinétique et taux final (12 jours) de germination (%) des graines de P. juliflora et 

A. seyal en présence (+) ou non (-) de S. robustus. Test de Tukey HSD (P< 0.05). 

 

2.3.2. Effet de S. robustus sur la survie et la croissance des plants de P. juliflora et A. 

seyal 

S. robustus améliore la survie des plants. Ainsi, en présence de la graminée, 66% des plants 

d’A. seyal ont survécu après 4 mois de culture contre 44% en absence de S. robustus (Tableau 

4). Chez P. juliflora, 100% des plants associés à S. robustus ont survécu après 4 mois de 

croissance. Par contre, 55% seulement des plants de P. juliflora ont pu survivre lorsqu’ils ont 

été cultivés seuls. 

Tableau 4. Taux de survie des plantes de P. juliflora et A. seyal, après 4 mois de croissance 

en serre, en présence (+) ou non (-) de S. robustus. 

Légumineuses  S. robustus           Taux de survie 
    Nombre de plantes vivantes  %  

A. seyal  - 4  44b 
A. seyal  + 6  66b 
P. juliflora  - 5 55b 
P. juliflora  + 9 100a   

Pour une même espèce, les données suivies de la même lettre ne sont pas significativement 
différentes selon le test de Tukey HSD (P< 0.05). 
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L’effet de S. robustus sur les paramètres de croissance de P. juliflora et d’A. seyal est 

représenté sur la figure 13. Les résultats n’ont montré aucun effet significatif de la graminée 

sur le poids sec aérien, racinaire et sur le poids sec total des plants des 2 légumineuses.  
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Figure 13. Poids sec aérien (a), poids sec racinaire (b) et poids sec total (c) des plants de P. 

juliflora et d’A. seyal, après 4 mois de culture en serre, en présence (+) ou en absence (-) de S. 

robustus. Test de Tukey HSD (P< 0.05). 
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2.3.3. Effet de S. robustus sur la mycorhization des plants de P. juliflora et d’A. seyal et le 

nombre de spores des sols sous légumineuses 

L’effet de S. robustus sur la mycorhization des plants de P. juliflora et d’A. seyal a été 

déterminé après 4 mois de croissance des légumineuses (Tableau 5). Les résultats ont révélé 

un effet hautement significatif de la présence de S. robustus sur les intensités et fréquences de 

mycorhization des légumineuses. En effet, les légumineuses en présence de la graminée ont 

des taux de mycorhization statistiquement supérieurs à ceux observés en culture seule. 

Le nombre de spores des sols sous P. juliflora et A. seyal a été significativement amélioré par 

la présence de S. robustus. Ainsi, après 4 mois de croissance des légumineuses, le taux de 

mycorhization en présence de S. robustus a été plus de 10 fois supérieure à celui des plants 

cultivés seuls (Tableau 5). 

Tableau 5. Taux de mycorhization de P. juliflora et d’A. seyal et nombre de spores des sols 
sous légumineuses, après 4 mois de croissance en serre, en présence (+) ou non (-) de S. 
robustus. 

Légumineuses  S. robustus  Mycorhization (%)  Nombre de spores  
   (/100 g de sol)     Intensité Fréquence  

A. seyal  - 0b 0b  34b 
A. seyal  + 34,83a  86a  385a 
P. juliflora  - 01,33b  10b  38b 
P. juliflora  + 43,96a  96a    458a 

Pour une même espèce de légumineuses, les valeurs suivies de la même lettre ne sont pas 
significativement différentes selon le test de Tukey HSD (P< 0.05). 
 

2.3.4. Effet de S. robustus sur le potentiel mycorhizogène et la salinité des sols sous P. 

juliflora et A. seyal 

L’estimation du nombre de propagules par la méthode des MPN (Most Probable number) a 

été effectuée sur des sols sous P. juliflora et A. seyal associés ou non à S. rbustus, après 4 

mois de croissance des légumineuses (Tableau 6). Les résultats ont révélé qu’en présence de 

la graminée les sols sous légumineuses présentent un nombre de propagules mycorhiziennes 

nettement plus élevé que sous P. juliflora et A. seyal en culture seule. 

L’analyse des caractéristiques chimiques des sols à la fin de l’expérience a montré une 

diminution de la salinité des sols sous les plants d’A. seyal en présence de la graminée (Figure 
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14). Toutefois, bien qu’une tendance baissière du niveau de salinité ait été notée sous P. 

juliflora en présence de la graminée, aucun effet significatif n’a été noté entre les deux 

traitements. 

Tableau 6. Estimation du nombre le plus probable de propagules (MPN) des sols sous P. 
juliflora et A. seyal, après 4 mois de croissance en serre, en présence (+) ou en absence (-) de 
S. robustus. 

 Légumineuses  S. robustus MPN/100 g de sol Intervalle de confiance (95%) 

A. seyal  - (1,46) x 104 (0,93 - 4,27) x 104 
A.seyal  + (31,7) x 104 (14,97 - 68,38) x 104 
P. juliflora  - (4) x 104 (1,87 - 8,54) x 104 
P. juliflora  + (42,07) x 104 (20 – 90) x 104 
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Figure 14. Salinité (‰) des sols sous P. juliflora et A. seyal, après 4 mois de croissance en 

serre, en présence (+) ou en absence (-) de S. robustus. Test de Tukey HSD (P< 0.05). 
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2.4. DISCUSSION 

Les résultats issus de cette étude ont montré une diminution de la salinité des sols sous les 

plants d’A. seyal en présence de S. robustus. Ces résultats suggèrent qu’en condition de stress 

salin, S. robustus développe des mécanismes pour s’adapter à la salinité. Parmi ces 

mécanismes, nous pouvons citer l’exclusion des ions toxiques et la synthèse d’osmolytes 

compatibles. Ces résultats corroborent ceux de Zou et al. (1995) qui ont montré que les 

halophytes développent des mécanismes anatomiques, morphologiques et physiologiques 

pour s’adapter et se développer dans ces zones salées. La diminution de la salinité pourrait 

expliquer les taux de germination des graines d’A. seyal significativement plus élevés en 

présence de la graminée. La graminée n’a pas eu d’effet significatif sur la germination des 

graines de P. juliflora contrairement aux graines d’A. seyal. La germination d’A. seyal est plus 

sensible à la salinité comparée à P. juliflora (Fall et al., 2016). La survie de P. juliflora a été 

positivement affectée par S. robustus. Par contre, chez A. seyal, la graminée n’a pas eu d’effet 

significatif sur le taux de survie des plants. Ces résultats suggèrent que la tolérance au sel des 

légumineuses en phase germinative peut être différente de celle au stade jeune plant. Ces 

résultats corroborent ceux de Radhouane (2008) qui a montré que la réponse de Pennisetum 

glaucum à la salinité diffère selon son stade de développement. 

S. robustus a stimulé le potentiel infectieux mycorhizogène des sols. L’impact positif de la 

graminée sur le potentiel mycorhizogène serait probablement lié aux exsudats racinaires 

produits par la plante. Certains auteurs ont montré que les exsudats racinaires peuvent 

influencer la germination de spores et la croissance des hyphes (Gianinazzi-Pearson et al., 

1989). Une amélioration du potentiel mycorhizogène du sol a été rapportée dans des 

plantations d’arbres du Sénégal (Ingleby et al., 1997 ; Diagne et al., 2006) et attribuée à la 

flore herbacée sous-jacente plutôt qu’à la contribution de l’arbre même.  

S. robustus a eu un effet significativement élevé sur les taux de mycorhization de P. juliflora 

et d’A. seyal. Enkhtuya et al. (2005) ont montré que des plantes herbacées bien implantées 

peuvent faciliter la mycorhization de jeunes arbres nouvellement installés via le réseau 

mycélien. L’effet positif de S. robustus sur les paramètres de mycorhization des légumineuses 

et sur le potentiel infectieux mycorhizogène des sols expliqueraient en partie les meilleurs 

taux de germination et de survie observés respectivement chez A. seyal et P. juliflora, 

pourtant, S. robustus n’a pas eu d’effet significatif sur la croissance des deux légumineuses. 
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S. robustus en diminuant la salinité des sols et en stimulant le potentiel infectieux 

mycorhizogène des sols, crée un microhabitat favorable à la germination, à la mycorhization 

et à la survie des légumineuses. S. robustus serait une plante facilitatrice ou plante nurse pour 

la germination et la survie des jeunes légumineuses en condition de stress salin. Plusieurs 

études (Bruno et al., 2003 ; Padilla et Pugnaire, 2006 ; Duponnois et al., 2013) ont montré que 

les plantes nurses matérialisent des micro habitats favorables à la germination des semences 

et/ou aux besoins des plantes. Ces auteurs ont montré que les plantes nurses améliorent les 

conditions environnementales, permettant ainsi l’installation d’espèces végétales moins 

tolérantes aux stress d’origine abiotique. 

2.5. CONCLUSION 

Les résultats issus de cette étude ont montré que S.robustus a favorisé la germination d’A. 

seyal et la survie de P. juliflora. Toutefois, la graminée n’a pas eu d’effet significatif sur la 

croissance des légumineuses. 

L’intensité et la fréquence de mycorhization de A. seyal et P. juliflora ont significativement 

augmenté avec la graminée. 

S. robustus a stimulé le potentiel infectieux mycorhizogène des sols sous A. seyal et P. 

juliflora. La graminée a également diminué la salinité des sols sous les légumineuses. 

Ainsi, S. robustus serait une plante facilitatrice pour la germination et l’établissement d’A. 

seyal et P. juliflora en condition de stress salin. S. robustus pourrait être utilisé comme plante 

facilitant l’installation des deux légumineuses dans des opérations de reboisement des zones 

salées du Sine et Saloum. Le mécanisme par lequel S. robustus diminue la salinité du sol reste 

à élucider. C’est l’objet du chapitre suivant. 
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hapitre 3 

Réponses morphologique et physiologique de Sporobolus robustus 
Kunth à la salinité 

 

3.1. INTRODUCTION 

Plus de 6% des terres dans le monde sont affectées par le sel, ce qui représente plus de 800 

millions d'hectares de terres (FAO, 2008). La salinité est un facteur limitant le développement 

des cultures et la productivité, en particulier dans les régions arides et semi-arides (Yadav et 

al., 2011). Il provoque une inhibition de la croissance des plantes, en particulier les 

glycophytes par la diminution de la disponibilité en eau, l'accumulation des ions sodium et les 

déséquilibres minéraux qui entrainent des dommages cellulaires et moléculaires (Kosova et 

al., 2013). Contrairement aux glycophytes, les plantes halophytes sont naturellement adaptées 

aux environnements salés grâce aux stratégies d’adaptation qu’elles développent. En effet, les 

halophytes utilisent principalement deux stratégies d’adaptations physiologique, biochimique 

et moléculaire: (i) Exclusion des ions toxiques et contrôle de leur transport par les racines, (ii) 

Compartimentation des ions toxiques dans les feuilles et synthèse d’osmolytes compatibles. 

L’ajustement osmotique est réalisé par des osmoticums organiques comme la proline 

(Farkhondeh et al., 2012).  

Les halophytes concernent de nombreuses familles de plantes avec toutefois une 

prédominance des Chenopodiaceae et des Poaceae ou graminées (Flowers et Colmer, 2008). 

Les graminées ont le plus grand nombre d’espèces halophytes (Flowers et al., 1986) et sont 

bien adaptées à la salinité, ce qui leur permet de se développer dans les conditions de fortes 

salinité. Leur culture pourrait constituer une approche judicieuse pour la réhabilitation et la 

récupération des sols salés (Rogers et al., 2005). Chez les graminées, le genre Sporobolus est 

connu comme étant une halophyte car la plupart des espèces de Sporobolus sont distribuées 

dans les habitats salés (Rogers et al., 2005). Des espèces de Sporobolus ont également montré 

une grande tolérance à la salinité en condition contrôlée. Sur les 13 espèces de Sporobolus qui 

se développent dans les habitats salés, 9 ont montré une tolérance à la salinité en condition 

contrôlée (Roger et al., 2005). Hameed et al., (2013) ont comparé en situation de stress salin 

deux populations de S. arabicus, l’une provenant d’un habitat salé et l’autre d’un habitat non 

salé. La population de l’habitat salé a mieux toléré le sel que celle du milieu non salé grâce 

aux mécanismes suivants : maintien du potentiel hydrique, accumulation de faibles quantités 

C 
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de Na+ et Cl- dans les racines et feuilles et synthèse d’osmolytes organiques. Gulzar et al. 

(2005) ont montré un effet négatif de la salinité sur la conductance stomatique et la teneur en 

ions toxiques des parties aériennes de  S. ioclados. Hester et al. (2003) ont montré que S. 

virginicus a besoin d’une concentration modérée de sel pour optimiser sa croissance. S. 

robustus est une graminée pérenne stolonifère des sols salés largement distribuée dans le 

Delta du Sine Saloum au Sénégal (Fall et al., 2015).  

Les objectifs de ce travail étaient d’évaluer les réponses  morphologique et physiologique  de 

jeunes plants de S. robustus à la salinité  

3.2. MATERIEL ET METHODES 

3.2.1. Substrat de culture 

Le substrat utilisé dans cette étude est un sol sableux non salé, prélevé à l’horizon 0-25 cm 

dans le site de Niam Diarokh (16°46’ W et 14°17’ N) dans la région de Fatick au Sénégal. Le 

sol, échantillonné en novembre 2013 hors du couvert végétal, a été tamisé (2 mm). Les 

caractéristiques physico-chimiques du sol déterminées au LAMA, ont été : argile 14,6% ; Silt 

32,6% ; sable fin 49,6% ; sable grossier 0,3% ; pH (H2O) 6,8 ; conductivité électrique 0,3 

mS/cm ; salinité 0,2‰ ; C total 1,15% ; N total 0,10% ; N assimilable 4,19 mg/kg ; C/N 12 ; P 

total 93 mg P/kg ; P assimilable 4 mg P/kg. 

3.2.2. Matériel végétal et conditions de cultures  

Les graines de S. robustus ont été collectées à Niam Diarokh, Fatick, Sénégal. Elles ont été 

mises à germer dans du sable préalablement stérilisé (120°C, 2h) provenant de Sangalkam au 

Sénégal. Les jeunes plants de S. robustus âgés de deux semaines ont ensuite été repiqués 

individuellement dans des gaines (24 cm de hauteur et 12 cm de diamètre). Les gaines ont été 

remplies jusqu’au 4/5 de leur volume avec le sol non salé de Niam Diarokh. La culture des 

plants a été menée sous serre à Bel-Air (17°30’W et 14°44’N), dans des conditions 

d’éclairement naturel (14 h), de température ambiante (35°C jour, 27°C nuit) et d’humidité 

relative de 75%. Les jeunes plants ont été arrosés régulièrement avec de l’eau de robinet 

pendant 4 semaines avant l’application du NaCl. 
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3.2.3. Dispositif expérimental et traitement salin 

Les doses de NaCl ont été choisies en tenant compte de la gamme de salinité des sols sous S. 

robustus dans le site de Niam Diarokh (Données non représentées). Afin d’éviter un choc 

osmotique, le traitement salin a été appliqué progressivement en ajoutant 25 mM de NaCl tous 

les 2 jours jusqu’à atteindre les teneurs en sel souhaitées (0, 50, 100, 150, 200, 250 et 300 

mM). Les niveaux de salinité du sol dans les gaines ont été contrôlés une fois par semaine 

avec un salinomètre (Digit 100 ATC Salinity pocket refractometer, CETI, Optical 

Instruments, Belgium) et ajustés au besoin. Les plants ont été disposés dans un bloc 

complètement randomisé avec le seul facteur salinité à sept niveaux. Chaque traitement a été 

répété 12 fois. Le traitement sans NaCl mesuré avec le salinomètre a été retenu comme 

témoin. 

3.2.4. Récolte et analyse des paramètres 

Les plants de S. robustus ont été récoltés et analysés à 50, 100 et 150 jours de croissance. 

Quatre plants ont été récoltés par niveau de salinité et par période de récolte. Le poids sec des 

plants a été déterminé après séchage à 60 °C pendant 96 heures. 

L’indice de tolérance au sel (ITS) a été évalué selon l’équation suivante de Seydi et al., 

(2003): ITS = [(PST à Sx / PST à S1) x 100], avec PST = Poids sec total de la plante, S1 = 

Poids sec du Traitement témoin et Sx = Poids sec du Traitement NaCl considéré. 

La concentration en proline a été quantifiée en spectrophotométrie à 520 nm avec 100 mg de 

feuilles fraîches, selon la méthode décrite par Monnevaux et Nemmar (1986), modifiée par 

Diouf et al. (2005). La concentration en proline a été déduite d’une gamme d’étalonnage (Cf. 

annexe 4). 

Les teneurs en chlorophylles ont été déterminées en broyant 100 mg de feuilles fraîches 

(Makeen, 2007). Les concentrations en chlorophylles a, b et chlorophylle totale ont été 

calculées à partir de la formule de Arnon (1949). 

Après séchage et broyage, les parties aérienne et racinaire des plants de S. robustus âgés de 

150 jours ont été digérés dans une solution d’acide nitrique. Les teneurs en Na et K ont été 

déterminées à l’aide d’un spectrophotomètre d'absorption atomique (VARIAN 220 FS) selon 

la méthode de Wang et Zhao (1995).                                                   

3.2.5. Analyses statistiques 
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Une analyse ANOVA  à un facteur a été réalisée pour tester l’effet de la salinité sur le poids 

sec total, l’indice de tolérance au sel, les teneurs en proline, chlorophylle a, chlorophylle b et 

chlorophylle total des plants de S. robustus à 50, 100 et 150 jours de traitement. Les données 

des teneurs en Na, K et K/Na ont été analysées par ANOVA uniquement après 150 jours de 

traitement. Pour tous les paramètres mesurés, les moyennes des valeurs ont été comparées 

avec le test de Tukey HSD (P < 0,05). Les analyses ANOVA ont été réalisées en utilisant le 

logiciel XLSTAT version 2010. 

3.3. RESULTATS 

3.3.1. Effet de la concentration en NaCl sur la production de biomasse 

Les résultats ont montré qu’à 50 jours de traitement salin, le poids sec aérien des plants a 

significativement diminué à 250 et 300 mM de NaCl, comparé aux plants témoins. Le poids 

sec racinaire a significativement diminué au delà de 50 mM alors que le poids sec total a été 

négativement affecté à partir de 200 mM de NaCl (Figure 1). A 100 jours de traitement, le 

poids sec aérien a connu une baisse significative à 300 mM. Par contre, le poids sec racinaire 

a significativement diminué pour des concentrations en NaCl variant entre 50 et 300 mM. A 

cette période de récolte, le poids sec total a diminué à 250 et 300 mM. A la fin de 

l’expérimentation (150 jours après traitement), jusqu’à 150 mM de NaCl, il n’y a pas eu de 

diminution significative de la biomasse des plants de S. robustus par rapport aux témoins non 

soumis au stress salin. Ces résultats montrent une forte tolérance de S. robustus à la salinité. 

3.3.2. Les indicateurs de la tolérance à la salinité 

Quatre indicateurs de tolérance à la salinité ont été mesurés. Il s’agit de l’indice de tolérance 

au sel, les teneurs en proline et en chlorophylle a, b et total et le ratio K/Na (Figure 15, 16 et 

17). 

L’indice de tolérance au sel a été négativement affecté par la concentration de 200 mM de 

NaCl à 50 et 150 jours de traitement. A 100 jours de traitement, la tolérance au sel de S. 

robustus a diminué à des concentrations de 250 et 300 mM de NaCl. 

La teneur en proline des feuilles de S. robustus a significativement augmenté à 300 mM à 50 

jours de traitement (Figure 16). A 100 jours de traitement, la concentration de 250 mM a eu 

un effet positif sur la teneur en proline. Par contre, à 150 jours de traitement, seule la dose de 

200 mM a significativement augmenté la concentration en proline des feuilles de S. robustus. 
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La teneur en chlorophylle a des plants de S. robustus récoltés à 50 jours après traitement a 

significativement augmenté à une concentration en NaCl comprise entre 150 et 300 mM 

(Figure 16). A 100 et 150 jours de traitement, la teneur en chlorophylle a des plants n’a pas 

varié. Comparée aux plants témoins, la teneur en chlorophylle b de S. robustus n’a pas varié 

aux trois périodes de récoltes. Toutefois, la teneur en chlorophylle b a légèrement augmenté à 

50 mM à 150 jours de traitement (Figure 16). La teneur en chlorophylle totale de S. robustus a 

significativement augmenté à 200 mM à 50 jours de traitement (Figure 16). A 100 et 150 

jours de traitements, les teneurs en chlorophylle totale n’ont pas varié. Cependant, les teneurs 

en chlorophylle totale ont connu une légère augmentation à 50 mM à 150 jours de traitement. 
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Figure 15. Effet de la concentration en NaCl sur le poids sec aérien (a), racinaire (b), total (c) 

et l’indice de tolérance au sel (d) de S. robustus à 50, 100 et 150 jours de traitement. Pour 

chaque période de récolte, les valeurs (moyennes de 4 mesures) suivies de la même lettre ne 

sont pas significativement différentes selon le test de Tukey HSD (5%). 
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Figure 16. Effet de la concentration en NaCl sur les teneurs en proline (a), chlorophylle a (b), 

chlorophylle b (c) et chlorophylle totale (d) de S. robustus à 50, 100 et 150 jours de 

traitement. MF, matière fraiche. Pour chaque période de récolte, les valeurs (moyennes de 4 

mesures) suivies de la même lettre ne sont pas significativement différentes selon le test de 

Tukey HSD (5%). 
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Nos résultats ont montré que le Na des parties aérienne et racinaire a augmenté 

proportionnellement avec la salinité à 150 jours (Figure 17). Les fortes teneurs en Na ont été 

enregistrées dans les parties aériennes comparées aux parties racinaires. La salinité tend à 

diminuer les teneurs en K des parties aériennes. Par contre, les teneurs en K des parties 

racinaires ne sont pas affectées par la salinité. Le rapport K/Na a significativement diminué 

pour tous les traitements de NaCl comparés aux témoins non soumis aux stress salin (Figure 

17). 

3.3.3. Corrélation entre les paramètres mesurés  

Les concentrations de NaCl ont été positivement corrélées avec les teneurs en proline et Na 

des parties aérienne et racinaire (Tableau 7). Par contre, les concentrations de NaCl ont été 

inversement corrélés au poids sec total, à l’indice de tolérance au sel, aux teneurs en K et au 

ratio K/Na. Une corrélation positive a été observée entre les teneurs en proline et 

l’accumulation de Na dans les parties aérienne et racinaire. Par contre, les teneurs en proline 

ont été négativement corrélées aux teneurs en K et au ratio K/Na. Les plants de S. robustus 

n’ont montré aucune corrélation entre les teneurs en chlorophylle et les autres paramètres 

mesurés. Des corrélations négatives ont été notées entre les teneurs en Na et K des parties 

aériennes et entre Na et le ratio K/Na des parties aérienne et racinaire. 
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Figure 17. Effet de la concentration en NaCl sur les teneurs en Na et K et sur le ratio K/Na 

des parties aériennes et racinaires de S. robustus à 150 jours. MS, matière sèche.                  

Les valeurs (moyennes de 4 mesures) suivies de la même lettre ne sont pas significativement 

différentes selon le test de Tukey HSD (5%). 
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Tableau 7. Corrélation entre les paramètres mesurés. 

Variable PST ITS Proline Chl. total Na-PA Na-R K-PA K-R K/Na-PA K/Na-R 

NaCl -0.99*** -0.97*** 0.96*** -0.43ns 0.90** 0.91** -0.88** -0.83* -0.79* -0.80* 

PST  0.99*** -0.94** 0.37ns -0.91 -0.92** 0.91**  0.87* 0.82* 0.83* 

ITS   -0.93** 0.36ns -0.91** -0.93** 0.92** 0.87* 0.82* 0.83* 

Proline    -0.56ns 0.92** 0.85* -0.90** -0.84* -0.79* -0.78* 

Chl.total     -0.27ns -0.10ns 0.30ns 0.55ns 0.04ns 0.03ns 

Na-PA      0.93** -0.97*** -0.74ns -0.96** -0.94** 

Na-R       -0.90** -0.68ns -0.93** -0.94** 

K-PA        0.84* 0.93** 0.92** 

K-R         0.61ns 0.63ns 

K/Na-PA          0.99*** 

‘***’P < 0,001 ; ‘**’ P < 0,01 ; ‘*’ P <0,05 ; ‘NS’ P > 0, 5.
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3.4. DISCUSSION 

Les plantes halophytes sont capables de survivre et de boucler leur cycle de vie à des teneurs 

en NaCl autour de 200 mM et parfois plus (Flowers et Colmer 2008). Ces plantes accumulent 

les ions Na+ et Cl- dans les vacuoles pour maintenir la pression de turgescence et synthétisent 

des solutés compatibles tels que la proline pour maintenir le potentiel osmotique dans le 

cytoplasme. Les plantes halophytes peuvent êtres classées en halophytes obligatoires dont la 

production de biomasse est stimulée par la présence de sel, et en halophytes facultatives qui 

présentent une légère augmentation de biomasse à des teneurs faibles en sels (Rogers et al., 

2005). 

Dans notre étude, une diminution significative du poids sec des plants de S. robustus a été 

observée avec l’augmentation des concentrations en NaCl. La croissance optimale de S. 

robustus a été obtenue entre 0 et 150 mM de NaCl à 150 jours. Parallèlement, l’indice de 

tolérance au sel a diminué progressivement avec la salinité. Toutefois dans les écosystèmes 

naturels, S. robustus est capable de survivre à des salinités élevées d’environ 300 mM 

(données non présentées). Par conséquent, S. robustus pourraît être considérée comme une 

espèce végétale appartenant au groupe des halophytes facultatives qui ne présentent pas de 

besoin physiologique par rapport à la salinité, mais peuvent tolérer une certaine gamme de 

salinité sans réduction significative de la biomasse (Sleimi et al., 2015). Les mesures des 

niveaux de tolérance à la salinité ont été reportées chez plusieurs espèces de Sporobous. 

Hameed et al. (2013) ont montré une augmentation significative du poids sec des racines de S. 

arabicus jusqu’à 100 et 150 mM de NaCl. La croissance optimale de S. virginicus a été 

observée entre 100 et 150 mM de NaCl (Bell et O’Leary, 2003). La croissance de S. ioclados 

a diminué progressivement entre 0 et 500 mM avec de fortes mortalités à 500 mM de NaCl 

(Gulzar et al., 2005).  

Les teneurs en proline de S. robustus ont été plus élevées à des concentrations de NaCl 

comprises entre 200 et 300 mM pour les trois périodes de récoltes. Ainsi, une corrélation 

positive a été observée entre l’accumulation de proline et de Na dans les plants de S. robustus 

soumis aux stress salin. Des résultats similaires ont été rapportés par Khedr et al. (2003) et 

Naidoo et al. (2008) sur d’autres graminées (Pancratium maritimum et Odyssea paucinervis). 

La forte  accumulation de proline dans les parties aériennes de S. robustus pourraît constituer 

l’une des principales stratégies dans l’adaptation de cette plante à la salinité. La proline est un 

osmolyte organique jouant un important rôle dans la tolérance au sel des plantes (Fleurs et 
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Colmers, 2008). L’augmentation des teneurs en proline en condition de stress abiotique 

permet d’ajuster le potentiel osmotique des cellules pour contrecarrer celui du sol (Shafi et al, 

2011; Flowers et Colmer, 2008). 

Les teneurs en chlorophylle a et chlorophylle totale de S. robustus ont augmenté à 50 jours de 

traitement. Par contre, aucune variation des teneurs en chlorophylle a, chlorophylle b et 

chlorophylle totale n’a été observée avec la salinité à 100 et 150 jours de traitement. La teneur 

en chlorophylle est fondamental pour comprendre la réponse des plantes à l’environnement 

dans lequel elles résident (Demiroğlu et al., 2001). Elle est considérée comme l’un des critères 

permettant de détecter la sensibilité au stress salin de la plupart des plantes (Kanwal et al., 

2011). Sous une contrainte saline, l’accumulation de certains ions toxiques cause des 

dommages sur la machinerie photosynthétique et par conséquent, diminue le taux de carbone 

assimilable et la production de biomasse (Kanwal et al., 2011). Ces auteurs ont montré de 

fortes teneurs en chlorophylle chez plusieurs variétés de blé en réponse à leur tolérance à la 

salinité. Akça et Samsunlu (2012) ont montré, sous stress salin, une diminution de la teneur en 

chlorophylle chez les plantes sensibles, comparées aux plantes tolérantes.  

Les teneurs en Na des parties aériennes et racinaires ont augmenté avec la salinité. 

L’augmentation du Na avec la salinité chez S. robustus a été accompagnée par une diminution 

de K des parties aériennes. La diminution de l’absorption de K peut être liée à une 

compétition entre K et Na au niveau des transporteurs membranaires (Silva et al., 2015). Ces 

auteurs ont rapporté que Jatropha curcas avait des concentrations en Na plus importantes 

comparées au K, suggérant ainsi que cette plante serait de type “includer”. D’autres auteurs 

ont montré une augmentation de la teneur en Na chez S. virginicus et Heleochloa setulosa 

(Tawfik et al., 2011 ; Joshi et al., 2002). Nos résultats ont montré une diminution du rapport 

K/Na avec la salinité. La tolérance des plantes à la salinité est souvent accompagnée par des 

valeurs élevées de K/Na ((Flowers et Colmers, 2008). Toutefois, un ratio K/Na adéquat 

devrait être supérieur à 1 pour constituer un bon indicateur de tolérance des plantes adaptées 

au stress salin (Siva et al., 2015). Chez S. robustus, tous les traitements de NaCl ont eu des 

valeurs de K/Na inférieures à 1 aussi bien au niveau des parties aériennes que racinaires. Ces 

résultats suggèrent que le ratio K/Na ne peut pas être utilisé comme un indicateur de tolérance 

à la salinité pour S. robustus. Ces résultats corroborent ceux de Saleh (2011) et Silva et al. 

(2015) qui ont respectivement montré que le ratio K/Na des parties aériennes du coton et de 

Jatropha curcas diminue avec la salinité. Par contre, Hameed et al. (2013) ont trouvé chez 
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une variété tolérante de S. arabicus, contrairement à la variété sensible, de fortes 

concentrations foliaires en K et de faible teneur en Na, traduisant ainsi un ratio K/Na élevé. 

3.5. CONCLUSION 

Cette étude a montré que S. robustus est tolérant à la salinité et que son optimum de 

croissance est compris entre 0 et 150 mM de NaCl à 150 jours. S. robustus est une plante 

halophyte facultative. 

La capacité de S. robustus à s’adapter au stress salin était principalement liée à sa capacité à 

accumuler des ions Na entre 50 et 150 mM et de fortes teneurs de proline dans ses parties 

aériennes. A 50 jours de traitement, les teneurs en chlorophylle a et chlorophylle totale ont 

significativement augmenté avec la salinité. A 100 et 150 jours de traitement, les teneurs en 

chlorophylle sont similaires pour toutes les concentrations de NaCl. L’indice de tolérance au 

sel et le ratio K/Na ne sont pas apparus comme de bons indicateurs de tolérance au sel chez S. 

robustus. Toutefois, la capacité de S. robustus à accumuler des quantités importantes de Na 

pourrait faire de cette halophyte un outil précieux de désalinisation des sols, ce qui faciliterait 

l’établissement de légumineuses (P. juliflora et A. seyal) dans les sols salés du Sine et Saloum 

au Sénégal. 

Par ailleurs, S. robustus pourraît partager avec A. seyal et P. juliflora une communauté de 

rhizobia adaptée à la salinité et potentiellement bénéfique aux légumineuses. Ainsi, il serait 

intéressant d’étudier la diversité des rhizobia de la rhizosphère de S. robustus et des 2 

légumineuses le long d’un gradient de salinité. Toutefois, A. seyal étant absent à certains 

niveaux de salinité du fait de sa sensibilité aux sels, l’étude de la diversité des rhizobia à été 

effectué que sur P. juliflora dans le chapitre suivant.  
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hapitre 4  

Diversité des rhizobia associés à la rhizosphère de Sporobolus 
robustus Kunth et Prosopis juliflora (SW) DC le long d’un gradient de 

salinité en saisons sèche et humide 
 

4.1. INTRODUCTION 

La salinisation des terres dans le Sine-Saloum est devenue très préoccupante à cause de 

l'intrusion de l’eau de mer et de la remontée des sels par capillarité consécutivement au déficit 

hydrique (Boivin et Le Brusq, 1985). Elle a pour conséquences une diminution des 

rendements des cultures, et parfois la disparition du couvert végétal naturel remplacé par 

d’immenses étendues de zones salées (ou tannes) (Boivin et Job, 1988). L’utilisation 

d’espèces de légumineuses ligneuses à usages multiples, modérément tolérantes au sel, telle 

que Prosopis juliflora, a été recommandée comme une approche intégrée de gestion 

appropriée des terres salées (Öztürk et al., 2006; Qadir et Oster, 2002; Singh, 2009). Prosopis 

juliflora (SW) DC est une légumineuse très appréciée par les populations rurales comme 

source de fourrage et de bois. C’est une espèce forestière d’une importance majeure pour le 

reboisement dans les zones aride et semi-aride du fait principalement de sa capacité à s’établir 

naturellement sur des sols pauvres et dégradés. La capacité de P. juliflora à croître dans ces 

zones salées serait en partie liée à son aptitude à s’associer avec des bactéries fixatrices 

d’azote (Diouf et al., 2007; Manga et al., 2007). En effet, la symbiose fixatrice d’azote 

légumineuse-rhizobium joue un rôle très important dans la fertilisation des sols et l’adaptation 

des plantes à certains stress environnementaux notamment la salinité. Kang et al. (1985) et 

Wilson et al. (1986) ont affirmé que le principal avantage de l'utilisation des arbres fixateurs 

d'azote pour améliorer la fertilité des sols en agroforesterie résulte de leur aptitude à fixer de 

l'azote atmosphérique. L'efficacité de la fixation biologique de l'azote chez les légumineuses 

peut être optimisée par l'inoculation des plantes avec des souches de rhizobia performantes 

(Sutherland et al., 2000 ; Requena et al., 2001; Diouf et al., 2005 ; Shamseldin et Werner, 

2005). 

Dans la zone d’étude où la salinité est la contrainte majeure de la végétation ligneuse, les 

peuplements de P. juliflora se développent sur un tapis de Sporobolus robustus, une graminée 

halophyte pérenne dominant la strate herbacée. Des jeunes plants de la légumineuse émergent 

souvent des touffes de la graminée. La graminée halophyte pourrait créer un 

C 
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microenvironnement tellurique favorable à l’établissement des jeunes plants de P. juliflora. 

En effet, elle pourrait réduire les impacts négatifs du sel, maintenir des populations de 

rhizobia et ainsi améliorer le développement des jeunes plants de P. juliflora en milieu salé. 

On sait par ailleurs que de nombreuses graminées hébergent presque toujours dans leur 

rhizosphère d’importantes communautés bactériennes en particulier des bactéries fixatrices 

d’azote libres ou symbiotiques utiles au développement des légumineuses (Dommergues et 

al., 1999). On peut les qualifier de plantes facilitatrices dans la mesure où elles stimulent la 

microflore bactérienne et protègent les jeunes plants contre des stress d’origine abiotique 

(Manaut et al., 2015). Les communautés bactériennes se nourrissent et se multiplient en partie 

grâce aux rhizodépots (ex. acides organiques, sucres, hormones, enzymes) fournis par les 

racines (Haldar et Sengupta, 2015). Il existe une grande variabilité des communautés 

bactériennes dans la rhizosphère qui dépend des plantes (ex. espèces, génotypes) et des 

conditions pédoclimatiques.  

Dans le cadre de notre étude, nous suggérons que la graminée S. robustus maintiendrait dans 

sa rhizosphère des communautés de rhizobia en nombre et en espèce favorables à 

l’établissement et au fonctionnement de la symbiose fixatrice d’azote chez de jeunes plants de 

P. juliflora en milieu salé. Pour évaluer l’effet « nurse » de S. robustus, il était important 

d’une part de dénombrer et d’identifier les rhizobia de sa rhizosphère le long d’un gradient de 

salinité en saisons sèche et humide et, d’autre part, d’évaluer leurs propriétés symbiotiques sur 

de jeunes plants de P. juliflora.  

Mohamed et al. (2000) ont signalé que la caractérisation de la diversité phénotypique 

génétique, et symbiotique des populations de rhizobia indigènes est essentielle pour identifier 

et sélectionner des souches efficientes et adaptées aux conditions édapho-climatiques. Il 

semblerait que la diversité des rhizobia soit d’une grande importance dans la stabilité du 

fonctionnement des écosystèmes en fournissant un pool génétique diversifié de souches qui 

donne à la plante une meilleure résistance aux contraintes environnementales (Mohamed et 

al., 2000). La caractérisation phénotypique des différentes souches permettra de mettre en 

évidence l’étendue des variations phénotypiques qui existent entre les souches mais aussi 

d’exploiter ces variations pour la sélection de candidats pouvant maintenir une capacité 

supérieure de fixation d’azote sous les variations des facteurs du milieu qui varient en 

fonction des saisons (sèche et humide) et du gradient de salinité. Ces variations peuvent 

influencer la diversité des rhizobia. Ainsi, il serait important de déterminer l’impact des 

saisons sur la diversité des rhizobia de la rhizosphère de S. robustus et P. juliflora. L’analyse 
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de l’ADNr 16S est devenue, depuis le début des années 1990, la technique la plus utilisée 

pour la phylogénie des bactéries et des autres organismes du vivant (Olsen, 1994). Plusieurs 

autres gènes sont utilisés en phylogénie notamment ceux qui interviennent dans la nodulation, 

la spécificité d’hôtes et la fixation d’azote. Il s'agit notamment des gènes nod communs (ex. 

nodA, nodB) qui codent pour la production de facteurs Nod intervenant dans la 

reconnaissance des deux partenaires, des gènes nod spécifiques (ex. nodZ, nodK) qui 

interviennent dans la spécificité de la symbiose et des gènes de fixation d’azote (ex. gène nif) 

(Perret et al., 2000). L’utilisation des gènes de ménage est nécessaire pour parfois analyser 

plus finement le degré de parenté entre des groupes de bactéries et définir de nouvelles 

espèces bactériennes (Gaunt et al., 2001). Il s’agit notamment des gènes atpD, glnA, gyrB et 

recA. 

Les objectifs de cette étude étaient (i) d'étudier la diversité des  rhizobia se développant dans 

la rhizosphère de S. robustus et P. juliflora et hors du couvert végétal suivant un gradient de 

salinité et des saisons ; (ii) de déterminer les caractéristiques phénotypiques des rhizobia 

(tolérance à la salinité, aux variations de pH et aux antibiotiques) et (iii) de déterminer leurs 

caractéristiques symbiotiques sur les plantes hôtes, Acacia seyal et P. juliflora. A. seyal 

coexiste avec P. juliflora dans la zone d’étude et a servi de plante piège dans ce travail.  

4.2. MATERIEL ET METHODES 

4.2.1. Echantillonnage de sols 

Dans chacune des parcelles élémentaires (Figure 18), des échantillonnages de sols de la 

rhizosphère de trois individus de P. juliflora et S. robustus ont été réalisé en saison sèche (juin 

2014) et en saison humide (août 2014). Du sol hors du couvert végétal a également été 

prélevé. Les sols ont été prélevés (environ 2 kg/prélèvement) à l’horizon 0-20 cm à l’aide 

d’une tarière. Ils ont ensuite été tamisés (3 mm de maille) et leurs caractéristiques physico-

chimiques ont été déterminées au LAMA. Ainsi, chaque parcelle élémentaire a été  affectée 

d’une valeur de salinité (‰) qui représente la moyenne des échantillons de sols sous P. 

juliflora, S. robustus et hors du couvert végétal  (Figure 18). Les valeurs de salinités sur la 

figure 1 correspondent ainsi au gradient de salinité du site d’étude en saisons sèche et humide. 

Une partie des échantillons de sols a servi à la détermination du potentiel infectieux rhizobien 

et aux piégeages des rhizobia en conditions contrôlées. 
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Figure 18. Gradient de salinité du site d’étude de Niam-Diarokh en saisons sèche et humide. 
 

4.2.2. Estimation du potentiel infectieux rhizobien des sols 

Le potentiel infectieux rhizobien de la rhizosphère de S. robustus et P. juliflora, et hors du 

couvert végétal, le long d’un gradient de salinité en saisons sèche et humide, a été estimé en 

tube Gibson (Gibson, 1963). Les légumineuses P. juliflora et  A. seyal ont servi de plantes 

pièges. A. seyal est une légumineuse qui coexiste avec P. juliflora dans la zone d’étude. Les 

graines de A. seyal et P. juliflora, provenant de la zone salée de Foundiougne, ont été 

scarifiées avec de l’acide sulfurique concentré (H2SO4, 96%), rincées abondamment avec de 

l’eau distillée stérile puis mises à germer dans de l’eau gélosée (0,9 % ; p/v) à 37°C pendant 

48 h à l’obscurité. Les graines pré-germées ont été transférées dans les tubes Gibson et 

maintenues en chambre de culture pendant 45 jours avec une photopériode de 16h (jour) et 8h 

(nuit), une température de 28 ± 1°C, une humidité relative de 70 ± 5% et un rayonnement 

photosynthétique actif de 120 µmol m2 s-1. Le nombre de rhizobia capable de former des 

nodosités avec P. juliflora et A. seyal a été dénombré selon la méthode décrite par Brockwell 

(1980).  

4.2.3. Piégeage des rhizobia 

Des piégeages de rhizobia ont été réalisés comme décrit ci-dessus. Des graines pré-germées 

de A. seyal et P. juliflora et repiquées en tube Gibson ont été inoculées avec 1 ml de 
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suspension de sol obtenue en agitant, pendant 1h, 10 g de chaque échantillon de sol dans 90 

ml de solution saline tamponnée stérile à pH 7 (NaCl, 0,15 mol.l-1; KH2PO4, 0.002 mol.l-1; 

Na2HPO4, 0.004 mol.l-1). Quatre répétitions ont été réalisées pour chaque échantillon de sol. 

Les plants non inoculés ont été utilisés comme témoin. La nodulation des plantes a été suivie 

pendant deux mois. 

4.2.4. Isolement des rhizobia 

Deux mois après l'inoculation, les nodosités récoltées ont été désinfectées superficiellement 

avec une solution de peroxyde d’hydrogène 30 % puis rincées avec de l’eau distillée stérile. 

Chaque nodosité a été écrasée dans un volume de 150 µl de milieu YM (Vincent, 1970) à 

20% de glycérol préalablement stérilisé. Une goutte (environ 50 µl) de broyat a été étalée sur 

des boîtes de Pétri contenant du milieu de culture YMA. Au bout de 48 à 72h d’incubation à 

28°C, les colonies bactériennes apparues ont été purifiées par des repiquages successifs sur 

milieu YMA. Une colonie de chaque isolat purifié a été suspendue dans 20 ml d'eau stérile. 

Ces suspensions bactériennes ont servi de matrice pour la caractérisation moléculaire, par 

PCR, des rhizobia. 

4.2.5. Diversité génétique des rhizobia 

Les souches de rhizobia utilisées pour cette étude ont été isolées de sols rhizosphèriques de S. 

robustus et P. juliflora et de sols hors du couvert végétal. Ces échantillons de sols ont été 

prélevés le long d’un gradient de salinité en saisons sèche et humide. 

4.2.5.1. Amplification par PCR et séquençage de l’espace intergénique 16S-23S de 

l’ADNr des rhizobia 

L'espace intergénique de la région 16S-23S ADNr des rhizobia isolés a été amplifiée en 

utilisant les amorces front et reverse : BR5 ; 5’-CTTGTAGCTCAGTTGGTTAG-3’ (Willems 

et al., 2001) et 23S-38 ; 5’-CCGGGTTTCCCCATTCGG-3’ (Normand et al., 1992). Les 

réactions d’amplification PCR ont été réalisées avec le kit Go-Taq DNA polymérase 

(Promega) dans un volume de 25 μl. Chaque réaction comprenait 5 μl de tampon (5X Green 

Go-TaqReaction Buffer), 2 μl de dNTPs (10 mM de chaque dNTP), 0,125 μl de Go-Taq DNA 

polymérase (2,5 Unité/réaction), 1 μl de chaque amorce (front et reverse) (20 pmol/μl) et 14 

μl d’eau distillée. Un témoin négatif sans ADN a été inclus dans l’expérience pour servir de 

contrôle de la PCR. L’amplification a été réalisée grâce à un thermocycleur GeneAmp PCR 
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System 2400 (Perkin Elmer) selon le programme suivant: dénaturation initiale (94°C, 5 min), 

suivie de 35 cycles de dénaturation (94°C, 30 s), d’hybridation des amorces (55°C, 30 s) et 

d’élongation (72°C, 1 min) et une élongation finale (72°C, 7 min). Les produits PCR ont été 

visualisés par électrophorèse horizontale sur un gel d’agarose de 1% (p/v) dans un tampon 

TAE (Tris Acetate EDTA) 1X, puis photographiés sous lumière UV. Le gel a été coloré avec 

du BET (1 mg ml-1). Le marqueur de taille standard d’ADN (Eurogentec Smart ladder) a été 

utilisé comme marqueur de poids moléculaire. Le séquençage partiel de la région ITS a été 

réalisé par la société Genoscreen (Lille, France) sur un séquenceur Applied Biosystems 

ABI3730 en utilisant l’amorce front BR5 (Willems et al., 2001). Les séquences obtenues ont 

été comparées à des séquences de référence dans GenBank en utilisant le programme 

BLASTN (Altschul et al., 1990). Elles ont été alignées par le logiciel Clustal W (Thompson et 

al., 1997). Les arbres phylogénétiques ont été construits en utilisant la méthode du maximum 

de vraisemblance et la méthode neighbor-joining (Saitou et Nei, 1987) avec le logiciel 

MEGA6 (Tamura et al., 2013). Les arbres ont été enracinés avec Bradyrhizobium japonicum 

et Bradyrhizobium elkanii. 

4.2.5.2. Amplification par PCR et séquençage de différents marqueurs taxonomiques 

Des fragments d’ADNr 16S et de cinq (04) gènes de ménage atpD, glnA, gyrB et recA des 

rhizobia ont été amplifiés et séquencés. Les réactions d’amplification PCR ont été réalisées 

avec le kit Go-Taq DNA polymérase (Promega) comme décrit précédemment. Les différentes 

amorces et programmes PCR utilisés sont décrits dans le Tableau 8. Les produits PCR ont été 

visualisés par électrophorèse sur un gel d’agarose de 1% (p/v) dans un tampon TAE (Tris 

Acetate EDTA) 1X, puis photographiés sous lumière UV. Ils ont par la suite été séquencés par 

la société Genoscreen (Lille, France). Les gènes 16S, atpD, glnA, gyrB et recA ont été 

séquencés respectivement avec les amorces 16S-1080r, atpD-F, glnA-F, gyrB-F et recA-F. 

Une phylogénie bayésienne a également été produite à partir du concaténât des alignements 

des différents gènes étudiés. Un arbre concaténé à partir de l’approche bayésienne a été 

obtenu avec le logiciel MEGA6. 
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Tableau 8. Amorces et programmes PCR utilisés pour le gène 16S et les gènes de ménage. 

Gènes Amorces Séquences dans le sens5’-3’ Taille 
(pb) 

Référence Dénaturatio
n initiale 

Cy
cle 

Dénaturatio
n 

Hybridation Elongation Elongation 
finale 

16S 
rDNA 

FGPS6 
FGPS1509 

GGAGAGTTAGATCTTGGCTCAG 
AAGGAGGGGATCCAGCCGCA 

1500 Normad et 
al., 1992 

94°C, 5 min 35 94°C, 30 s 56°C, 30s 72°C, 90 s 72°C, 10 
min 

atpD atpD-F 
atpD-R 

ATCGGCGAGCCGGTCGACGA 
GCCGACACTTCCGAACCNGCCTG 

470 Gaunt et al., 
2001 

95°C, 2 min 30 95°C, 30 s 60°C, 30s 68°C, 2 min 68°C, 7 min 

glnA glynA-F 
glynA-R 

GGACATGCGYTCYGARATGC 
TGGAKCTTGTTCTTGATGCCG 

530 Martens et 
al., 2007 

94°C, 2 min 30 94°C, 45 s 55°C, 90s 68°C, 2 min 68°C, 7 min 

gyrB gyrB-F 
gyrB-R 

TGCTGCTCACCTTCTTCTTCCG 
CCYTTGTAGCGCTGCATGGT 

695 Alexandre 
et al., 2008 

95°C, 2 min 30 95°C, 30 s 55°C, 60s 68°C, 60 s 68°C, 5 min 

recA recA-F 
recA-R 

ATCGAGCGGTCGTTCGGCAAGGG 
TTGCGCAGCGCCTGGCTCAT 

440 Gaunt et al., 
2001 

94°C, 5 min 35 94°C, 30 s 56°C, 30s 72°C, 45 s 72°C, 7 min 
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4.2.6. Diversité symbiotique des rhizobia 

Les gènes symbiotiques nodA (putative acyltransferase), nodC (N-  acetylglucosaminyl 

transferase) et nifH (nitrogenase dehydrogenase) des rhizobia représentatifs de la diversité 

génétique observée ont été  identifiés par séquençage.  

Les amorces NodA1F ; 5’-TGC-RGT-GGA-ARN-TRB-VYT-GGG-AAA-3’ et NodAB1R ; 

5’- GGN-CCG-TCR-TCR-AAW-GTC-ARG-TA-3’ (Sy et al., 2001) ont été utilisées pour 

l'amplification de 550 à 600 pb du gène nodA dans un volume de 25 μl. Une "touchdown" 

PCR a été réalisée en utilisant les conditions suivantes: une étape de dénaturation initiale 

(94°C, 5 min) suivie de 20 cycles de dénaturation (94°C, 30 s), d’hybridation des amorces (à 

partir de 60°C jusqu’à 50°C, 30 s ) et d’élongation (72°C, 42 s), suivie par 22 cycles de 

dénaturation (94°C, 30 s), d’hybridation des amorces (50°C, 30 s), d'élongation (72°C, 42 s) 

et une élongation finale (72°C, 7 min). 

Les amorces nodC538F ; 5’-ATY-GAY-ATG-GAR-TAY-TGG-CT-3’et nodC3R ; 5’-CGH-

GAC-AGC-CAR-TCG-CTR-TTG-3’ (modifiées de Sarita et al., 2005) ont été utilisées pour 

l'amplification de 600 pb des 1300 pb du gène nodC dans un volume de 25 μl (comme décrit 

précédemment). Le programme d’amplification de l’ADN a été réalisé selon les étapes 

suivantes : dénaturation initiale (95°C, 3 min), suivie de 35 cycles de dénaturation (94°C, 1 

min), d’hybridation des amorces (55°C, 1 min) et d’élongation (72°C, 2 min) et une 

élongation finale (72°C, 3 min)  (Laguerre et al., 1994).  

Environ 371 pb du gène nifH ont été amplifiées en utilisant les amorces MPolF1;  

5’-TGCGAICCSAAIGCIGACTC-3’et MPolR; 5’-ATSGCCATCATYTCRCCGGA-3’ 

(Wartiainen et al., 2008 ; Poly et al., 2001). L’amplification par PCR a été réalisée dans un 

mélange réactionnel de 25 μl (comme décrit précédemment) et a été effectuée comme suit: 

dénaturation initiale (94°C, 5 min), suivie de 35 cycles (94°C, 30 s), d’hybridation des 

amorces (55°C, 30 s) et d’élongation (72°C, 30 s) et une élongation finale (72°C, 7 min).  

Les produits PCR ont été envoyés pour séquençage à Genoscreen (Lille, France). Les gènes 

nodA, nodC et nifH ont été séquencés respectivement avec les amorces NodAB1R, nodC538F 

et MPolF1. Les séquences ont été assemblées, alignées et les arbres phylogénétiques ont été 

construits avec le logiciel MEGA version 6 selon la méthode décrite ci-dessus. Les arbres ont 

été enracinés avec Bradyrhizobium japonicum et Bradyrhizobium elkanii. 
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4.2.7. Diversité phénotypique des rhizobia 

La résistance des rhizobia à différents antibiotiques (ampicilline, chloramphénicol, 

rifampicine, streptomycine, kanamycine et tétracycline) a été testée sur le milieu YMA. Les 

solutions d’antibiotique ont été préparées avec de l’eau distillée stérile à des doses variables 

(10, 20 50 et 100 μg/ml). Les solutions d’antibiotique ont été stérilisées par filtration (0,2 μm) 

avant d’être ajoutées au milieu YMA. Les boîtes de Pétri contenant du milieu YMA ont été 

subdivisées en 20 secteurs. Chaque secteur a été ensemencé avec 10 μl d’une pré-culture 

bactérienne préparée sur milieu YM liquide et contenant environ 108 cellules/ml. Trois 

répétitions ont été réalisées pour chaque antibiotique et pour chaque souche. Les boîtes ont été 

mises en incubation à 28°C à l’obscurité pendant quatre jours. 

Les souches de rhizobia ont été évaluées pour leur tolérance à la variation du pH après une 

semaine d’incubation à 28°C. L’expérience a été réalisée sur milieu YMA avec différents 

pH : 4, 5, 6, 7, 8, 9 et 10. Le test a été réalisé comme dans le cas précédent. 

La capacité de croissance des rhizobia en condition de salinité a été déterminée sur des boîtes 

de Pétri contenant du milieu TY (Triptone-yeast extract) solide avec des teneurs croissantes 

en NaCl : 0, 100, 200, 300, 400, 500, 600, 700, 800 et 900 mM. Le test a été réalisé comme 

dans le cas précédant. Les boîtes ont ensuite été mises en incubation à 28°C à l’obscurité 

pendant une semaine. La croissance des bactéries a été estimée par l’apparition de colonies. 

4.2.8. Test d’infectivité et d’effectivité des rhizobia en condition de stress salin 

Les rhizobia représentatifs de la diversité génétique, identifiés par séquençage de l'ADNr 16S-

23S, ont été testés pour leur capacité à réinfecter les plantes d’A. seyal et P. juliflora en tube 

Gibson. Les tubes Gibson contenaient du milieu Jensen enrichi à différentes concentrations de 

NaCl (0, 50 et 100 mM). Pour les concentrations en 50 et 100 mM de NaCl, 7 souches ont été 

testées sur la base de leur niveau de tolérance contrasté au NaCl sur milieu YMA. La souche 

ORS3365 caractérisée par sa forte tolérance au NaCl a été utilisée comme référence dans cette 

étude. Les graines des légumineuses ont été pré-germinées et les plants cultivés en tube 

Gibson comme décrit précédemment (voir § 2.2.3). Les jeunes plants des deux légumineuses 

ont été inoculés séparément avec les rhizobia. L'inoculation a été réalisée avec du milieu YM 

liquide contenant chacun une culture d'une souche de rhizobia. Les souches ont été au 

préalable cultivées dans des tubes Falcon à 28 °C pendant 48 h sur un agitateur orbital (200 

rpm). Les plants ont été inoculés avec 1 ml de suspension bactérienne contenant environ 108 
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cellules/ml, ou 1 ml du milieu de culture sans bactéries dans le cas des traitements témoins. 

Chaque traitement a été répété quatre fois. Au bout de deux mois après inoculation, un 

numéro d’identification « LCM » qui fait référence à la collection de culture du Laboratoire 

Commun de Microbiologie IRD/ISRA/UCAD de Dakar au Sénégal a été affecté aux rhizobia 

infectifs sur les plants de A. seyal et P. juliflora à 0 mM de NaCl. L’infectivité a été mesurée 

en comptant le nombre de nodosités par plant. L’effectivité a été estimée par la mesure de la 

biomasse produite. L’activité réductrice de l’acétylène (ARA) a été mesurée sur l’ensemble 

des souches testées dans les trois niveaux de NaCl. 

4.2.9. Mesure de l’activité réductrice d’acétylène des rhizobia (ARA) 

Les mesures de l'activité réductrice d'acétylène (ARA) ont été effectuées selon Hardy et al. 

(1968) sur les nodosités fraiches en utilisant un chromatographe en phase gazeuse (GC 

Agilent série 6850 System) pour déterminer l'activité de la nitrogénase. La mesure de l’ARA 

donne une estimation ponctuelle de la fixation d'azote atmosphérique (Fisher et Binkley, 

2000; Watt et al., 2003). Après deux mois de culture en tube Gibson contenant du milieu 

Jensen incliné, les plants ont été récoltés individuellement et placés dans des flacons en verre 

de 150 ml. Un volume d’air du bocal correspondant à 10 % (15 ml) a été prélevé et remplacé 

par 15 ml d’acétylène (C2H2). Chaque flacon contenait un mélange d’air et d’acétylène (9:1, 

v/v). Au bout de 3 heures d’incubation à 28°C, un volume de 1 ml du mélange de gaz a été 

prélevé à l’aide d’une seringue et injecté dans le chromatographe en phase gazeuse. On lit sur 

l’enregistreur l’aire occupé par l’éthylène. L’éthylène produit par heure correspond à :  

Aire brute C2H4 – Aire résiduel C2H4/ temps d’incubation.  

Les nodosités ont été retirées du flacon et comptées après analyse ARA. Les parties aériennes 

ont été séparées des systèmes racinaires. Les échantillons ont été séchés à 65°C pendant 72 h 

et pesés. L'activité spécifique de réduction d'acétylène (SARA) a été calculée comme le 

rapport entre l'ARA et la biomasse sèche des nodosités. 

4.2.10. Analyses statistiques 

Les données des caractéristiques chimiques des sols et du potentiel infectieux rhizobien ont 

été soumises à une analyse de variance ANOVA à deux facteurs. Les différences dans la 

structure des communautés de rhizobia entre les niveaux de salinité et les saisons ont été 

étudiées en évaluant et en comparant l’abondance relative, la diversité α et la diversité β. 

L’abondance relative des rhizobia est définie comme étant le nombre de génotypes 
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appartenant à une espèce particulière. La diversité α, c’est à dire la richesse en espèces au sein 

d’un écosystème, a été calculée conjointement à partir des indices de diversité de Shannon 

(1948), de l’indice d’équitabilité de Piélou (1966) et de l’indice de diversité de Simpson 

(1949). La diversité β, c'est-à-dire le degré de similarité des communautés de rhizobia entre 

les niveaux de salinité, a été calculée à partir de l’indice de Sørensen (Cs) selon la formule 

suivante : Cs = 2c / (S1 + S2), où c représente le nombre d’espèces coexistant entre deux sites, 

S1 représente le nombre total d’espèce dans un sol (S1) et S2 représente le nombre total 

d’espèce dans un sol (S2). 

Les données de biomasse totale, de l’activité réductrice d’acétylène (ARA) et de l’activité 

réductrice d’acétylène spécifique (SARA) ont été soumises à un test ANOVA à un et deux 

facteurs. Pour tous les paramètres mesurés, les moyennes des valeurs ont été comparées avec 

le test de Newman-Keuls (P<0,05). Une analyse en composantes principales (ACP) a été 

effectuée afin de déterminer la corrélation entre la distribution des rhizobia et les paramètres 

chimiques des sols. Les analyses ANOVA et ACP ont été réalisées en utilisant le logiciel 

XLSTAT version 2010. 

4.3. RESULTATS 

4.3.1. Caractéristiques physico-chimiques des sols 

Les caractéristiques physiques des sols sous S. robustus et P. juliflora et des sols hors du 

couvert végétal, échantillonnés en juin 2013 dans le site de Niam-Diarokh sont représentés 

dans le Tableau 9. Les résultats ont montré qu’à l’exception des sols sous P. juliflora 

échantillonnés à un niveau de salinité de 28,82‰ qui sont de type limoneux fins, tous les sols 

échantillonnés le long du gradient de salinité sont de type sables fins. 

L’analyse ANOVA à deux facteurs des caractéristiques chimiques des sols est représentée 

dans le Tableau 10. Les valeurs de salinité (‰) à chaque niveau de salinité représentent la 

moyenne des deux saisons (sèche et humide). Il s’agit de valeurs moyennes des sols sous S. 

robustus, P. juliflora et hors du couvert végétal. Les résultats ont montré que le pH des sols a 

été plus élevé en saison humide contrairement à la conductivité électrique (CEe), au N total, C 

total et N assimilable (assim.) qui ont été plus importantes en saison sèche. Les teneurs en P 

total et P assimilable des sols n’ont pas varié avec les saisons. Les valeurs de pH, conductivité 

électrique, P total et P assimilable ont augmenté avec la salinité. Par contre, le N assimilable 

n’a pas varié avec la salinité. Sous S. robustus et hors du couvert végétal, la conductivité 
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électrique des sols a été plus élevée que celle mesurée sous P. juliflora. Les valeurs de pH, P 

et N assimilable sont plus élevées hors du couvert végétal que dans les sols sous Sporobolus 

et Prosopis. Les sols sous S. robustus ont enregistré les valeurs de N total les plus élevées. 

Les valeurs de P et C total des sols n’ont pas varié quelle que soit la plante hôte.  

Tableau 9. Composition physique des sols sous S. robustus, P. juliflora et hors du couvert 
végétal le long du gradient de salinité en saison sèche. 

Salinité 
(‰) 

Echantillon de 
sols 

Argiles Limons 
fins 

Limons 
gros 

Sables 
fins 

Sables 
grossiers 

  %   

1,53 Sous S. robustus 
Sous P. juliflora 

Hors couvert 

15,10 
14,20 
14,6 

5,90 
10,60 
7,80 

23,10 
25,30 
24,80 

56,00 
48,90 
49,6 

0,30 
0,40 
0,30 

3,28 Sous S. robustus 
Sous P. juliflora 

Hors couvert 

17,80 
11,60 
23,00 

5,90 
12,50 
8,40 

24,90 
24,00 
21,60 

49,40 
46,90 
44,80 

0,50 
0,40 
0,40 

11,26 Sous S. robustus 
Sous P. juliflora 

Hors couvert 

24,80 
16,10 
12,90 

5,30 
14,60 
8,70 

24,60 
26,40 
23,90 

42,90 
35,10 
50,90 

0,30 
0,80 
0,30 

28,82 Sous S. robustus 
Sous P. juliflora 

Hors couvert 

27,02 
9,20 
32,40 

12,98 
45,70 
8,60 

16,60 
9,20 
16,50 

38,51 
33,40 
35,20 

0,43 
2,00 
4,50 
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Tableau 10. Quelques caractéristiques chimiques des sols de la rhizosphère de S. robustus et 

P. juliflora et hors du couvert végétal selon la salinité et la saison. 

Facteurs testés pH CE Salinité P total Passim. N 
total 

N 
assim. 

C total 

 mS/cm ‰ mg/kg mg/kg % mg/kg % 

Saison 
Sèche 
Humide 

 

7,33b 

7,75a 

 

8,75a 

17,88b 

 
11,22a 
5,24b 

 

161,53a 

151,22a 

 

10,75a 

10,08a 

 

3,11a 

0,10b 

 

6,46a 

1,24b 

 
1,39a 

1,28b 

Salinité (‰) 
1,56 
2,85 
9,05 
19,45 

 
6,85d 
7,31c 

7,78b 

8,21a 

 
2,74c 
5,13c 

15,02b 

30,38a 

 
1,56 
2,85 
9,05 
19,45 

 
116,11c 
125,90c 

164,22b 

219,27a 

 
5,16c 
8,33bc 

9,66b 

18,50a 

 
0,10b 
0,12b 

6,12a 

0,10b 

 
4,27a 
3,18a 

3,94a 

4,01a 

 
1,14c 
1,41ab 

1,51a 

1,27bc 

Sol 
Sous S. robustus 
Sous P. juliflora 
Hors couvert 

 
7,38b 

7,31b 

7,92a 

 
14,72a 

7,01b 

18,22a 

 
9,41a 
4,19b 
11,09a 

 
149,83a 

154,75a 

164,55a 

 
8,00b 

8,25b 

15,00a 

 
4,61a 

0,10b 

0,11b 

 
1,76b 

2,38b 

7,41a 

 
1,35a 

1,29a 

1,37a 

CE : conductivité électrique des sols à 25°C ; P assim : P assimilable ; N assim : N 
assimilable. ANOVA à deux facteurs ; pour chaque colonne et pour chaque facteur, les 
données suivies de la même lettre ne sont pas significativement différentes selon le test de 
Newman-Keuls (P< 0.05). 

 
4.3.2. Potentiel infectieux rhizobien des sols 

Les variations saisonnières ont influencé le nombre de rhizobia (Tableau 11). En effet, en 

saison humide, le nombre de rhizobia a été 20 fois plus élevé qu’en saison sèche. La salinité 

représentant la moyenne des deux saisons, a affecté négativement le nombre de rhizobia des 

sols avec des MPN de 24,10.102 et 28,19102 pour respectivement 19,45‰ et 9,05‰ de 

salinité. Toutefois, le MPN n’a pas varié avec la plante piège. Le couvert végétal (Sporobolus 

et Prosopis) a augmenté significativement le nombre de rhizobia des sols comparativement 

aux sols hors du couvert végétal.  
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Tableau 11. Impact des quatre facteurs (salinité, plante piège, saison et sol) sur le nombre le 
plus probable (MPN) de rhizobia des sols de la rhizosphère de S. robustus et P. juliflora et 
hors du couvert végétal. 

Facteurs testés Nombre de rhizobia/gramme de 
sol (MPN) 

Intervalle de confiance (95%) 

Saison 
Sèche 
Humide 

 

15,50 x 102 
332,12 x 102 

 

(5,93 – 40,56) x 102 

(127,10 – 869,25) x 102 

Plante piège 
A. seyal 
P. juliflora 

 
180,90 x 102 
166,72 x 102 

 
(69,23 – 473,46) x 102 

(63,80 – 436,35) x 102 

Salinité (‰) 
1,56 
2,85 
9,05 
19,45 

 
353,47 x 102 

289,49 x 102 

28,19 x 102 

24,10 x 102 

 
(135,27 – 925,13) x 102  
(110,79 – 757,67) x 102 

(10,78 – 73,78) x 102 

 (9,22 – 63,07) x 102 

Sol 
Sous S. robustus 
Sous P. juliflora 
Hors couvert 

 
294,18 x 102 
220,90 x 102 

6,36 x 102 

 
(112,58 – 769,95) x 102 

(84,54 – 578,15) x 102 

(2,43 – 16,64) x 102 

Pour chaque facteur, les valeurs de MPN ont été comparées à partir des intervalles de 
confiance (95%). 
 

4.3.3. Diversité génétique des rhizobia 

Les résultats ont montré une diversité génétique élevée dans les populations de rhizobia 

isolées des sols sous S. robustus, P. juliflora et des sols hors du couvert végétal (Tableau 12). 

Toutefois, la diversité génétique des populations de rhizobia est structurée en fonction de la 

saison et du gradient de salinité.  

4.3.3.1. Diversité génétique par analyse des profils ITS de l’espace intergénique 16S-23S 

de l’ADNr 

Sur l’ensemble des 600 nodules traités pour toutes les saisons et plantes, nous avons obtenu 

une amplification de l’ADNr de 420 isolats de rhizobia. Le séquençage du gène codant pour 

l’ADNr 16S-23S de ces isolats a révélé quatorze (14) profils ITS distincts (Tableau 12). Les 

profils ITS s’apparentent aux genres Ensifer (Syn. Sinorhizobium), Mesorhizobium, 
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Rhizobium et Burkholderia. Le genre Mesorhizobium est majoritaire et représente 57% des 

souches isolées. Rhizobium, Ensifer et Burkhoderia représentent respectivement 21%, 14% et 

0,07% des souches isolées. Un numéro d’identification « LCM » qui fait référence à la 

collection de culture du Laboratoire Commun de Microbiologie a été affecté aux différents 

profils ITS. L’analyse de la répartition des 14 profils des ITS a montré une structuration de la 

diversité des rhizobia en de fonction des saisons (Tableau 12). Les profils II, III et X se 

retrouvent uniquement en saison sèche alors que les profils XI, XII, XIII et XIV n’étaient 

présents qu’en saison humide. Certains profils étaient présents quelle que soit la saison. 

Cependant, leur fréquence a varié d’une saison à une autre (Tableau 12). 

Tableau 12. Profil ITS de l’espace intergénique 16S-23S de l’ADNr des isolats de rhizobia. 

Profils ITS Isolats de 
rhizobia 

Position 
taxonomique 

proposée 

Nombre d’isolats de rhizobia 
Saison sèche Saison humide 

I LCM4571 Ensifer fredii 14 49 
II LCM4572 Burkhoderia sp 1 0 
III LCM4573 Rhizobium pisi 4 0 
IV LCM4574 Mesorhizobium sp 35 40 
V LCM4575 Mesorhizobium sp 20 37 
VI LCM4576 Mesorhizobium sp 5 2 
VII LCM4577 Mesorhizobium sp 3 7 
VIII LCM4578 Mesorhizobium sp 49 17 
IX LCM4579 Ensifer fredii 65 67 
X LCM4580 Mesorhizobium sp 2 0 
XI LCM4581 Rhizobium sp 0 2 
XII LCM4582 Rhizobium sp 0 1 
XIII LCM4583 Mesorhizobium sp 0 2 
XIV LCM4584 Mesorhizobium sp 0 1 

 

4.3.3.1.1. Distribution des rhizobia en fonction de la composition chimique des sols de 

saison sèche 

L’analyse en composantes principales (ACP) a été réalisée pour déterminer les corrélations 

entre les isolats de rhizobia et les caractéristiques chimiques des sols (Figure 19) 

échantillonnés en saison sèche. Les Deux axes F1 et F2 ont expliqué près de 78% de la 

diversité des rhizobia obtenue. Les résultats ont montré une corrélation positive entre les 

souches du groupe A (LCM4571, LCM4573, LCM4579) et valeurs de conductivité électrique 
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(CE) et de teneurs en P et N. Ces souches ont été fortement liées au niveau de salinité de 

28,82‰ contrairement aux souches du groupe C (LCM4574, LCM4575 et LCM4577) qui ont 

été fréquentes à 1,53‰ de salinité avec des valeurs de CE, pH, N et P faibles. Les souches du 

groupe B (LCM4576, LCM4578 et LCM4580) et la LCM4572 liées respectivement à 11,26‰ 

et 3,28‰ de salinité, ont occupé une position intermédiaire. 

28,82‰

11,26‰

3,28‰

1,53‰

LCM4571

LCM4572

LCM4573

LCM4574

LCM4575

LCM4576

LCM4577

LCM4578

LCM4579

LCM4580

Conductivité 
P

N
pH

-5

0

5

10

-10 -5 0 5 10 15

F2
 (2

3,
28

 %
)

F1 (54,69 %)

Biplot (axes F1 et F2 : 77,97 %)

C

A

B

 

Figure 19. Représentation graphique de l’analyse en composantes principales (ACP) des 

effets combinés des caractéristiques chimiques des échantillons de sols prélevés sous S. 

robustus, P. juliflora et hors du couvert végétal dans les 4 niveaux de salinité et des souches 

de rhizobia isolées dans ces sols en saison sèche.  

4.3.3.1.2. Distribution des rhizobia en fonction de la composition chimique des sols de 

saison humide 

En saison humide, les axes F1 et F2 ont expliqué plus de 82 % de la diversité génétique des 

rhziobia obtenue. La souche LCM 4571 a été plus fréquente à 10,08‰ de salinité. Elle a été 

positivement correlé aux valeurs de CE, pH et P (Figure 20). La teneur en N a été 

négativement corrélée à la salinité du sol. Ainsi, les souches du groupe C (LCM4575, 

LCM4577, LCM4578, LCM4582 et LCM4584) associées aux plus fortes teneurs en N  ont 
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été plus fréquentes au faible taux de salinité (1 ,60‰). Les souches du groupe B (LCM4574, 

LCM4576, LCM4579 et LCM4583) et la LCM4581 liées respectivement à 6,83‰ et 2,43‰ 

de salinité, ont occupé une position intermédiaire.  
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Figure 20. Représentation graphique de l’analyse en composantes principales (ACP) des 

effets combinés des caractéristiques chimiques des échantillons de sols prélevés sous S. 

robustus, P. juliflora et hors du couvert végétal dans les 4 niveaux de salinité et des souches 

de rhizobia isolées dans ces sols en saison humide.  

4.3.3.1.3. Répartition des rhizobia le long d’un gradient de salinité, en saison sèche 

La répartition des rhizobia a varié en fonction du niveau de salinité et du couvert végétal. Le 

genre Ensifer représenté par les souches LCM4571 et LCM4579 a semblé plus adapté à la 

salinité avec des fréquences majoritaires à 28,82‰ de salinité (Figure 21). Ces deux souches 

ont été communes à S. robustus et P. juliflora à 28,82‰ et 11,26‰ de salinité. A 3,28‰, la 

souche de Ensifer LCM4579 a également été partagée entre S. robustus et P. juliflora, par 

contre à 1,53‰, elle a été présente uniquement sous S. robustus. La souche de Ensifer 

LCM4571 a été spécifique aux sols sous P. juliflora à 3.28‰. La souche de Mesorhizobium 

LCM4578 est apparue le long du gradient de salinité. A 1,53‰ et 3,28‰ de salinité, elle a été 
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partagée entre S. robustus et P. juliflora, par contre à des niveaux de salinité élevée (11,26‰ 

et 28,82‰), la LCM4578 a été présente uniquement sous S. robustus. Une autre souche de 

Mesorhizobium LCM4574 a été partagée entre S. robustus et P. juliflora à 1,53‰ et 3,28‰ de 

salinité. A 11,26‰, cette souche est apparue uniquement sous P. juliflora. La souche de 

Mesorhizobium LCM4580 n’a été retrouvée que sous P. juliflora à 3,28‰ alors qu’à un 

niveau de salinité plus élevé (11,26‰), elle est apparue seulement dans la rhizosphère de S. 

robustus. La souche de Mesorhizobium LCM4577 a été présente uniquement dans la 

rhizosphère de S. robustus à 1,53‰ et 3,28‰. Toujours pour le genre Mesorhizobium, la 

LCM4576 a été présente seulement dans la rhizosphère de P. juliflora à 11,26‰. Par contre, 

la LCM4575 a été partagée entre S. robustus et P. juliflora à 1,53‰. Les souches de 

Burkhoderia LCM4572 et Rhizobium LCM4573 ont respectivement été présentes sous P. 

juliflora à 3,28‰ et 28,82‰ de salinité. 50% des souches de rhizobia identifiées en saison 

sèche ont été présentes hors du couvert végétal. Il s’agit des souches de Mesorhizobium 

(LCM4574, 4575 et 475), Rhizobium LCM4573 et Ensifer LCM4579.  

En somme, 60% des souches identifiées en saison sèche ont été partagées entre S. robustus et 

P. juliflora. 30% des souches sont spécifiques à P. juliflora contre 10% pour S. robustus. 
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 Figure 21. Fréquences des souches de rhizobia isolées dans la rhizosphère de P. juliflora, S. 

robustus et hors du couvert végétal dans les 4 niveaux de salinité en saison sèche. 

4.3.3.1.4. Répartition des rhizobia le long d’un gradient de salinité, en saison humide 

En saison humide, les souches de Ensifer LCM4571 et LCM4579 ont été partagées entre S. 

robustus et P. juliflora le long du gradient de salinité. Ces deux souches de Ensifer sont les 

seules présentes à 10,08‰ de salinité (Figure 22). S. robustus et P. juliflora ont partagé la 

souche de Mesorhizobium LCM4575 à 1,60‰ et 2,43‰. La souche de Mesorhizobium 

LCM4574 a par contre été partagée entre ces deux plantes à 2,43‰ et 6,83‰. A 1,60‰, la 

LCM4574 a été spécifique aux sols sous S. robustus. Les deux souches de Mesorhizobium 

LCM4576 et LCM4583 ont été présentes uniquement sous S. robustus à 6,83‰. Une autre 

souche de Mesorhizobium retrouvée uniquement sous S. robustus a été la LCM4584. Cette 

souche a été présente à 1,60‰ de salinité. La souche de Mesorhizobium LCM4577 a été 

retrouvée respectivement sous couvert végétal de P. juliflora et S. robustus a 1,60‰ et 

2,43‰. La souche de Mesorhizobium LCM4578 a été retrouvée à 1,60‰ où elle a été 

partagée entre S. robustus et P. juliflora. Par contre à 6,83‰, la LCM4578 a été retrouvée que 

sous S. robustus. La souche de Rhizobium LCM4581 a été présente sous P. juliflora à 2,43‰. 

S. robustus a hébergé dans sa rhizosphère la souche de Rhizobium LCM4582 à 1,60‰ de 

salinité. A l’exception de la souche de Ensifer LCM4571 présente hors du couvert végétal à 
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10,08‰, la LCM4579 (Ensifer) a été la seule souche présente hors du couvert végétal le long 

du gradient de salinité. 

Globalement, 54,5% des souches identifiées en saison humide ont été partagées entre S. 

robustus et P. juliflora. 36,3% ont été retrouvés uniquement sous S. robustus contre 1% des 

souches identifiées sous P. juliflora. 

 
Figure 22. Fréquences des souches de rhizobia isolées dans la rhizosphère de P. juliflora, S. 
robustus et hors du couvert végétal dans les 4 niveaux de salinité en saison humide. 

4.3.3.1.5. Abondance et diversité α des rhizobia 

Les résultats enregistrés dans le Tableau 13 ont montré un effet positif de la salinité sur 

l’abondance des rhizobia des sols sous S. robustus, P. juliflora et les sols hors du couvert 

végétal, en saisons sèche et humide. Globalement, l’abondance des rhizobia des sols sous P. 

juliflora a été plus élevée que celle des sols sous S. robustus. 

Contrairement à l’abondance, la richesse des rhizobia a diminué avec la salinité. En effet, la 

diversité des rhizobia appréciée par l’indice de Shannon a été plus faible à 28,82‰ en saison 

sèche (H’=1,04) et à 10,08‰ en saison humide (H’=0,59). Par contre, l’indice de Shannon le 

plus élevé a été observé en saison humide à 1,60‰ de salinité (H’=1,77). L’indice de diversité 

de Simpson a montré de plus faibles valeurs à 28,82‰ en saison sèche (D=0,55) et à 10,08‰ 

en saison humide (D=0,40). L’indice de Simpson a été plus important en saison humide à 

1,60‰ (D=0,80). Globalement, la répartition des espèces a été assez uniforme entre les 
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niveaux de salinité avec un indice d’équitabilité qui a varié entre 0,72 à 0,86 le long du 

gradient de salinité en saisons sèche et humide. 

Tableau 13. Abondance et diversité α des rhizobia de la rhizosphère de S. robustus, 
P.juliflora et hors du couvert végétal dans les 4 niveaux de salinité, en saisons sèche et 
humide. 

Saisons Salinité 
(‰) 

Abondance des rhizobia  Diversité α 
S. 

robustus 
P. 

juliflora 
Hors 

couvert 
 Richesse Shannon 

(H’) 
Simpson 

(D) 
Equitabilité 

(J) 

Sèche 1,53 
3,28 
11,26 
28,82 

3,80 
3,00 
2,42 
4,20 

2,60 
2,62 
2,85 
6,60 

0,00 
0,87 
1,42 
2,60 

 5 
8 
7 
4 

1,38 
1,58 
1,50 
1,04 

0,71 
0,74 
0,70 
0,55 

0,86 
0,81 
0,72 
0,75 

Humide 1,60 
2,43 
6,83 
10,08 

3,50 
3,00 
5,00 
5,5 

3,62 
4,00 
4,16 
14,00 

0,37 
2,33 
1,83 
2,00 

 8 
6 
6 
2 

1,77 
1,48 
1,39 
0,59 

0,80 
0,73 
0,70 
0,40 

0,85 
0,83 
0,77 
0,85 

 

4.3.3.1.6. Diversité béta (β) des rhizobia 

La diversité β a été déterminée par les calculs d’indices de diversité de Sørensen. Les résultats 

obtenus (Tableau 14) ont indiqué qu’en saison sèche, les communautés présentes à 11,26‰  

de salinité ont été les plus proches de celles de 3,28‰ (β = 0,80). A 3,28‰, les communautés 

ont été assez proches de celle de 1,53‰ où plus de 70% des souches seraient communes. Par 

contre les communautés les plus éloignées ont été celles de 28,82‰ et 1,53‰ de salinité (β = 

0,44). 

En saison humide, le niveau de salinité de 10,08‰ a semblé avoir la communauté la plus 

distincte des autres avec des indices de diversité de Sørensen compris entre 0,40 et 0,50 

(Tableau 15). Les communautés de 2,43‰ ont été les plus proches de celles de 1,60‰ (β = 

0,71). 
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Tableau 14. Diversité β des rhizobia de la rhizosphère de S. robustus, P. juliflora et en hors 
couvert végétal des 4 niveaux de salinité en saison sèche. 

Salinité (‰) Salinité (‰) 
1,53 3,28 11,26 28,82 

1,53 
3,28 
11,26 
28,82 

- 
0,77 
0,66 
0,44 

 
- 

0,80 
0,50 

 
 
- 

0,54 

 
 
 
- 

 

Tableau 15. Diversité β des rhizobia de la rhizosphère de S. robustus, P. juliflora et en hors 
couvert végétal des 4 niveaux de salinité en saison humide. 

Salinité (‰) Salinité (‰) 
1,60 2,43 6,83 10,08 

1,60 
2,43 
6,83 
10,08 

- 
0,71 
0,57 
0,40 

 
- 

0,50 
0,50 

 
 
- 

0,50 

 
 
 
- 

 

4.3.3.2. Phylogénie de la région intergénique (ITS) 16S-23S de l’ADNr 

L'arbre phylogénétique généré à partir des séquences de l'ITS 16S-23S de l’ADNr des 

souches de rhizobia montre quatre (04) genres (Figure 23).  

Le genre Mesorhizobium regroupe huit (08) souches (LCM4574, LCM4575, LCM4576, 

LCM4577, LCM4578, LCM4580, LCM4583 et LCM4584). Ces souches présentent une de 

grande similitude (93%) avec la souche type de Mesorhizobium plurifarium LMG11892T. Le 

genre Ensifer regroupe les souches LCM4571 et LCM4579, étroitement liées à la souche type 

de Ensifer fredii LMG6217T avec 92% de similarité. Le genre Rhizobium est constitué par les 

souches LCM4573, LCM4581 et LCM4582. Ces souches sont proches de la souche de 

Rhizobium sp. LCM3718 (90% de similarité) isolées d’Acacia seyal et de la souche type de 

Rhizobium pisi DSM30132 (85% de similarité). La souche LCM4572 se retrouve dans le 

genre Burkhoderia et présente 99% de similarité avec la souche Burkholderia sp LCM3750 

isolée d’A. senegal. 



Chapitre 4. Diversité des rhizobia associés à la rhizosphère de S. robustus et P. juliflora en rapport avec la 
salinité et la saison 

96 

 

 

Figure 23. Arbre phylogénétique montrant les relations entre les séquences des gènes ITS des 

souches de rhizobia (en gras) isolées dans la rhizosphère de P. juliflora, S. robustus et hors du 

couvert végétal et celles de souches de référence de la base de données GenBank.  

La valeur de bootstrap indiquée sur les noeuds a été calculée après une répétition de 100 fois 
(seules les valeurs supérieures à 50% ont été représentées). Les souches types sont 
représentées par « T ». Les numéros d’accession Genbank sont donnés entre parenthèses. 
L’arbre a été enraciné avec les souches Bradyrhizobium elkani LMG 6134T et 
Bradyrhizobium japonicum LMG 6138T. 
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4.3.3.3. Phylogénie du gène 16S de l’ADNr et des gènes de ménage des souches de 

rhizobia  

4.3.3.3.1. Phylogénie du gène 16S 

L'arbre phylogénétique du gène 16S (Figure 24) a montré que les souches de rhizobia isolées 

de la rhizosphère de P. juliflora et S. robustus et hors couvert végétal appartiennent à 04 

genres. Le genre Mesorhizobium est subdivisé en deux sous groupes. Le sous groupe I 

regroupant les souches LCM4574, LCM4575, LCM4576, LCM4577, LCM4580 et 

LCM4584, sont fortement liées à la souche type Mesorhizobium plurifarium LMG11892T 

avec 99% de similarité. Les souches LCM4578 et LCM4583 forment le sous groupe II et 

présentent des similarités de 99% avec Mesorhizobium sp AB11 isolée d’A. senegal. 

Le genre Ensifer regroupe les souches LCM4571 et LCM4579 proches de la souche type 

Ensifer meliloti LMG6133T (98% de similarité) et de la souche de Ensifer meliloti 

SEMIA6162 (99% de similarité), isolée du Brésil à partir de nodules de Prosopis juliflora 

(Menna et al., 2006). 

Le genre Rhizobium regroupe les souches LCM4573, LCM4581 et LCM4582. Ces dernières 

sont proches de la souche type Rhizobium cauense CCBAU101002T (97% de similarité) et 

similaires à 99% des souches Rhizobium petrolearium LW2, Rhizobium sp R1.4, Rhizobium 

sp SEMIA6411 isolées respectivement de sols rhizosphèriques du riz et de nodosités d’A. 

senegal et Clitoria fairchildiana, une Fabacée originaire du Brésil.  

La souche LCM4572 se retrouve dans le genre Burkhoderia et présente 99% de similarité 

avec la souche Burkholderia sp PNG-April. 

4.3.3.3.2. Phylogénie des gènes atpD, recA, gyrB et glnA 

Sur les 14 souches représentatives des profils ITS, identifiés par séquençage de l'ADNr 16S-

23S, les gènes atpD, recA, gyrB et glnA de 8 isolats ont pu être amplifiés. Les amorces 

définies, n’ont pas permis d’amplifier les séquences des 4 gènes de ménage symbiotiques de 6 

isolats de notre collection (LCM4572, LCM4573, LCM4574, LCM4578, LCM4581 et 

LCM4584). Les 8 souches ont ainsi été utilisées pour construire l’arbre concaténé des 4 gènes 

(Figure 25). Il apparait clairement que les souches LCM4575, LCM4576, LCM4577, 

LCM4580 et LCM4583 sont phylogénétiquement proches de la souche type Mesorhizobium 

plurifarium LMG11892T. La souche LCM4582 est fortement liée à la souche type Rhizobium 
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leguminosarum LMG14904T. Les souches LCM4571 et LCM4579 sont phylogénétiquement 

proches de la souche type de Ensifer fredii LMG6217T. 

 
Figure 24. Arbre phylogénétique montrant les relations entre les séquences des gènes ARNr 

16S des souches de rhizobia (en gras) isolées de la rhizosphère de P. juliflora, S. robustus et 

en hors couvert végétal et celles de souches de référence de la base de données GenBank.      

La valeur de bootstrap indiquée sur les noeuds a été calculée après une répétition de 100 fois 
(seules les valeurs supérieures à 50% ont été représentées). Les souches types sont 
représentées par « T ». Les numéros d’accession Genbank sont donnés entre parenthèses. 
L’arbre a été enraciné avec les souches Bradyrhizobium elkani LMG 6134T et 
Bradyrhizobium japonicum LMG 6138T. 
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Figure 25. Phylogénie bayésienne de l’alignement de 4 gènes (atpD-recA-gyrB-glnA) des 

souches de rhizobia (en gras) isolées de la rhizosphère de P. juliflora, S. robustus et hors du 

couvert végétal et celles de souches types appartenant aux genres Mesorhizobium, Ensifer et 

Rhizobium. L’arbre a été enraciné avec la souche Bradyrhizobium elkani LMG 6134T. 

4.3.4. Diversité symbiotique des rhizobia 

Les relations phylogénétiques des 14 isolats représentatifs des profils ITS, identifiés par 

séquençage de l'ADNr 16S-23S ont été analysées en utilisant les séquences des gènes 

symbiotiques (nodA, nodC et NifH). Les amorces définies, n’ont pas permis d’amplifier les 

séquences des gènes symbiotiques de 04 isolats de notre collection. Il s’agit des souches de 

Burkhoderia LCM4572 et de Rhizobium (LCM4573, LCM4581 et LCM4582). Les résultats 

obtenus pour les 10 isolats ont montré que la phylogénie des gènes de nodulation (nodA et 

nodC) était presque semblable à la phylogénie du gène de fixation d’azote nifH.  
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4.3.4.1. Phylogénie du gène nodA 

L'arbre phylogénétique du gène nodA, réalisé sur 10 souches sur 14 (Figure 26) a montré que 

les souches de rhizobia appartenant au genre Mesorhizobium étaient subdivisées en deux sous 

groupes. Le sous groupe I regroupant les souches LCM4576, LCM4577, LCM4578, 

LCM4580 et LCM4583, présente 100% de similarité  avec la souche Mesorhizobium 

plurifarium ORS1096 isolée de nodosités d’A tortilis subsp. raddiana au Sénégal. Les 

souches LCM4574, LCM4575 et LCM4584 forment le sous groupe II et présente des 

similarités de 95% avec Mesorhizobium plurifarium CFN ESH26 isolé d’Acaciella 

angustissima au Mexique. Le genre Ensifer regroupe les souches LCM4571 et LCM4579, 

étroitement liées à la souche Ensifer sp ORS1085 (99% de similarité) isolée de A tortilis 

subsp. raddiana au Sénégal. 

Figure 26. Arbre phylogénétique montrant les relations entre les séquences des gènes nodA 

des souches de rhizobia (en gras) isolées dans la rhizosphère de P. juliflora, S. robustus et 

hors du couvert végétal et celles de souches de référence de la base de données GenBank.  

La valeur de bootstrap indiquée sur les noeuds a été calculée après une répétition de 100 fois 
(seules les valeurs supérieures à 50% ont été représentées). Les souches types sont 
représentées par « T ». Les numéros d’accession Genbank sont donnés entre parenthèses. 
L’arbre a été enraciné avec les souches Bradyrhizobium elkani LMG 6134T et 
Bradyrhizobium japonicum LMG 6138T. 
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4.3.4.2. Phylogénie du gène nodC                                                                                  

L'arbre phylogénétique du gène nodC, réalisé sur 10 souches sur 14 (Figure 27) a montré que 

les souches de rhizobia appartenant au genre Mesorhizobium étaient subdivisées en deux sous 

groupes. Le sous groupe I regroupant les souches LCM4576, LCM4577, LCM4578, 

LCM4580 et LCM4583, est lié aux souches Mesorhizobium sp ORS3404 isolée de nodosités 

d’A. seyal et de Mesorhizobium plurifarium ORS1096, Mesorhizobium sp AC39e2 et 

Mesorhizobium sp ORS3365 (99% de similarité) isolés respectivement de nodosités de A 

tortilis subsp. Raddiana, A. abyssinica et A. seyal. Les souches LCM4574, LCM4575 et 

LCM4584 ont formé le sous groupe II et présenté des similarités de 100% avec 

Mesorhizobium sp SCAU215 isolé de Leucaena leucocephala. Le genre Ensifer regroupe les 

souches LCM4571 et LCM4579, étroitement liées à la souche Ensifer sp JNVU avec 97% de 

similarité.  

Figure 27. Arbre phylogénétique montrant les relations entre les séquences des gènes nodC 

des souches de rhizobia (en gras) isolées dans la rhizosphère de P. juliflora, S. robustus et 

hors du couvert végétal et celles de souches de référence de la base de données GenBank.  

La valeur de bootstrap indiquée sur les noeuds a été calculée après une répétition de 100 fois 
(seules les valeurs supérieures à 50% ont été représentées). Les souches types sont 
représentées par « T ». Les numéros d’accession Genbank sont donnés entre parenthèses. 
L’arbre a été enraciné avec les souches Bradyrhizobium elkani LMG 6134T et 
Bradyrhizobium japonicum LMG 6138T. 
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4.3.4.3. Phylogénie du gène nifH 

L'arbre phylogénétique du gène nifH, réalisé sur 10 souches sur 14 est représenté sur la figure 

28. Le groupe I représenté par le genre Mesorhizobium est subdivisé en 2 sous groupe. Le 

sous groupe I constitué par les souches LCM4576, LCM4577, LCM4578 et LCM4583, est lié 

à la souche Mesorhizobium sp ORS3365 avec 99% de similarité. Le sous groupe II regroupant 

les souches LCM4574, LCM4575 et LCM4584, présente 99% de similarité avec 

Mesorhizobium sp RITF1564. Les souches LCM4571 et LCM4579ont formé le groupe II 

(Ensifer). Ces souches ont été groupées avec Ensifer sp JNVUAJ31 avec 98% de similarité.  

Figure 28. Arbre phylogénétique montrant les relations entre les séquences des gènes nifH 

des souches de rhizobia (en gras) isolées dans la rhizosphère de P. juliflora, S. robustus et 

hors du couvert végétal et celles de souches de référence de la base de données GenBank.  

La valeur de bootstrap indiquée sur les noeuds a été calculée après une répétition de 100 fois 
(seules les valeurs supérieures à 50% ont été représentées). Les souches types sont 
représentées par « T ». Les numéros d’accession Genbank sont donnés entre parenthèses. 
L’arbre a été enraciné avec les souches Bradyrhizobium elkani LMG 6134T et 
Bradyrhizobium japonicum LMG 6138T. 
 

 LCM4578 
 LCM4583 
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 LCM4576 
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 LCM4571 
 LCM4579 

Ensifersp JNVUAJ31 (KM044260) 
Bradyrhizobium elkanii LMG6134T (AF345254) 
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4.3.5. Diversité phénotypique des rhizobia 

Les marges de résistance des 14 souches de rhizobia aux différents antibiotiques testés sont 

représentées dans le Tableau 16. Les résultats ont montré des réponses variables des souches 

de rhizobia aux différents antibiotiques testés. De fortes résistances allant jusqu’à 100 μg/ml 

ont été notées avec l’ampicilline pour toutes les souches testées. Ces dernières ont été par 

contre faiblement tolérantes à la kanamycine et n’ont pas pu croitre au delà d’une 

concentration de 25 µg/ml. Les souches de Mesorhizobium LCM4576 et LCM4578 ont été 

sensibles à la rifampicine alors que la souche LCM4583 est restée sensible au 

chloramphénicol. Globalement, les souches testées se sont montrées assez tolérantes à la 

tétracycline et à la streptomycine. 

Le test de tolérance aux pH acides et alcalins a montré que toutes les souches de rhizobia 

pouvaient se développer sur des pH allant de 5 à 10 (données non présentées). Seule la souche 

de Rhizobium LCM4581 a été capable de croitre à des pH 4. 

Les résultats obtenus pour la croissance des souches à différentes doses de NaCl sont 

rapportés sur la figure 29. Les souches étudiées se sont avérées tolérantes à une large gamme 

de concentration en NaCl. La limite de tolérance de la souche de Rhizobium LCM4581 a été 

de 100 mM alors que les souches Burkhoderia LCM4572 et Rhizobium LCM4573 ont pu 

tolérer jusqu’à 700 mM de NaCl. Les deux souches de Ensifer (LCM4571 et LCM4579) ont 

pu croire jusqu’à des doses de 600 mM de NaCl. Les souches de Mesorhizobium ont occupé 

une position intermédiaire et se sont développées sur des doses de NaCl variant entre 200 et 

400 mM. 
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Tableau 16. Résistance intrinsèque des souches de rhizobia à différents antibiotiques. 

Isolats de rhizobia Antibiotiques (µg/ml) 
 Kan. Tétr. Strep. Chl. Amp. Rif. 

LCM4571 10 75 100 50 100 50 
LCM4572 10 75 50 100 100 75 
LCM4573 25 100 100 100 100 75 
LCM4574 25 50 100 100 100 75 
LCM4575 10 100 100 100 100 75 
LCM4576 10 50 100 100 100 <10 
LCM4577 10 50 100 25 100 10 
LCM4578 10 75 100 25 100 <10 
LCM4579 10 25 100 25 100 10 
LCM4580 10 50 75 25 100 50 
LCM4581 10 50 75 25 100 50 
LCM4582 10 75 75 75 100 50 
LCM4583 10 100 100 <10 100 50 
LCM4584 25 50 100 10 100 50 

Kan : Kanamycine ; Tétr : Tétracycline ; Strep : Streptomycine ; Chl : Chloramphénicol ; 
Amp : Ampicilline ; Rif : Rifampicine. 

 

 

 
Figure 29. Tolérance des souches de rhizobia à différentes concentrations de NaCl. 

4.3.6. Infectivité et effectivité des isolats de rhizobia et la fixation d’azote des plants d’A. 

seyal et de P. juliflora 

Les résultats enregistrés dans le Tableau 17 ont montré que les plants d’A. seyal forment des 

nodosités avec toutes les souches de rhizobia. Le pourcentage de nodulation des plants d’A. 
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seyal a été faible avec les souches de Burkhoderia LCM4572 et de Rhizobium (LCM4581 et 

LCM4582). Les souches de Ensifer (LCM4571 et LCM4579) et de Mesorhizobium 

(LCM4577 et LCM4580) ont amélioré le poids sec des nodosités des plantes d’A. seyal 

comparé aux plantes témoins. Comparés aux plants témoins,  l’inoculation des plantes d’A. 

seyal avec la souche de Ensifer LCM4579 a eu un effet positif sur la production de biomasse 

sèche totale, la fixation d’azote (ARA) et  l'activité spécifique de réduction d'acétylène 

(SARA). Une seule souche de Mesorhizobium LCM4580 a eu un effet positif sur la fixation 

d’azote d’A. seyal, par contre, elle n’a pas amélioré la biomasse sèche totale des plants. 

Les plants de P. juliflora n’ont pas formé de nodosités avec les souches de Burkhoderia 

LCM4572, Rhizobium (LCM4573, LCM4581 et LCM4582) et Mesorhizobium (LCM4576 et 

LCM4583). Les souches de Ensifer (LCM4571 et LCM4579) ont significativement augmenté 

le poids sec des nodosités et la production de biomasse sèche totale des plants de P. juliflora 

comparés aux plants témoins. L’inoculation de P. juliflora avec les 14 isolats n’a pas eu 

d’effet significatif sur la fixation d’azote des plants. Par contre, la SARA a été améliorée avec 

la souche de Mesorhizobium LCM4574. 

La souche de référence ORS3365 n’a pas eu d’effet significatif sur les paramètres de 

nodulation et de croissance et la fixation d’azote d’A. seyal et P. juliflora.  
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Tableau 17. Paramètres de nodulation, de croissance et de fixation d’azote mesurés sur les 
plants d’A. seyal et de P. juliflora en inoculation croisée. 

Plantes 
pièges 

Isolats de 
rhizobia 

TN 
(%) 

PSN 
(mg) 

PST 
(mg) 

ARA (μmole 
C2H4h-1plant-1) 

SARA 

A. seyal Témoin 
LCM4571 
LCM4572 
LCM4573 
LCM4574 
LCM4575 
LCM4576 
LCM4577 
LCM4578 
LCM4579 
LCM4580 
LCM4581 
LCM4582 
LCM4583 
LCM4584 
ORS3365 

0 
100 
25 
50 
50 
50 
100 
100 
100 
100 
100 
25 
25 
100 
75 
100 

00,00b 

12,75a 

00,75b 

02,75b 

00,32b 

00,62b 

05,65ab 

12,00a 

03,90b 

11,75a 

12,25a 

00,03b 

00,02b 

07,50ab 

00,08b 

05,25ab 

154,25b 
190,25b 

175,50b 
132,25b 

082,00b 

096,75b 

116,75b 

178,75b 

097,75b 

407,25a 

203,50b 

131,00b 

115,50b 

161,50b 

092,25b 

187,00b 

0,000b 

0,123b 

0,000b 

0,015b 

0,000b 

0,000b 

0,028b 

0,059b 

0,043b 

0,241a 

0,229a 

0,000b 

0,000b 

0,059b 

0,000b 

0,075b 

0,000b 

0,010ab 

0,000b 

0,002b 

0,000b 

0,000b 

0,000b 

0,005ab 

0,011ab 

0,020a 

0,018ab 

0,000b 

0,000b 

0,010ab 

0,000b 

0,014ab 

P. juliflora Témoin 
LCM4571 
LCM4572 
LCM4573 
LCM4574 
LCM4575 
LCM4576 
LCM4577 
LCM4578 
LCM4579 
LCM4580 
LCM4581 
LCM4582 
LCM4583 
LCM4584 
ORS3365 

0 
100 
0 
0 

100 
25 
0 
25 
25 
100 
25 
0 
0 
0 
50 
75 

0 
05,37a 

00,75b 

00,00b 

01,20b 

00,75b 

00,00b 

00,75b 

00,50b 

05,25a 

00,23b 

00,00b 

00,00b 

00,00b 

01,25b 

01,20b 

061,75b 

120,50a 

106,50ab 

103,25ab 

080,75ab 

091,75ab 

060,75b 

101,25ab 

070,50ab 

112,25a 

105,75ab 

071,75ab 

078,00ab 

108,00ab 

099,75ab 

108,50ab 

0,000a 

0,013a 

0,001a 

0,000a 

0,048a 

0,031a 

0,000a 

0,000a 

0,014a 

0,041a 

0,000a 

0,000a 

0,000a 

0,000a 

0,023a 

0,021a 

0,000b 

0,002b 

0,001b 

0,000b 

35,948a 

3,759b 

0,000b 

0,000b 

7,952b 

0,007b 

0,000b 

0,000b 

0,000b 

0,000b 

9,757b 

0,012b 

Pour chaque colonne et pour chaque espèce de légumineuse, les moyennes des valeurs suivies 
de la même lettre ne sont pas significativement différentes selon le test de Newman-Keuls 
(5%). TN : taux de nodulation ; PSN : poids sec nodulaire ; PST : poids sec total ; ARA : 
activité réductrice d’acétylène ; SARA : activité réductrice d’acétylène spécifique. 
 



Chapitre 4. Diversité des rhizobia associés à la rhizosphère de S. robustus et P. juliflora en rapport avec la 
salinité et la saison 

107 

 

4.3.7. Impact du stress salin sur l’infectivité et l’effectivité des isolats de rhizobia et sur 

la fixation d’azote des plants d’A. seyal et de P. juliflora 

Huit souches de rhizobia présentant une gamme variée de tolérance à la salinité sur milieu 

YMA (200 à 700 mM de NaCl) et appartenant aux 4 genres identifiés dans cette étude, ont été 

choisies pour ce test. Il s’agit des souches de Ensifer (LCM4571 et LCM4579), 

Mesorhizobium (LCM4577, LCM4580 et LCM4583), Burkhoderia LCM4572 et Rhizobium 

LCM4573). La souche de Mesorhizobium ORS3365 isolée des nodosités d’A. seyal et 

présentant une forte tolérance à la salinité, a été utilisée comme référence pour ce test. Les 

résultats ont montré un effet négatif de la salinité sur les paramètres de nodulation, de 

croissance et de fixation d’azote des plants d’A. seyal et de P. juliflora (Tableau 18). Sous 

stress salin, A. seyal a formé des nodosités avec toutes les 14 isolats. Par contre, P. juliflora 

n’a pas formé de nodosités avec les souches de Rhizobium LCM4573 et de Mesorhizobium 

LCM4583. Les souches de Ensifer (LCM4571 et LCM4579) et Mesorhizobium (LCM4577 et 

LCM4580) ont significativement augmenté le poids sec des nodosités de A. seyal, alors que 

chez P. juliflora, seules les souches de Ensifer ont amélioré le poids sec des nodosités. Chez 

A. seyal, la souche de Ensifer LCM4579 s’est montré performante pour la production de 

biomasse sèche et la fixation d’azote. La Mesorhizobium LCM4580 a seulement augmenté la 

fixation d’azote d’A. seyal. Chez P. juliflora, l’augmentation de la production de biomasse 

sèche a été assurée par les souches de Rhizobium LCM4573 et Mesorhizobium LCM4583. Par 

contre la LCM4579 (Ensifer) a eu un effet bénéfique sur la fixation d’azote de P. juliflora. 

La souche de référence ORS3365 n’a pas eu d’effet significatif sur les paramètres de 

nodulation et de croissance et la fixation d’azote d’A. seyal et P. juliflora en condition de 

stress salin. 
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Tableau 18. Paramètres de nodulation, de croissance et de fixation d’azote mesurés sur les 
plants d’A. seyal et de P. juliflora en inoculation croisée, sous stress salin. 

Plantes 
hôtes 

Facteurs 
testés 

TN 
(%) 

PSN (mg) PST (mg) ARA (μmole 
C2H4

h-1plant-1) 
SARA 

A. seyal Salinité 
0 mM 
50 mM 
100 mM 

 
75 
65 
8 

 
7,22a 

0,86b 

0,01b 

 
198,91a 

149,50a 

047,22b 

 
0,089a 

0,001b 

0,000b 

 
0,009a 

0,001b 

0,000b 

 Isolats de 
rhizobia 
Témoin 

LCM4571 
LCM4572 
LCM4573 
LCM4577 
LCM4579 
LCM4580 
LCM4583 
ORS3365 

 
 
0 
75 
16 
25 
58 
66 
58 
50 
58 

 
 

0,00b 

4,76a 

0,39b 

0,91b 

4,16a 

4,61a 

4,41a 

2,84ab 

2,16ab 

 
 

104,75b 

120,58b 

103,00b 

097,16b 

122,91b 

291,83a 

122,66b 

101,50b 

122,50b 

 
 

0,000b 

0,041ab 

0,000b 

0,003b 

0,018b 

0,079a 

0,076a 

0,018b 

0,026b 

 
 

0,000a 

0,001a 

0,000a 

0,001a 

0,002a 

0,007a 

0,007a 

0,005a 

0,006a 

P. 
juliflora 

Salinité 
0 mM 
50 mM 
100 mM 

 
41 
32 
0 

 
1,50a 

0,81b 

0,00c 

 
103,97a 

089,83b 

038,61c 

 
0,009a 

0,006a 

0,000b 

 
0,002a 

0,001ab 

0,000b 

 Isolats de 
rhizobia 
Témoin 

LCM4571 
LCM4572 
LCM4573 
LCM4577 
LCM4579 
LCM4580 
LCM4583 
ORS3365 

 
 
0 
66 
33 
0 
8 
66 
8 
0 
25 

 
 

0,00b 

2,62a 

0,48b 

0,00b 

0,25b 

3,00a 

0,07b 

0,00b 

0,52b 

 
 

57,66b 

81,00ab 

78,66ab 

93,75a 

69,50ab 

74 ,75ab 

79,66ab 

84,16a 

78,08ab 

 
 

0,000b 

0,012b 

0,001b 

0,000b 

0,000b 

0,026a 

0,000b 

0,000b 

0,007b 

 
 

0,000b 

0,002ab 

0,001b 

0,000b 

0,000b 

0,006a 

0,000b 

0,000b 

0,004ab 

Pour chaque colonne et pour chaque espèce de légumineuse, les moyennes des valeurs suivies 
de la même lettre ne sont pas significativement différentes selon le test de Newman-Keuls 
(5%). TN : taux de nodulation ; PSN : poids sec nodulaire ; PST : poids sec total ; ARA : 
activité réductrice d’acétylène ; SARA : activité réductrice d’acétylène spécifique. 
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4.4. DISCUSSION 

Dans le présent travail, le potentiel infectieux rhizobien des sols échantillonnés dans 4 

niveaux de salinité durant les saisons sèche et humide, a été évalué par la méthode MPN sur 

des plants d’A. seyal et P. juliflora. L’analyse des données MPN a montré un effet négatif de 

la salinité sur le nombre de rhizobia des sols. Ces résultats confirment ceux de Martyniuk et 

al. (2005) et Borucki et Sujkowska (2008) qui ont montré que la salinité des sols peut affecter 

la densité des rhizobia. La capacité des populations indigènes de bactéries symbiotiques à 

infecter et à former des nodosités in vitro sur des racines d’A. seyal et P. juliflora est 

fortement stimulée en saison humide. En effet, le nombre de rhizobia par gramme de sol a été 

vingt fois plus élevé en saison humide qu’en saison sèche. En condition de déficit hydrique, la 

croissance et la survie des rhizobia ont été affectées (Hungria et Vargas, 2000) et la 

nodulation est réduite (Sangakkara et al., 1996 ; Lazali, 2009). Le nombre de rhizobia par 

gramme de sols échantillonnés sous S. robustus a été significativement élevé, comparés aux 

sols en hors du couvert végétal. Ainsi, S. robustus stimulerait la microflore rhizobienne des 

sols rhizosphèriques. Ce constat est en accord avec ceux des études menées par Garau et al. 

(2009) et Gueye et al. (2009) qui ont montré que les herbacées tapissant les sous bois 

comprennent des hôtes potentiels pour les rhizobia. Le nombre le plus probable de rhizobia 

par gramme de sols a été le même dans la rhizosphère de S. robustus (plante non hôte) et P. 

juliflora (plante hôte). Ces résultats suggèrent que la présence de souches de rhizobia serait en 

partie dépendante de la rhizosphère de la plante, mais indépendante du statut d’hôte de la 

plante. Ainsi, le maintien ou l'augmentation des populations de rhizobia nécessiterait la 

présence de la rhizosphère de la plante. En effet, la rhizosphère est le volume de sol exploré 

par les racines et soumis à leur influence directe. Les racines exsudent des substances (ex. 

acides organiques, sucres, flavonoïdes) favorables à la multiplication des rhizobia et à 

l’établissement de la symbiose fixatrice d’azote (Haldar et Sengupta, 2015). Par ailleurs, les 

deux plantes pièges utilisées pour le test MPN ont montré des résultats comparables entre les 

sols. La plante piège ne peut donc pas être un facteur majeur expliquant la différence des 

nombres de rhizobia par gramme de sols des différents échantillons. 

Les résultats ont montré une grande diversité génétique des souches de rhizobia isolées de la 

rhizosphère de S. robustus, P. juliflora et des sols hors du couvert végétal, le long d’un 

gradient de salinité durant les saisons sèche et humide. La diversité des rhizobia a été mise en 

évidence par l’analyse de la région 16S-23S (ITS) de l’ADNr. Les souches de rhizobia ont été 
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regroupées dans 14 profils ITS. Les résultats obtenus avec les 14 souches pour les gènes de 

ménage, l'ADNr 16S et la région 16S-23S (ITS) de l’ADNr ont été concordants. Les 

représentants de ces bactéries ont été classés dans 4 genres : Mesorhizobium, Ensifer, 

Rhizobium et Burkhoderia. Ces résultats mettent en évidence l’existence dans la zone d’étude 

d’une importante population de rhizobia appartenant à ces différents genres bactériens. 

D’autres travaux menés sur la diversité génétique des rhizobia associés aux légumineuses 

annuelles et pérennes (Diouf et al., 2007 ; Fall et al., 2008 ; Gueye et al., 2009 ; Pule-

Meulenberg et al., 2010 ; Séne et al., 2012 ; Bakhoum et al., 2014) corroborent cette 

observation. Ces auteurs ont montré une large présence de rhizobia appartenant aux genres 

Bradyrhizobium, Mesorhizobium, Ensifer et Rhizobium dans la plupart des sols tropicaux. 

Dans le groupe des Mesorhizobium, la plupart des souches ont été proches des souches type 

de Mesorhizobium plurifarium LMG11892 (AF345263) et de Mesorhizobium huakuii 

LMG14107T(AF345259). Ces résultats confirment une large diffusion de l’espèce 

Mesorhizobium plurifarium à travers les tropiques (de Lajudie et al., 1998). Les séquences 

ITS de l’ADNr ont montré une diversité évidente entre les souches de Ensifer sp. De 

nombreuses études rapportent qu'une forte proportion de rhizobia formant des nodosités avec 

des arbres en Afrique, en particulier des Acacia spp., sont plus étroitement liés aux espèces du 

genre Ensifer (Romdhane et al., 2006). 

Les données disponibles concernant la répartition des 14 profils des ITS ont montré une 

structuration de la diversité des rhizobia en fonction des saisons. Certaines souches de 

rhizobia résistantes à la sécheresse, peuvent dominer dans le sol et s’associer avec la plante 

hôte  (McIntyre et al., 2007). D’autres travaux ont montré que le manque d’eau et la 

sécheresse affectent directement la persistance, la survie et la diversité génétique des rhizobia 

dans le sol (Mnasri et al., 2007 ; Graham, 1992). Une analyse en composantes principales a 

confirmé que la diversité des rhizobia isolés de la rhizosphère de P. juliflora et de S. robustus 

et des sols  hors du couvert végétal, était structurée par les paramètres chimiques des sols. 

Ainsi, la variation de la disponibilité des éléments nutritifs du sol peut avoir une influence sur 

les microorganismes. Certaines souches de rhizobia sont fortement liées à la conductivité 

électrique, au pH et P des sols. Ces résultats suggèrent qu’il existe des souches de rhizobia 

adaptées à des niveaux de salinité et de sodicité élevés. Une corrélation positive entre la 

conductivité électrique et la teneur en P (r= 0,99 et P< 0,001) laisse supposer que sous stress 

salin, la quantité de P allouée aux plantes par les rhizobia est fortement réduite. Ceci pourrait 

être lié aux effets négatifs de la salinité sur le processus d’établissement de la symbiose et de 
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l’initiation nodulaire. L’augmentation des valeurs de pH en fonction de la salinité indique une 

disponibilité des ions Na+ au détriment des ions H+. Contrairement au P, le N est 

négativement corrélé à la conductivité électrique (r= -0,98 et P< 0,001). Ces résultats 

suggèrent qu’en condition de stress salin, les plantes optimisent leur développement par 

l’utilisation de N disponible dans le sol. 

La majorité des souches isolées des sols sous S. robustus et P. juliflora ont été communes à 

ces deux espèces végétales. Ces résultats suggèrent que S. robustus et P. juliflora partagent un 

cortège rhizobien. 

Dans cette étude, l’indice de diversité de Shannon et de Simpson ont été plus faibles dans les 

sols à 28,82‰ et 10,08‰ de salinité respectivement en saisons sèche et humide. Ces résultats 

indiquent un effet négatif de la salinité sur la diversité des populations de rhizobia. Ces 

résultats sont confortés par des travaux antérieurs qui ont montré un effet délétère de la 

salinité sur la diversité des rhizobia (Zahran, 1991, 1999). L’analyse de la diversité béta a 

montré une variabilité de la structure des populations des rhizobia entre les niveaux de 

salinité. En effet en saison humide, les communautés de 10,08‰ de salinité  ont été plus 

éloignées de celles de 1,60‰. Par contre, les communautés de 1,60‰ ont été plus proches de 

celles de 2,43‰. Le même constat a été noté en saison sèche. Ces résultats suggèrent que 

deux sites proches partagent des génotypes similaires. Une situation comparable a été décrite 

dans les travaux de Rahi et al. (2012). Contrairement à la diversité, l’abondance relative des 

populations de rhizobia a augmenté avec la salinité. Ces résultats indiquent que quelques 

espèces de rhizobia isolés des sols à forts taux de salinité ont été capables de se multiplier et 

de coloniser les sols sous couvert végétal.  

Les amorces qui ont pu être définies sur la base des zones conservées au sein des gènes de 

nodulation connus n’ont pas permis d’amplifier les séquences nodA ou nodC des souches de 

Burkhoderia LCM4572 et de Rhizobium (LCM4573, LCM4581 et LCM4582) isolées de la 

rhizosphère de S. robustus, P. juliflora et de sols hors du couvert végétal. Ces observations 

laissent supposer que les gènes de nodulation de ces souches possèdent des séquences 

particulières à ce groupe de spécificité d’hôtes. Il ressort de nos résultats que les souches de 

rhizobia formant des nodosités avec A. seyal et P. juliflora, ont des gènes symbiotiques assez 

proches. D’autres travaux basés sur un plus grand nombre d'isolats ont conclu que la 

phylogénie du gène nifH était globalement similaire à celle des gènes de nodulation (Vinuesa 

et al., 2005 ; Zhang et al., 2012). Toutefois, les gènes symbiotiques n’ont pas été corrélés au 
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gène 16S et à l’IGS 16S-23S. Ce constat est en accord avec ceux des travaux menées par de 

Mergaert et al. (1997) et Suominen et al. (2001) qui ont montré que les marqueurs 

taxonomiques ne fournissent aucune information sur les propriétés symbiotiques des rhizobia 

et que la dissémination des gènes de nodulation résulte de transferts latéraux entre les 

populations de rhizobia.  

Une grande diversité à la résistance aux antibiotiques, aux pH et à la salinité des 

rhizobia a été mise en évidence dans cette étude. La diversité au sein des populations de 

rhizobia pourrait leur permettre de s'adapter à des environnements différents pour la survie et 

la nodulation. Ces résultats corroborent ceux de Diouf et al. (2008) et Fall et al. (2008). Les 

antibiotiques sont inhibiteurs de la synthèse des protéines et de membrane plasmique, 

notamment la kanamycine qui s’est révélée le plus néfaste sur la croissance des souches. En 

effet, moins de 25% des souches ont pu croître avec la kanamycine à des concentrations 

supérieures à 25μg/ml. Dans les travaux de Zerhari et al. (2000), la kanamycine s’est révélé 

l’antibiotique le plus inhibiteur de la croissance de quelques souches capables de former des 

nodosités avec des espèces d’Acacia au Maroc. Graham et al. (1991) ont rapporté que l’effet 

inhibiteur d’un antibiotique dépend de sa nature et de sa concentration dans le milieu et que le 

degré d’inhibition est variable d’une espèce à une autre et d’une souche à l’autre. Toutes les 

souches de rhizobia ont montré une grande tolérance à l’ampicilline. La sélection de souches 

présentant une résistance multiple aux différents antibiotiques est très intéressante du fait que 

cette résistance peut être utilisée comme un important marqueur pour l’identification des 

souches et l’étude de leur diversité (Sawada et al., 1990). 

Les souches de rhizobia isolées des sols échantillonnés tolèrent une large gamme de pH 

variant entre 5 et 10. Nos résultats sont en accord avec ceux de Yadav et Vyas (1971) qui ont 

montré qu’une vingtaine de souches isolées de huit espèces différentes de légumineuses ont 

pu tolérer des pH élevés de l’ordre de 10 sous des conditions non salines. Au pH 4, seule la 

souche LCM4581 est capable de se développer. Ainsi, les souches de rhizobia ont manifesté 

une sensibilité à des valeurs de pH inférieures à 5. Selon Jordan (1984), les rhizobia sont 

sensibles à des pH inférieurs à 4,5.  

Les souches étudiées se sont avéré très tolérantes à des concentrations élevées en NaCl. 

Zerhari et al. (2000) ont montré que des souches formant des nodosités avec Acacia, Prosopis 

et Leucaena se sont révélées tolérantes à 500 mM et 850 mM NaCl. Les limites de tolérance à 

la salinité entre les rhizobia peuvent varier considérablement d’une espèce à une autre 

(Elsheikh et Wood, 1989). Les souches de Ensifer sont plus tolérantes à la salinité comparées 
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aux souches de Mesorhizobium. Ces résultats sont confortés par les travaux de Odee et al. 

(1997) qui ont montré que les souches à croissance rapide sont plus tolérantes à la salinité. 

Cette grande aptitude à la tolérance au sel des souches de rhizobia peut être un atout pour leur 

survie mais également pour leur performance symbiotique en conditions de stress salin. 

Cependant, dans les environnements salins, la symbiose rhizobia-légumineuse dépend non 

seulement du microorganisme mais également de la plante hôte. 

L’augmentation de la concentration en NaCl du milieu de culture a diminué significativement 

le taux de nodulation, le poids sec des nodosités, la production de biomasse et la fixation 

symbiotique de l’azote des plantes d’A. seyal et P. juliflora. Certains auteurs ont rapporté des 

effets dépressifs du NaCl sur la croissance d'espèces agroforestières (Diouf et al., 2005; Mills, 

2006). Toutefois, nos résultats ont montré un effet positif de l’inoculation avec la souche de 

Ensifer LCM4579 sur les paramètres de croissance et de nodulation et sur la fixation d’azote 

des plantes d’A. seyal et P. juliflora. Plusieurs études ont démontré que l'inoculation des 

légumineuses par des souches de rhizobia tolérantes au sel peut améliorer la nodulation et la 

fixation de l'azote en conditions de stress salin (Diouf et al., 2005; Lal et Khanna, 1994). Ces 

études soulignent que les souches de rhizobia tolérantes au sel peuvent former des nodosités 

avec des légumineuses ligneuses modérément tolérantes au sel et former des symbioses 

fixatrices d'azote efficaces dans des sols salins. Certains auteurs suggèrent que l’efficience de 

la symbiose rhizobium-légumineuse en sols salins est obtenue lorsque les deux partenaires 

sont résistants au stress salin (Cordovilla et al., 1995). Nos résultats ont montré que les 

souches les plus efficientes sur les plantes d’A. seyal et P. juliflora en absence de sel semblent 

être les plus efficaces après application du stress salin sur la croissance, la nodulation et la 

fixation d’azote de ces espèces végétales. Contrairement aux plantes de P. juliflora, toutes les 

plantes d’A. seyal ont formé des nodosités, quel que soit le niveau de NaCl. Les souches de 

Burkhoderia LCM4572 et Rhizobium (LCM4573, LCM4581 et LCM4582)  ont été capables 

d’initier la formation de nodosités sur A. seyal alors qu’il n’a pas été possible d’amplifier et de 

caractériser les gènes de nodulation nodA et nodC de ces souches. Cela pourrait signifier que 

la relation entre A. seyal et sa bactérie symbiotique est très spécifique et implique des gènes 

nodA et nodC très particuliers. Cela pourrait s’expliquer par le fait que les amorces utilisées 

ne permettent pas d’amplifier les séquences de ces gènes. Toutefois ces souches ne fixent pas 

d’azote, ce qui est en accord avec les résultats du séquençage du gène nifH. Il faut noter que la 

LCM4572 est affiliée au genre Burkholderia qui nodule pour l’essentiel des espèces du genre 

Mimosa. 
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4.5. CONCLUSION 

En s'appuyant sur nos résultats, discutés ci-dessus, nous pouvons conclure que la 

diversité génétique des rhizobia associés à la rhizosphère de Sporobolus et Prosopis et hors du 

couvert végétal était importante et structurée en fonction de la saison et du gradient de 

salinité. Les rhizobia identifiés appartiennent aux genres Mesorhizobium, Ensifer, Rhizobium 

et Burkhoderia. La salinité a eu un effet négatif sur les indices de diversité de Shannon et 

Simpson. L’étude de la diversité symbiotique des rhizobia a montré que la phylogénie des 

gènes de nodulation était semblable à celle du gène nifH.  

Les souches isolées sous S. robustus, P. juliflora et hors du couvert végétal ont été capables 

de pousser sur une gamme assez large de pH allant de 5 à 10. Les souches de Burkhoderia 

LCM457 et Rhizobium LCM4573 ont toléré jusqu’à 700 mM de NaCl. Quant aux souches de 

Ensifer (LCM4571 et LCM4579), elles ont pu tolérer des concentrations en NaCl allant 

jusqu’à 600 mM de NaCl. Le niveau de tolérance le plus élevé des souches de Mesorhizobium 

est de 400 mM de NaCl.  

L’inoculation des plants de A. seyal et P. juliflora avec les souches de rhizobia en condition 

de stress salin,  a montré un effet négatif de la salinité sur les paramètres de croissance et de 

nodulation et sur la fixation d’azote de ces légumineuses. Toutefois, certaines souches 

notamment la LCM4579 (Ensifer) a eu un effet bénéfique sur A. seyal et P. juliflora. En effet 

la LCM4579, commune à S. robustus et P. juliflora, a amélioré la production de biomasse 

sèche et la fixation d’azote des légumineuses.  

Ainsi, S. robustus héberge dans sa rhizosphère des bactéries efficientes sur les légumineuses. 

Cette graminée est un bon indicateur de biofonctionnement des sols. Aussi, les rhizobia 

étaient plus abondants dans les sols sous S. robustus que dans les sols hors du couvert végétal. 

S. robustus a augmenté ou du moins maintenu des populations de rhizobia. La majorité des 

souches identifiées ont été partagées entre S. robustus et P. juliflora. Parallèlement aux 

rhizobia, des CMA ont été identifiés sur les racines de S. robustus et P. juliflora. Les CMA 

sont des symbiotes fongiques souvent nécessaires à la fixation d’azote. De ce fait, nous avons 

jugé nécessaire d’identifier les CMA de S. robustus et P. juliflora et d’étudier la diversité et la 

structure de ces symbiotes fongiques en fonction de la salinité et des saisons.
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hapitre 5 

Diversité et structure génétique des communautés de champignons 
mycorhiziens à arbuscules (CMA) de Sporobolus robustus Kunth et 

Prosopis juliflora (SW) DC le long d’un gradient de salinité en saisons sèche 
et humide 
 

5.1. INTRODUCTION 

La salinisation est l’un des principaux facteurs de dégradation des terres surtout dans les 

zones aride et semi-aride (Evelin et al., 2009 ; Ruiz-Lozano et al., 2012 ; Porcel et al., 2012). 

La salinité affecte l’établissement, la croissance et le développement des plantes (Evelin et al., 

2009). Dans le Delta du Sine et du Saloum au Sénégal, Sporobolus robustus est une graminée 

halophyte pérenne, dominant la strate herbacée (Fall et al., 2015). S. robustus constitue une 

source de fourrage pour le bétail transhumant en période de soudure. Elle est généralement 

associée à Prosopis juliflora, une légumineuse moins tolérante à la salinité et utilisée comme 

bois de service et de combustible. Dans le Delta du Sine et du Saloum au Sénégal, de jeunes 

plants de P. juliflora émergent souvent des touffes de S. robustus. La graminée halophyte 

pourrait agir comme plante nurse pour l’établissement de jeunes plants de P. juliflora moins 

tolérants à la salinité. L’effet bénéfique de S. robustus sur P. juliflora pourrait provenir de 

l’augmentation du potentiel mycorhizien du sol et/ou de la présence d’un cortège de 

champignons mycorhiziens à arbuscules (CMA) plus diversifié chez la graminée qui 

renforcerait la tolérance de la légumineuse à la salinité. La croissance et la productivité des 

plantes dans les écosystèmes sont, en effet, influencés de façon importante par la diversité des 

CMA (van der Heijden et al., 1998). Les plantes, dans leur environnement naturel, sont 

souvent colonisées par des CMA qui constituent une composante microbienne symbiotique 

importante des écosystèmes terrestres naturels ou cultivés. Ils sont adaptés aux 

environnements salins (Giri et al., 2003 ; Smith et Read 2008). Des études ont montré que les 

CMA confèrent à la plante hôte une forte tolérance à la salinité (Ruíz-Lozano et al., 2011; 

Dodd et Ruíz-Lozano, 2012; Mbadi et al., 2015). La tolérance au stress salin des plantes 

mycorhizées est attribuée, en général, à une meilleure nutrition hydrominérale. Le mycélium 

extra-racinaire des CMA permet à la plante d’augmenter sa capacité d’absorption des 

minéraux (ex. P, N, Cu, Fe, Zn) et de l’eau (Al-Karaki, 2000). Les plantes tolérantes au sel 

C 
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sont généralement plus fortement colonisées par les CMA que les plantes sensibles (Al-karaki 

et al., 2001). 

La morphologie des spores a été utilisée comme outil pour identifier les CMA mais cette 

approche présente des limites (Hart et al., 2015). Certains CMA sporulent abondamment dans 

certaines conditions ou pendant certaines périodes de l’année et cessent de sporuler dès que 

les conditions changent (Redecker et al., 2003). L’étude de la diversité des communautés et 

des populations de CMA a évolué passant du comptage des spores et de leur identification par 

des critères morphologiques à des méthodes moléculaires basées sur l’amplification par la 

réaction de polymérisation en chaine (PCR) d’extraits d’ADN racinaires. Il existe plusieurs 

gènes utilisés comme marqueurs et différentes amorces plus ou moins spécifiques leur 

correspondant (Thiery et al., 2016). L’opéron ribosomal nucléaire des gènes codant les ARNr, 

qui existe en plusieurs copies, comprend la petite sous-unité (SSU) avec un ARNr (18S) et la 

grande sous-unité (LSU) avec trois ARNr (5S, 28S et 5,8S), séparées par des espaceurs 

transcrits ITS1 et ITS2 qui sont des régions très variables (Hart et al., 2015). Bien que les 

régions de l’opéron soient largement utilisées comme marqueurs chez les CMA, aucune 

d’entre elles ne constitue un code barre génétique satisfaisant pour toutes les lignées de 

Glomeromycota (Öpik et al., 2014). Le choix des marqueurs pour les CMA fait encore l’objet 

de controverses. Cependant, un consensus se dégage sur le choix de la SSU pour comparer les 

communautés de CMA dans les écosystèmes. Au moins trois raisons à cela : (i) l’existence 

d’amorces spécifiques, (ii) la taille de l’amplicon est adaptée au séquençage haut débit, (iii) la 

base de données en séquences est plus exhaustive que celles de la LSU et de l’ITS. Le 

marqueur SSU a été utilisé avec succès dans la description de la composition des 

communautés de CMA dans des systèmes  écosystèmes naturels (Grilli et al., 2015 ; Sara 

Varela-Cervero et al., 2015). 

Les objectifs de ce travail étaient d’étudier suivant un gradient de salinité et des saisons, (i) la 

densité et la diversité morphologique des spores de CMA se développant dans la rhizosphère 

de S. robustus et P. juliflora et (ii) la diversité génétique des CMA dans les racines de S. 

robustus et P. juliflora. 

5.2. MATERIEL ET METHODES 

5.2.1. Echantillonnage de sols et racines           

Des prélèvements de sols rhizosphériques et de racines ont été réalisés sur trois individus de 
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S. robustus et P. juliflora dans chacune des 4 parcelles délimitées le long d’un gradient de 

salinité en saisons sèche et humide (voir chapitre 4). Le gradient de salinité a varié entre 0,40 

et 11,21‰ (0,82 et 18,72 mS/cm) en saison humide et entre 0,81 et 27,75‰ (1,36 et 41,59 

mS/cm) en saison sèche Les racines prélevées ont été rincées puis séchées et conservées dans 

du Silicagel pour l’évaluation des taux de mycorhization et la caractérisation moléculaire des 

CMA. Les échantillons de sols ont servi à l’évaluation du potentiel infectieux mycorhizogène 

et à l’extraction des spores.  

5.2.2. Potentiel mycorhizogène du sol et mycorhization de S. robustus et P. juliflora 

Le potentiel infectieux mycorhizogène des sols a été estimé par la méthode MPN (voir 

chapitre 2).  

Les spores ont été extraites par la méthode du tamisage humide puis dénombrées sous une 

loupe binoculaire (voir chapitre 2). Les spores ont été triées sous la loupe binoculaire suivant 

la taille, la forme, la couleur et certaines caractéristiques de la paroi (ex. nombre de couches, 

hyphe suspenseur, bouclier de germination). Les spores morphologiquement identiques ont 

été montées entre la lame et lamelle dans une goutte de PVLG (polyvinyl polypyrrolidone) 

additionné du réactif de Melzer et observées en microscopie optique. Les prises de photos ont 

été effectuées grâce au logiciel Cell P. Les caractères morphologiques des spores ont été 

comparés à la base de données de l’INVAM (International Culture Collection of Vesicular 

Arbuscular Mycorrhizal fungi) (http://invam.caf.wvu.edu). 

Les racines ont été colorées au bleu de Trypan et la mycorhization évaluée selon la méthode 

de Philips and Hayman, 1970) (voir chapitre 2). 

5.2.3. Diversité génétique des CMA des racines de P. juliflora et S. robustus 

5.2.3.1. Extraction de l’ADN 

L’extraction d’ADN de CMA à partir de racines de S. robustus et P. juliflora a été effectuée 

avec le kit « Fast DNA SPIN Kit». Dans le cas de notre étude, 80 mg de racines fraîches ont 

été introduites dans des tubes à matrice de lyse A. Dans chaque tube contenant un échantillon 

de racine, ont été ajoutés respectivement 800 μl de solution de lyse CLS-VF (Cell Lysis/DNA 

Solubilizing) et 200 μl de solution PPS (Protein Precipitation Solution). Le mélange a été 

homogénéisé avec le broyeur Fast Prep pendant 40 s à la vitesse de 6,0 m/s. Le broyat a été 

centrifugé à 14000 tours par min pendant 10 min. Le surnageant obtenu (environ 800 μl) a été 

http://invam.caf.wvu.edu/
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transféré dans un microtube de 2 ml auquel un volume égal d’une solution de matrice de 

liaison (800μl) a été ajouté. Le surnageant et la matrice de liaison ont été bien mélangés par 

inversion des tubes puis le mélange a été incubé pendant 5 min à la température ambiante. Le 

mélange a été transféré sur un filtre SPIN contenu dans un tube de capture puis centrifugé à 

14000 tours par min pendant une min. Le culot obtenu a été dissout avec 500 μl de solution de 

lavage SEW-M. Une nouvelle centrifugation a été effectuée à 14000 tours/min pendant une 

min puis le tube de capture a été vidé à nouveau. Ensuite 100 µl de solution DES 

(DNase/Pyrogen-Free Water) ont été soigneusement déposés sur la matrice de liaison au 

dessus du filtre SPIN. Les tubes ont été incubés pendant 5 min à 55°C puis centrifugés à 

14000 tours par min. L’ADN obtenu a été conservé à -20°C. 

5.2.3.2. Amplification par PCR et séquençage 

Un fragment d’ADN (600 pb) de la petite sous-unité ribosomale (18S) a été amplifié en 

utilisant les amorces suivantes :  

NS31-i ; 5-CTTTCCCTACACGACGCTCTTCCGATCTTTGGAGGGCAAGTCTGGTGCC-

3’ (modifié par Santos-Gonzalez, 2007) et AML2-i ;  

5’-GGAGTTCAGACGTGTGCTCTTCCGATCTGAACCCAAACACTTTGGTTTCC-3’ 

(modifié par Lee et al., 2008). Les réactions d’amplification PCR ont été réalisées avec le kit 

Go-Taq DNA polymérase (Promega) dans un volume de 25 μl. Chaque réaction comprenait 5 

μl de tampon (5X Green Go-Taq Reaction Buffer), 2 μl de dNTPs (10 mM de chaque dNTP), 

0,2 μl de Go-Taq DNA polymérase (1 Unité totale), 0,625 μl de chaque amorce (front et 

reverse) (20 pmol/μl), 0,5 µl de BSA (200 ng/µl), 2 µl d’extrait ADN (15 ng/µl) et 14 μl d’eau 

ultrapure stérile. Un témoin négatif sans ADN a été utilisé pour servir de contrôle négatif de la 

PCR. L’amplification a été réalisée dans un thermocycleur GeneAmp PCR System 2400 

(Perkin Elmer) selon le programme suivant: dénaturation initiale (94°C, 3 min), suivie de 30 

cycles de dénaturation (94°C, 30 s), d’hybridation des amorces (58°C, 1 min) et d’élongation 

(72°C, 1 min 20 s) et une élongation finale (72°C, 10 min). Les produits PCR ont été 

visualisés par électrophorèse horizontale sur un gel d’agarose de 1% (p/v) dans un tampon 

TAE (Tris Acetate EDTA) 1X, puis photographiés sous lumière UV. Le gel a été coloré avec 

du BET (1 mg ml-1). Le marqueur de taille Smartladder (Eurogentec) a été utilisé comme 

marqueur de poids moléculaire. Le séquençage Illumina Miseq de la région 18S a été réalisé 

par la société Genotoul (Toulouse, France) en utilisant les amorces NS31i et AML2i. 
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5.2.3.3. Traitement des données de séquençage 

Les données de séquençage illumina ont été analysées avec le logiciel Mothur (Schloss et al., 

2011). Les séquences ont été débruitées et celles inférieures à 200 pb ou présentant des bases 

ambigües ont été éliminées. Une étape de pré-clusterisation (Huse et al., 2010) a été réalisée 

pour éliminer les séquences dont la présence serait liée aux erreurs de séquençage. Les 

chimères ont été détectés et éliminées à l’aide de la commande Uchime (Edgar et al., 2011) du 

logiciel Mothur. Toutes les séquences non redondantes (les singletons) ont été éliminées car 

elles présentent le risque de correspondre à des séquences artificielles. Les séquences ont 

ensuite été classées en utilisant une base de données d’alignement Silva-compatible et celles 

n’appartenant pas aux Glomeromycota ont été éliminées. Le regroupement des séquences en 

OTU (Operational Taxonomic Unit) a été réalisé avec les commandes de clusterisation 

installées dans Mothur. Les OTU correspondent aux séquences ayant 3% de divergence (97% 

de similarité) ont été regroupées. Le nombre de séquences entre les échantillons a été 

normalisé avec la commande « sub-sample ». L’étape de sous échantillonnage permet de 

réduire le nombre d’OTU parasite et d’avoir une estimation robuste de la diversité alpha et 

béta. Les affiliations taxonomiques sont basées sur le « k-nearest neighbor consensus » et la 

méthode de Wang et al. (2007) avec le logiciel Mothur (function Classify.seqs). Les 

séquences de références sont tirées de la base de Krüger et al. (2012). Ainsi, à partir du jeu de 

données obtenu (161 232 séquences regroupées en 5279 OTU), plusieurs analyses ont été 

effectuées. La diversité (Shannon, Simpson, taux de recouvrement), la richesse (Nombre 

d’OTU, Chao) et l’Equitabilité ont été calculées avec le logiciel Mothur. Les OTU 

indicatrices de la salinité, saison et plante ont été déterminées avec le logiciel R en utilisant le 

package « Indicspecies » et la fonction « multipatt ». Le modèle utilisé pour estimer les OTU 

indicatrices est le modèle inval.g (De Caceres et al., 2010). 

5.2.4. Analyses statistiques 

Les données sur les caractéristiques chimiques des sols, le potentiel infectieux mycorhizogène 

des sols, la densité des spores et le taux de mycorhization ont été soumises à une analyse de 

variance ANOVA à trois facteurs (salinité, saison et plante) en utilisant le test de Tukey HSD 

(P<5%). La structure des communautés de CMA de S. robustus et P. juliflora a été analysée 

par la PERMANOVA en utilisant le logiciel R. La PERMANOVA ou analyse de la variance 

par permutation (Anderson, 2005) est une analyse statistique non paramétrique qui ne 
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nécessite pas la transformation des données lorsque la normalité des résidus et l’homogénéité 

de la variance ne sont pas vérifiées. La comparaison de la structure des communautés de 

CMA, entre paire de niveaux de salinité, entre saison sèche et saison humide à chaque niveau 

de salinité et entre P. juliflora et S. robustus à chaque niveau de salinité, a été analysée par la 

PERMANOVA. L’analyse de variance (ANOVA) a permis de comparer la diversité alpha des 

communautés de CMA en fonction de la salinité et de la saison en utilisant le test de Tukey 

HSD (p<0,05%). Toutes les analyses ANOVA ont été réalisées avec le logiciel XLSTAT 

version 2010. 

5.3. RESULTATS 

5.3.1. Caractéristiques physico-chimiques des sols 

Les caractéristiques physiques des sols sont représentées dans le chapitre 4. 

Les valeurs des différents paramètres chimiques mesurés par niveau de salinité (Tableau 19), 

correspondent à la moyenne des valeurs obtenues pour S. robustus et P. juliflora en saisons 

sèche et humide. Les résultats ont montré que tous les paramètres mesurés, à l’exception de la 

teneur en N et P, ont augmenté avec la salinité. La salinité et le N assimilable étaient plus 

élevés en saison sèche alors que le pH était plus important en saison humide. Les autres 

paramètres ne varient pas avec la saison. Les sols rhizosphériques de S. robustus ont des 

valeurs de pH, de salinité et de N assimilable plus élevées comparés aux sols sous P. juliflora. 

Les autres paramètres ne varient pas avec la plante. 
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Tableau 19. Quelques caractéristiques chimiques des sols de la rhizosphère de S. robustus et P. juliflora selon la salinité et la saison. 

Facteurs testés 
pH Conductivité 

électrique Salinité N 
assimilable N total P 

assimilable P total C total C/N 

 mS/cm ‰ mg/kg % mg/kg mg/kg %  

Salinité (‰) 
0,61 
1,18 
6,09 
19,49 

 
6,52c 
6,82c 

7,43b 

8,12a 

 
1,09c 

2,05bc 

10,15b 

30,16a 

 
0,61c 

1,18c 
6,09b 
19,49a 

 
1,88b 
1,95b 
2,11ab 
2,35a 

 
0,10b 
0,11ab 
0,13a 
0,09b 

 
4,75c 
6,50bc 
9,00b 
12,25a 

 
126,66b 
126,00b 
172,75a 
183,75a 

 
1,17b 
1,33ab 
1,58a 
1,19b 

 
11,49b 
11,41b 
11,75ab 
12,29a 

Saison 
Sèche 
Humide 

 
6,94b 

7,51a 

 
14,73a 
6,99b 

 
9,50a 
4,19b 

 
3,37a 
0,77b 

 
0,18a 
0,11a 

 
8,25a 
8,00a 

 
148,00a 
156,58a 

 
1,34a 

1.29a 

 
11,56a 
11,91a 

Plante 
S. robustus 
P. juliflora 

 
7,33a 
7,12b 

 
14,72a 

7,01b 

 
9,41a 

4,27b 

 
1,76b 
2,38a 

 
0,11a 
0,10a 

 
8,04a 

8,29a 

 
149,83a 
154,75a 

 
1,35a 
1,29a 

 
11,60a 
11,87a 

Pour chaque colonne et pour chaque facteur, les données suivies de la même lettre ne sont pas significativement différentes selon le test de Tukey 
HSD (P< 0.05). 
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5.3.2. Potentiel infectieux mycorhizogène des sols 

Les données sur le potentiel infectieux mycorhizogène (valeurs de MPN) des sols de la 

rhizosphère de S. robustus et P. juliflora sont représentées dans le tableau 20. A la salinité de 

19,49‰, les MPN des sols sous S. robustus et P. juliflora n’ont pas pu être déterminés. En 

effet, à ce taux de salinité, la plante piège (S. robustus) n’a pas pu se développer. Toutefois, la 

salinité n’a pas affecté le potentiel mycorhizogène. Les valeurs de MPN ont été comparables 

en saisons humide et sèche. Les sols sous S. robustus ont eu en moyenne le même nombre de 

propagules que les sols sous P. juliflora. 

Tableau 20. Impact des trois facteurs (salinité, saison et plante) sur le nombre le plus 
probable de propagules (MPN) des sols de la rhizosphère de S. robustus et P. juliflora. 

Facteurs testés MPN/100 g de sol Intervalle de confiance (95%) 

Salinité (‰) 
0,61 
1,18 
6,09 
19,49 

 
(22,00) x 104 
(13,75) x 104 
(13,11) x 104 
             nd 

 
(82,28 – 375,98) x 104 
(51,42 – 234,98) x 104 
(49,03 – 224,04) x 104 
                    nd 

Saison 
Sèche 
Humide 

 
(14,74) x 104 
(17,83) x 104 

 
(55,12 – 251,90) x 104 
(66,68 – 304,71) x 104 

Plante 
S. robustus 
P. juliflora 

 
(17,66) x 104 
(14,91) x 104 

 
(66,04 – 301,80) x 104 
(55,76 – 254,81) x 104 

Pour chaque facteur, les valeurs de MPN ont été comparées à partir des intervalles de 
confiance (95%) ; nd= non déterminé 
 

5.3.3. Nombre et diversité morphologique des spores de CMA  

Le nombre de spores des sols de la rhizosphère de S. robustus et P. juliflora a 

significativement augmenté avec la salinité (Tableau 21). Le nombre de spores a été plus 

élevé en saison sèche qu’en saison humide. La densité des spores n’a pas varié avec la plante. 

La caractérisation morpho-anatomique des spores a révélé la présence de CMA appartenant 

aux genres Gigaspora, Scutellospora, Acaulospora et Glomus. Les spores du genre Gigaspora 
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sont de couleur jaune, globuleuse (Figure 30a). De grandes tailles (diamètre compris entre 

260-400µm), elles possèdent un hyphe suspenseur bulbeux pouvant atteindre 236 μm de long. 

La membrane est constituée de trois couches notées de l’extérieur vers l’intérieur de L1 à L3 

(Figure 30b). 

Les spores de Scutellospora sont de grande taille (diamètre compris entre 160-363 µm) et 

visibles à l’œil nu (Figure 31a). Elles sont sphériques à subsphériques, de couleur brun foncé 

à noire et présentent un bulbe suspenseur et un bouclier de germination. Trois couches ont été 

observées dans la paroi en microscopie photonique  (Figure 31b). 

Les spores de Glomus sp sont de petite taille (diamètre compris entre 75-120 µm) et de 

couleur marron. La paroi présente deux couches (Figure 32a). Acaulospora sp présente deux 

couches avec des pores sur la paroi et des saccules (Figure 32b). 

Tableau 21. Impact des trois facteurs (salinité, saison et plante)  sur le nombre de spores et la 
mycorhization de P. juliflora et S. robustus. 

Traitements Nombre de spores 
 (/100 g de sol) 

Mycorhization (%) 

Salinité (‰) 
0,61 
1,18 
6,09 
19,49 

 
6,16±0,85b 
23,83±3,55b 

69,16±13,15a 
65,00±14,76a 

 
31,46±2,52a 
14,67±1,75b 

16,00±1,82b 
21,40±4,30b 

Saison 
Sèche 
Humide 

 
47,45±12,44a 
34,62±9,87b 

 
17,41±2,73b 
24,35±3,20a 

Plante 
S. robustus 
P. juliflora 

 
41,62±11,06a 
40,45±11,55a 

 
12,72±1,97b 
29,05±3,01a 

Pour chaque colonne et pour chaque facteur, les données suivies de la même lettre ne sont pas 
significativement différentes selon le test de Tukey HSD (P< 0.05). 
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                             a     b 

Figure 30. Morphologie (a) et structure de la paroi (b) des spores de Gigaspora sp. 

 

   

 a b 

Figure 31 . Morphologie (a) et structure de la paroi (b) de spores de Scutellospora sp. 
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 a b 

Figure 32. Structure de la paroi des spores de Glomus sp (a) et de Acaulospora sp (b). 

5.3.4. Mycorhization de S. robustus et P. juliflora 

L’intensité de mycorhization de S. robustus et P. juliflora a été négativement affectée par la 

salinité (Tableau 4). La mycorhization de ces deux espèces a été plus faible en saison sèche 

qu’en saison humide. La mycorhization de P. juliflora a été supérieure à celle de S. robustus.  

5.3.5. Diversité génétique des CMA de S. robustus et P. juliflora 

Les résultats ont montré une grande diversité génétique de CMA de S. robustus, P. juliflora. 

Toutefois, la diversité génétique des populations de CMA a été uniquement structurée par la 

salinité (Tableau 5). 

5.3.5.1. Distribution des OTU et composition des communautés de CMA  

Les 161 232 séquences obtenues ont été regroupées dans 5279 OTU. La famille Glomeraceae 

était majoritaire avec 77.1% des OTU (Figure 33) suivie de Diversiporaceae (6%), 

Paraglomeraceae (4,8%), Acaulosporaceae (4,4%) et Gigasporaceae (3,7%) (Figure 33). 

Environ 55% des familles ont affiliés à moins de 2% des OTU (Figure 33). 

Le genre le plus représenté était Rhizophagus (34,4%), suivi par Incertae-sedis (20,3%), 

Sclerocystis (11,2%), Redeckera (5,3%), Glomus (5,2%), Paraglomus (4,8%) et Acaulospora 

(4,4%) (Figure 35). Environ 67% des genres ont été affiliés à moins de 2% des OTU (Figure 

34). 
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Figure 33. Distribution des OTU dans les différentes familles de CMA. 
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Figure 34. Distribution des OTU dans les différents genres de CMA. 
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5.3.5.2. Distribution des communautés de CMA suivant la salinité, la saison et la plante 

Les résultats de la PERMANOVA ont mis en évidence l’effet de la salinité, de la saison, de la 

plante et de leurs interactions sur la structure des communautés de CMA (Tableau 22). Seule 

la salinité a eu un impact significatif sur la structure des communautés de CMA. La salinité 

apparaît donc comme le facteur structurant les communautés de CMA des deux plantes.  

Tableau 22. Impact des trois facteurs (salinité, saison et plante) et de leurs interactions sur la 
structure des communautés de CMA de Prosopis et Sporobolus. df= degré de liberté ; SS= 
somme des carrés ; R2= coefficient de détermination. 

Facteurs testés df SS F-value R2 P 

Salinité 3 3,34 8,72 0,35 0,001*** 
Saison 1 0,17 1,37 0,018 0,24 
Plante 1 0,25 1,98 0,02 0,12 
Salinité x saison 3 0,50 1,31 0,05 0,25 
Salinité x plante 3 0,55 1,43 0,05 0,19 
Saison x plante 1 0,09 0,77 0,01 0,48 
Salinité x saison x plante 3 0,29 0,75 0,03 0,64 

La PERMANOVA est basée sur la distance de Bray-Curtis (*** P< 0,001). 

 

5.3.5.2.1. Distribution des communautés de CMA suivant la salinité 

La salinité a structuré 8 parmi les 20 genres de CMA identifiés dans les racines de S. robustus 

et P. juliflora (Tableau 23). L’abondance relative de Rhizophagus, Incertae-sedis et Glomus a 

diminué avec la salinité tandis que Ambispora a disparu à la salinité de 19,49‰ (Figure 35). 

Par contre, Sclerocystis, Paraglomus et Acaulospora ont été dominants à 19,49‰ (Figure 35).  

La structure des 8 genres de CMA a été comparée par paire de niveaux de salinité, entre 

saisons sèche et humide à chaque niveau de salinité et entre P. juliflora et S. robustus à 

chaque niveau de salinité (Tableau 24). Les comparaisons par paire de niveaux de salinité de 

la composition des huit genres de CMA de S. robustus et P. juliflora ont révélé des 

différences significatives selon le genre et la paire de niveaux de salinité (Tableau 7a).  

 

 



Chapitre 5. Diversité et structure des communautés de CMA de S. robustus et P. juliflora en rapport avec 
la salinité et la saison 

128 

 

Tableau 23. Impact de la salinité sur la structure des huit genres de CMA de Prosopis et 
Sporobolus. SS= somme des carrés ; R2= coefficient de détermination. 

Genres Salinité 
SS F-value R2 P 

Rhizophagus 2,81 5,88 0,29 0,001*** 
Incertae-sedis 2,11 5,95 0,25 0,001*** 
Sclerocystis 3,52 6,50 0,29 0,001*** 
Glomus 4,08 6,62 0,29 0,001*** 
Paraglomus 1,14 2,16 0,09 0,018* 
Acaulospora 1,58 2,44 0,12 0,013* 
Ambispora 3,85 9,93 0,35 0,002** 
Redeckera 2,24 6,98 0,28 0,001*** 

La PERMANOVA est basée sur la distance de Bray-Curtis(P< 0.05). ‘***’ P< 0,001; ‘**’ P< 
0.01; ‘*’ P< 0.05. 
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Figure 35. Abondance relative des huit genres de CMA de P. juliflora et S. robustus en 

fonction de la salinité. 
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Tableau 24. Comparaison de la structure des huit genres de CMA (a) par paire de niveaux de salinité, (b), entre saisons sèche et humide à chaque 
niveau de salinité (c) entre P. juliflora et S. robustus à chaque niveau de salinité. 

(a) Comparaison par 
paire (Salinité en ‰) 

Rhizophagus Incertae-
sedis 

Sclerorocystis Glomus Paraglomus Acaulospora Ambispora Redeckera Autres 

0.61 vs 19,49 *** (+) *** (+) *** (-) * (+) NS *(-) * (+) NS NS 
0.61 vs 6,09 NS NS * (-) NS NS NS * (+) * (+) NS 
0.61 vs 1,18 NS NS NS NS NS NS NS NS NS 
1,18 vs 19,49  *** (+) ** (+) *** (-) *** (+) NS *(-) * (+) NS NS 
1,18 vs 6,09 NS NS NS NS NS NS * (+) ** (+) NS 
6,09 vs 19,49  ** (+) * (+) ** (-) NS *(-) NS NS NS NS 
 

(b) 
Salinité 
(‰) 

Comparaison par 
paire 

Rhizophagus Incertae-
sedis 

Sclerocystis Glomus Paraglomus Acaulospora Ambispora Redeckera Autres 

0.61 sèche vs humide * (-) ** (+) NS NS NS NS NS NS NS 
1,18 sèche vs humide NS NS NS NS NS NS NS NS NS 
6,09 sèche vs humide NS NS NS NS NS NS NS * (-) NS 
19,49 sèche vs humide NS NS NS NS NS NS NS NS NS 
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(c) 
Salinité 
(‰) 

Comparaison 
par paire 

Rhizophagus Incertae-
sedis 

Sclerocystis Glomus Paraglomus Acaulospora Ambispora Redeckera Autres 

0.61 S. robustus vs 
P. juliflora 

NS NS * (-) NS NS NS NS NS NS 

1,18 S. robustus vs 
P. juliflora 

NS * (+) NS * (-) NS NS NS NS NS 

6,09 S. robustus vs 
P. juliflora 

NS NS NS NS * (+) NS NS NS NS 

19,49 S. robustus vs 
P. juliflora  

NS NS * (-) NS NS NS NS NS NS 

‘***’ P< 0,001; ‘**’ P< 0.01; ‘*’ P< 0.05; ‘NS’ P > 0.05 ; NS= Non significatif ‘(+)’ ou ‘(-)’ indique que le premier facteur de la comparaison a 
un impact positif sur la structure des communautés de CMA et vice versa. 
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5.3.5.2.2. Distribution des communautés des huit genres de CMA suivant la plante 

La PERMANOVA n’a pas montré d’effet significatif de la plante sur la structure des 

communautés de CMA (Tableau 22). Toutefois, la comparaison des huit genres de CMA, par 

paire de plantes à chaque niveau de salinité, a révélé quelques différences significatives selon 

la salinité et la plante (Tableau 24c). En effet, à la salinité de 1,18‰, Incertae-sedis a été plus 

abondant chez S. robustus que sur P. juliflora. Par contre, Paraglomus a été plus abondant sur 

S. robustus à 6,09‰ de salinité. Sclerocystis a été dominant chez P. juliflora aussi bien au 

faible (0,61 ‰) qu’au fort niveau de salinité (19,49‰).  

Le nombre d’OTU que partage S. robustus et P. juliflora à chaque niveau de salinité est 

représenté sur la figure 36. Les résultats ont montré que le nombre d’OTU partagé entre les 

deux plantes par niveau de salinité,  n’a pas varié. Toutefois, le nombre d’OTU commun à S. 

robustus et P. juliflora par niveau de salinité, a diminué avec la salinité. 

 

Salinité (‰
)

S. robustus P. juliflora

389326 42

459304 46

Saison humide

281265 26

261361 24 NS

NS

NS

NS

11,21‰

3,13‰

0,4‰

0,76‰

Salinité

Saison sèche

545275 39

415349 41

331338 26

383373 27

NS

S. robustus P. juliflora

NS

NS

NS

Salinité
27,79‰

9,05‰

0,81‰

1,6‰

 

Figure 36. Structure des communautés de CMA partagées entre S. robustus et P. juliflora à 

chaque niveau de salinité en saisons sèche et humide. 
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5.3.5.2.3. Distribution des communautés des huit genres de CMA suivant la saison 

La PERMANOVA n’a pas montré d’effet significatif de la saison sur la structure des 

communautés de CMA (Tableau 22). Toutefois, des différences significatives ont été 

observées entre les abondances relatives des taxons fongiques en saisons sèche et humide 

dans certains niveaux de salinité (Tableau 24b). A la salinité de 0,61‰, Rhizophagus est plus 

abondant en saison humide alors que Incertae-sedis domine en saison sèche. A un niveau de 

salinité plus élevé (6,09‰), Redeckera est plus abondant en saison humide. 

5.3.5.3. Les OTU indicatrices de la salinité, du type de plante et de la saison 

Les OTU indicatrices des niveaux de salinité sont représentées dans le Tableau 25. Ces OTU 

au nombre de 34 ont été réparties dans 9 genres. Parmi ces 9 genres, 7 ont été structurés par la 

salinité dans notre étude. Ainsi, les OTU indicatrices de salinité ont été réparties dans le genre 

Glomus (3), Rhizophagus (7), Sclerocystis (6), Incertae-sedis (8), Redeckera (4), Acaulospora 

(1) et Paraglomus (2) (Tableau 25). Les OTU indicatrices de forte salinité (19,49‰) ont été 

au nombre de 10 et sont réparties dans Rhizophagus, Sclerocystis, Incertae-sedis, Redeckera 

et Acaulospora. Une seule OTU indicatrice de salinité comparable à 6,09‰ a été identifiée. 

Elle a été affiliée au genre Glomus. Dix (10) OTU ont été indicatrices de salinité modérée 

(1,18‰) et sont regroupées dans Glomus, Rhizophagus, Sclerocystis, Incertae-sedis, 

Redeckera et Paraglomus. Les OTU indicatrices de faible salinité (0,61‰) ont été également 

au nombre de 10. Elles ont été réparties dans  Glomus, Rhizophagus, Sclerocystis, Incertae-

sedis, Redeckera et Paraglomus. 

Les OTU indicatrices de la plante ont été au nombre de 10 et sont regroupées dans Glomus 

(1), Rhizophagus (1), Sclerocystis (1), Incertae-sedis (2), Redeckera (1) et Paraglomus (4) 

(Tableau 26). Six (6) OTU ont été indicatrices de P. juliflora et sont réparties dans 

Rhizophagus, Sclerocystis, Incertae-sedis et Paraglomus. Les OTU indicatrices de S. 

robustus, au nombre de 4, ont été regroupées dans Glomus, Redeckera et Paraglomus. 

Onze (11) OTU indicatrices de la saison ont été identifiées et parmi lesquelles, 9 sont 

réparties dans 5 genres structurés par la salinité dans notre étude (Tableau 27). Il s’agit de 

Glomus (2), Rhizophagus (1), Incertae-sedis (2), Redeckera (3) et Paraglomus (1). La 

majorité des OTU (6) ont été indicatrices de saison humide et regroupées au sein de Glomus, 

Rhizophagus, Redeckera et Paraglomus. Les OTU indicatrices de saison sèche ont été au 

nombre de 3 et sont réparties dans Glomus et Incertae-sedis. 
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Tableau 25. Les OTU indicatrices des niveaux de salinité. 

OTU Salinité (‰) Famille Genre 
0,61 1,18 6,09 19,49 
Valeur 
indicatrice 

P value Valeur 
indicatrice 

P value Valeur 
indicatrice 

P value Valeur 
indicatrice 

P value 

12     0,793 0,023*   Glomeraceae Glomus 
7   0,650 0,015*     Glomeraceae Glomus 
128 0,500 0,042*       Glomeraceae Glomus 
203       0,500 0,050* Glomeraceae Rhizophagus 
6   0,711 0,024*     Glomeraceae Rhizophagus 
125   0,577 0,012*     Glomeraceae Rhizophagus 
154   0,577 0,012*     Glomeraceae Rhizophagus 
139   0,500 0,041*     Glomeraceae Rhizophagus 
28 0,788 0,001***       Glomeraceae Rhizophagus 
138 0,577 0,010*       Glomeraceae Rhizophagus 
13       0,877 0,001*** Glomeraceae Sclerocystis 
1       0,835 0,001*** Glomeraceae Sclerocystis 
224       0,500 0,049* Glomeraceae Sclerocystis 
8   0,772 0,002**     Glomeraceae Sclerocystis 
43 0,632 0,007**       Glomeraceae Sclerocystis 
84 0,589 0,007**       Glomeraceae Sclerocystis 
9       0,914 0,001*** Glomeraceae Incertae-sedis 
9       0,914 0,001*** Glomeraceae Incertae-sedis 
24       0,825 0,001*** Glomeraceae Incertae-sedis 
32       0,670 0,013* Glomeraceae Incertae-sedis 
22   0,733 0,005**     Glomeraceae Incertae-sedis 
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60 0,657 0,003**       Glomeraceae Incertae-sedis 
20 0,794 0,002**       Glomeraceae Incertae-sedis 
02 0,639 0,04*       Glomeraceae Incertae-sedis 
67   0,596 0,018*     Diversisporaceae Redeckera 
86   0,527 0,041*     Diversisporaceae Redeckera 
21 0,733 0,002**       Diversisporaceae Redeckera 
30       0,656 0,010** Acaulosporaceae Acaulospora 
131       0,500 0,045* Acaulosporaceae Redeckera 
62       0,577 0,009** Pacisporaceae Pacispora 
119   0,471 0,036*     Paraglomeraceae Paraglomus 
61 0,687 0,002**       Paraglomeraceae Paraglomus 
27       0,637 0,016* Geosiphonaceae Geosiphon 
73       0,598 0,017* Geosiphonaceae Geosiphon 

Les OTU indicatrices ont été obtenues selon l’analyse des espèces indicatrices proposée par Dufrêne et Legendre (1997) avec le model inval.g de 
De Caceres et al. (2010). *** P<0,001 ;** P<0,01 ; * P<0,05. 
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Tableau 26. Les OTU indicatrices de S. robustus et P. juiflora. 

OTU P. juliflora  S. robustus Famille Genre 

 Valeur indicatrice P value  Valeur indicatrice P value   

114 0,456 0,044*    Glomeraceae Rhizophagus 
10 0,717 0,026*    Glomeraceae Incertae-sedis 
37 0,591 0,014*    Glomeraceae Incertae-sedis 
100 0,456 0,050*    Glomeraceae Sclerocystis 
12    0,734 0,016* Glomeraceae Glomus 
80    0,500 0,023* Diversisporaceae Redeckera 
110 0,456 0,047*    Paraglomeraceae Paraglomus 
119 0,456 0,050*    Paraglomeraceae Paraglomus 
11    0,964 0,001*** Paraglomeraceae Paraglomus 
18    0,789 0,001*** Paraglomeraceae Paraglomus 

Les OTU indicatrices ont été obtenues selon l’analyse des espèces indicatrices proposée par Dufrêne et Legendre (1997) avec le model inval.g de 
De Caceres et al. (2010). *** P<0,001 ;** P<0,01 ; * P<0,05. 
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Tableau 27. Les OTU indicatrices des saisons sèche et humide. 

OTU Saison sèche  Saison humide Famille Genre 

Valeur indicatrice P value  Valeur indicatrice P value   

05    0,793 0,039* Glomeraceae Rhizophagus 

17    0,716 0,001*** Glomeraceae Glomus 

16 0,636 0,050*    Glomeraceae Glomus 

37 0,587 0,018*    Glomeraceae Incertae sedis 

71 0,549 0,047*    Glomeraceae Incertae-sedis 

52    0,540 0,012* Claroideoglomeraceae Claroideoglomus 

56    0,612 0,002** Diversisporaceae Redeckera 

57    0,577 0,008** Diversisporaceae Redeckera 

31    0,577 0,001*** Diversisporaceae Redeckera 

11    0,895 0,031* Paraglomeraceae Paraglomus 

27    0,612 0,002** Geosiphon Geosiphon 

Les OTU indicatrices ont été obtenues selon l’analyse des espèces indicatrices proposée par Dufrêne et Legendre (1997) avec le model inval.g de 
De Caceres et al. (2010). *** P<0,001 ;** P<0,01 ; * P<0,05. 
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5.3.5.4. Corrélation entre l’abondance relative des communautés des huit genres de 

CMA de S. robustus et P. juliflora et les caractéristiques chimiques du sol 

Les corrélations entre les abondances relatives des genres fongiques et les paramètres 

chimiques du sol sont représentées dans le Tableau 28. Rhizophagus est a été négativement 

corrélé à la salinité, à la conductivité électrique (r= -0,98 ; P< 0,05) et au rapport C/N (r= -

0,97 ; P< 0,05). Une corrélation négative a été observée entre les abondances de Incertae-

sedis et le pH, la conductivité électrique, la salinité (r= -0,95 ; P< 0,05) et le P assimilable (r= 

-0,96 ; P< 0,05). Contrairement à Rhizophagus et Incertae-sedis, les genres Sclerocystis et 

Acaulospora sont positivement corrélés à la conductivité électrique (r= 0,99 ; P< 0,01) et à la 

salinité (r= 0,97 ; P< 0,05). Sclerocystis a été également lié au pH (r= 0,96 ; P< 0,05), au P 

assimilable (r= 0,96 ; P< 0,05) et au rapport C/N (r= 0,97 ; P< 0,05). Acaulosporaa été 

positivement corrélé au rapport C/N (r= 0,95 ; P< 0,05). 
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Tableau 28. Corrélation entre l’abondance relative des communautés des huit genres de CMA et des caractéristiques chimiques des sols. 

Genre pH Conductivité 
électrique 

Salinité N 
assimilable 

N total P 
assimilable 

P total C total C/N 

Rhizophagus -0,90 -0,98* -0,98* -0,87 0,57 -0,90 -0,70 0,33 -0,97* 
Incertae-sedis -0,95* -0,95* -0,95* -0,63 0,31 -0,96* -0,81 0,08 -0,91 
Sclerocystis 0,96* 0 ,99** 0,99** 0,77 -0,42 0,96* 0,84 -0,18 0,97* 
Glomus -0,91 -0,98* -0,98* -0,88 0,53 -0,90 -0,83 0,29 -0,98* 
Paraglomus 0,78 0,88 0,89 0,77 -0,65 0,79 0,56 -0,48 0,83 
Acaulospora 0,88 0,97* 0,97* 0,86 -0,61 0,88 0,74 -0,38 0,95* 
Ambispora -0,91 -0,76 -0,75 -0,25 -0,25 -0,91 -0,92 -0,48 -0,75 
Redeckera -0,49 -0,32 -0,30 -0,01 -0,55 -0,46 -0,73 -0,73 -0,39 

‘**’ P< 0,01 ; ‘*’ P< 0,05. 
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5.3.5.5. Diversité alpha des CMA de S. robustus et P. juliflora 

Les résultats de l’analyse ANOVA mettant en évidence l’effet de la salinité, de la saison et de 

la plante sur l’alpha-diversité des CMA de S. robustus et P. juliflora sont représentés dans le 

Tableau 29. La salinité n’a pas eu d’effet significatif sur la richesse des communautés de 

CMA et sur le taux de recouvrement. La salinité a significativement affecté l’indice de 

diversité de Shannon et l’Equitabilité des communautés de CMA. Un effet significatif de la 

saison a pu être observé sur l’indice de Chao. Aucun impact du type de plante n’a pu être 

observé. Toutefois, nous pouvons noter un impact significatif de l’interaction entre la plante et 

la salinité sur la diversité et l’équitabilité.  

L’indice de Chao n’a pas varié avec la salinité (Figure 37). Par contre, il a significativement 

augmenté en saison sèche. Alors que l’indice de Shannon et l’Equitabilité ont été 

positivement affectés par la salinité, le taux de recouvrement n’a pas varié avec la salinité  

(Figure 38a, b et c). 

Tableau 29. Impact de la salinité, de la saison, du type de plante et de l’interaction des trois 
facteurs sur l’alpha-diversité des communautés de Glomeromycota de P. juliflora et S. 
robustus. 

 Sobs 
(Richesse)  

Chao 
(Richesse)  

Shannon 
(diversité) 

Equitabilité 
(Shannon-
dépendant) 

Taux de 
recouvrement 
(%) 

Salinité NS NS *** *** NS 

Saison NS *** NS NS NS 

Plante NS NS NS NS NS 
Salinité x saison NS NS NS NS NS 

Salinité x plante NS NS * * NS 

Saison x plante NS NS NS NS NS 

Salinité x saison x plante NS NS NS NS NS 

Les statistiques ont été effectuées en utilisant le test ANOVA ‘***’P< 0,001; ‘*’ P< 0,05; 
‘NS’ P > 0,05. 
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Figure 37. Richesse (Chao) des communautés de CMA en fonction de la salinité et de la 

saison. Les statistiques ont été effectuées en utilisant le test ANOVA (Tukey HSD à P<5%). 

 

 

  
  

 

 

 

0

0,5

1

1,5

2

2,5

0,61 1,18 6,09 19,49

Di
ve

rs
ité

 (S
ha

nn
on

)

Salinité (‰)

a
a

ab

b

(a)

95

96

97

98

0,61 1,18 6,09 19,49

Ta
ux

 d
e r

ec
ou

vr
em

en
t

Salinité (‰)

a a

a
a

(b)

0,0

0,1

0,2

0,3

0,4

0,5

0,61 1,18 6,09 19,49

Eq
ui

ta
bi

lit
é

Salinité (‰)

a a
ab

b

(c)

 

Figure 38. Diversité et Equitabilité des communautés de CMA en fonction de la salinité : (a) 

diversité de Shannon, (b) taux de recouvrement (%), (c) Equitabilité (Shannon-dépendant). 

Les statistiques ont été effectuées en utilisant le test ANOVA (Tukey HSD à P < 5%). 
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5.4. DISCUSSION 

Nos résultats ont montré qu’aucun des trois facteurs étudiés (salinité, saison et plante) n’a eu 

d’effet significatif sur le potentiel infectieux mycorhizogène des sols. La salinité a augmenté 

le nombre de spores des sols sous S. robustus et P. juliflora. Par contre, elle a diminué 

significativement la mycorhization de ces espèces. Le potentiel infectieux du sol représente le 

nombre de propagules (spores, hyphes, fragments de racine) dans le sol. Les différents 

niveaux de salinité maintiennent le nombre de propagules à peu près constant tout en 

stimulant la sporulation, ce qui laisse penser la présence de CMA adaptés aux différents 

niveaux de salinité dans nos conditions expérimentales. Dans la littérature, les résultats sur 

l’impact du sel sur la germination des spores, le MPN et la mycorhization sont souvent 

contradictoires. Certains travaux montrent que la salinité diminue le potentiel mycorhizien des 

sols (Tian et al., 2004 ; Saint-Etienne et al., 2006 ; Giri et al., 2007). La salinité peut 

également diminuer le nombre de spores tout en inhibant leur germination (Juniper et Abbott, 

2006; Saint-Etienne et al., 2006 ; Giri et al., 2007; Tian et al., 2004; Sheng et al., 2008). 

D’autres travaux (Juniper et Abott, 1993 ; Aliasgharzadeh et al., 2001 ; Yamato et al., 2008) 

montrent le contraire. D’autres facteurs notamment la nature du sel liée au stress peut 

influencer la germination des spores.  Juniper et Abbott (1993) ont rapporté que pour un 

même potentiel osmotique, le NaCl a montré une meilleure germination des spores comparé 

au KCl.  

Les spores de la rhizosphère de S. robustus et P. juliflora ont été plus nombreuses en saison 

sèche qu’en saison humide contrairement à l’intensité de mycorhization de ces espèces. 

Ndoye et al. (2012) ont montré que le nombre de spores était plus important dans la zone 

aride de Dahra contrairement à la localité de Goudiry beaucoup plus humide. Escudero et 

Mendozo (2005) ont montré des résultats similaires sur Lotus glaber dans des prairies en 

Argentine. Le manque d’eau peut constituer un facteur limitant la germination des spores et la 

mycorhization des plantes. En effet les spores pour germer et coloniser la plantes hôte, elles 

ont besoin d’un certain niveau d’hydratation (Evelin et al., 2009 ; Tommerup, 1984). D’autres 

études ont montré une diminution significative de la colonisation racinaire des plantes en 

condition de stress hydrique (Kaya et al., 2003 ; Morte et al., 2000 ; Wu et Xia, 2005).  

La mycorhization de P. juliflora a été plus élevée comparée à S. robustus. Cette différence 

dans la colonisation racinaire de Sporobolus et Prosopis pourrait être liée à la morphologie de 

leurs systèmes racinaires (Eissenstat et al., 2015). En effet, S. robustus, grâce à ses racines 
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fines et ses nombreux poils absorbants, peut puiser les nutriments essentiels pour sa 

croissance sans grand recours aux mycorhizes. Par contre, P. juliflora présente de grosses 

racines et par conséquent, cette plante pourraît améliorer sa nutrition hydrominérale grâce à la 

symbiose MA. D’autres auteurs affirment que le taux de mycorhization des plantes dépend de 

leur stade phénologique de la plante (Carvalho et al., 2001 ; Johnson-Green et al., 1995). P. 

juliflora a présenté un niveau de mycorhization naturelle plus élevé comparé à d’autres 

légumineuses notamment A. senegal dans des peuplements naturelles et en plantations à 

Dahra et Goudiry (Ndoye et al., 2012).  

Les résultats du séquençage Illumina Miseq ont montré qu’il existe une grande diversité de 

CMA de S. robustus et P. juliflora. Au total, 20 genres de CMA répartis dans 10 familles ont 

été identifiés par séquençage partiel du 18S. Le 18S a une bonne résolution au niveau 

spécifique chez les Glomeraceae. Par contre, ce marqueur a un faible pouvoir résolutif chez 

les Gigasporaceae et Diversisporaceae (Hart et al., 2015). C’est pourquoi, l’affiliation des 

OTU aux espèces n’a pas été présentée dans ce travail. Les Glomeraceae ont représenté la 

famille la plus abondante (77%). Nos résultats suggèrent que les Glomeraceae sont les 

champignons les plus représentés dans les racines de S. robustus et P. juliflora dans les zones 

salés au Sénégal. La prédominance des Glomeraceae dans la plupart des écosystèmes au 

Sénégal (Manga et al., 2007; Sene et al., 2012; Ndoye et al., 2012), suggère une meilleure 

adaptation de cette famille aux conditions de stress abiotiques (Blaszkowski et al., 2002). 

L’autre raison pour expliquer la dominance des Glomeraceae dans ces écosystèmes pourrait 

être liée à leur aptitude à former des anastomoses après une rupture des filaments mycéliens. 

En effet, comparées aux autres familles de CMA, les Glomeraceae forment plus facilement 

des anastomoses entre les hyphes du mycélium et pourraient donc avoir la capacité à rétablir 

un réseau interconnecté après une rupture mécanique des hyphes et à s’échanger des 

nutriments et du matériel génétique (de la Providencia et al., 2005). 

Parmi les trois facteurs étudiés (salinité, saison et plante), seule la salinité a eu un impact 

significatif sur la structure des communautés de CMA dans les racines de S. robustus et P. 

juliflora. La salinité apparaît donc comme le principal facteur structurant les communautés de 

CMA représentées majoritairement par des Glomaceae. Elle a structuré 8 genres parmi les 20 

genres de CMA identifiés. Sclerocystis et Rhizophagus ont été les plus abondants. 

L’abondance relative des Sclerocystis et Acaulospora a augmenté avec la salinité, ce qui se 

traduit par des corrélations positives entre ces genres fongiques et la salinité. Ces résultats 
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indiquent que  ces deux genres fongiques ont été les plus tolérants à la salinité. L’abondance 

de ces genres fongiques dans les racines de S. robustus et P. juliflora a été confortée par le 

nombre important de spores à 19,49‰ et 6,09‰ de salinité. Ces résultats suggèrent une 

absence de mycorhization dite « préférentielle » de S. robustus et P. juliflora, contrairement à 

ce qui a été observé chez Acacia seyal (Manga et al., 2007). Contrairement à Sclerocystis et 

Acaulospora,  Rhizophagus, Incertae-sedis et Glomus ont été plus sensibles à la salinité, avec 

des corrélations négatives observées entre ces genres fongiques et la salinité. La dominance 

des Sclerocystis dans les racines a été également corrélée positivement à la disponibilité du 

phosphore dans le sol. Ces résultats suggèrent que Sclerocystis serait plus tolérant aux fortes 

teneurs en P que les autres genres fongiques. Sclerocystis coloniserait donc mieux le système 

racinaire de S. robustus et P. juliflora dans les sols salés où le P a tendance à augmenter. Ces 

résultats sont similaires avec ceux de Oehl et al. (2004) qui ont montré que les concentrations 

élevées en phosphore dans le sol diminuent la colonisation racinaire par les CMA. Le 

phosphore étant accessible à la plante, cette dernière aura tendance à limiter l’interaction avec 

le champignon (Javot et al., 2007). Il est en effet bien connu que la mycorhization est affectée 

négativement par la présence de fortes concentrations en P. Cette inhibition peut s’expliquer 

par le coût de C que représente la symbiose pour la plante. L’abondance relative des 

Sclerocystis et Incertae-sedis varie avec le pH. En effet, les Sclerocystis sont positivement 

corrélés au pH (r= 0,96 ; p < 0,01) contrairement aux Incertae-sedis (r= -0,95 ; p < 0,05). Ces 

résultats corroborent ceux de Coughlan et al. (2000) indiquant que des pH du sol compris 

entre 5 et 7, pouvaient affecter positivement les communautés de CMA. L’abondance des 

Sclerocystis et des Acaulospora dans les racines a été fortement liée au rapport C/N du sol, 

suggérant une forte utilisation du C de la plante par certains CMA pour la colonisation 

racinaire (Burleigh et al., 2002 ; Pena et al., 2010).  

La richesse (Chao) des communautés de CMA de S. robustus et P. juliflora n’a pas été 

affectée par la salinité. Par contre, l’indice de diversité de Shannon et l’Equitabilité ont 

significativement diminué avec la salinité. Dans la littérature, les effets négatifs de la salinité 

sur la diversité des CMA sont largement débattus. Guo et Gong (2012) ont montré un effet 

dépressif de la salinité sur la diversité des communautés de CMA de 18 espèces végétales 

comprenant des halophytes et des non-halophytes. La diminution de la diversité des 

communautés de CMA observée avec la salinité pourraît être liée aux faibles taux de 

mycorhization de S. robustus et P. juliflora. Ces résultats corroborent ceux de Yamato et al. 

(2012) sur la diversité des CMA de Ixeris repens. Le taux de recouvrement des communautés 
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de CMA de S. robustus et P. juliflora n’a pas varié avec la salinité. Ce taux a été élevé (plus 

de 96%) et presque similaire dans les 4 niveaux de salinité. Ces résultats suggèrent que le 

nombre de séquences analysées par échantillon a été suffisant pour estimer la diversité des 

CMA dans les racines de S. robustus et P. juliflora. 

La plante (S. robustus et P. juliflora) n’a pas eu d’effet  significatif sur la structure des 

communautés de CMA. Ces  résultats indiquent que S. robustus et P. juliflora ont partagé les 

mêmes communautés de CMA avec des abondances relatives comparables. Hetrick et al. 

(1994 ; 1989) ont montré que les mêmes CMA peuvent coloniser plusieurs espèces et 

améliorer leur nutrition hydrominérale. Selon ces auteurs, ces symbiotes fongiques constituent 

des agents importants pour la promotion de la coexistence des plantes. Toutefois, la 

comparaison des communautés de CMA de S. robustus et P. jluflora à chaque niveau de 

salinité a montré une préférence d’hôte de certains genres fongiques. Ces résultats sont en 

accord avec d’autres travaux sur la spécificité d’hôte des CMA (Hart et al., 2003 ; 

Klironomos, 2003 ; van der Heijden et al., 1998 ; Bever et al., 1996).  

La richesse et la diversité des communautés de CMA n’ont pas été affectées par la plante. Le 

nombre d’OTU que partagent S. robustus et P. juliflora à chaque niveau de salinité n’a pas été 

différent. Cependant, ce nombre a diminué avec la salinité. Ces résultats supposent qu’en 

condition de stress salin, chaque espèce végétale a tendance à garder ses symbiotes fongiques 

pour mieux faire face au stress du milieu.   

La saison n’a pas eu d’effet significatif sur la structure des communautés de CMA de S. 

robustus et P. juliflora. Tous les genres fongiques identifiés sur les racines de ces plantes ont 

été communs en saisons sèche et humide. Ces résultats indiquent que les CMA de S. robustus 

et P. juliflora sont adaptés aussi bien à l’humidité qu’au déficit hydrique. Ces résultats 

corroborent ceux de Santos-Gonzalez et al. (2007) qui n’ont pas trouvé d’effet significatif de 

la variation saisonnière sur la diversité des CMA de Prunella vulgaris et Antennaria dioica. 

Par contre, Vandenkoornhuyse et al. (2002) ont montré un effet dynamique de la saison sur la 

diversité des CMA de Agrostis capillaris et Trifolium repens. 

L’indice de Shannon, l’Equitabilité et le taux de recouvrement des communautés de CMA de 

S. robustus et P. juliflora n’ont pas été affecté par la saison. Par contre, l’indice de Chao 

(richesse) a significativement augmenté en saison sèche. L’indice de Chao est basé sur la 

fréquence des espèces rares dans le jeu de données (Chao et al., 2009). Ainsi, les résultats 



Chapitre 5. Diversité et structure des communautés de CMA de S. robustus et P. juliflora en rapport avec 
la salinité et la saison 

145 

 

obtenus dans notre étude indiquent qu’il y a plus d’espèces rares en saison sèche qu’en saison 

humide. 

5.5. CONCLUSION  

L’étude de la densité et diversité morphologique des CMA se développant dans la rhizosphère 

de S. robustus et P. juliflora a montré que le potentiel mycorhizogène des sols sous S. 

robustus et P. juliflora était à peu prés constants dans les différents niveaux de salinité. Ce 

potentiel n’était pas significativement différent entre la saison sèche et humide. Les spores 

identifiées dans la rhizosphère de ces plantes étaient principalement des Gigaspora, 

Sccutellospora, Glomus et Acaulospora. Les spores de CMA ont augmenté avec la salinité et 

étaient plus abondantes en saison sèche qu’en saison humide. Contrairement au nombre de 

spores, le taux de mycorhization de S. robustus et P. juliflora a diminué avec la salinité. La 

mycorhization de ces plantes était plus élevée en saison humide et chez P. juliflora. 

Une grande diversité génétique de CMA de S. robustus et P. juliflora a été révélée par 

séquençage Illumina Miseq. Les Glomeraceae ont représenté la famille la plus abondante 

avec plus de 77% des OTU. Parmi les trois facteurs étudiés (salinité, plante et saison), la 

salinité a été le seul facteur structurant des communautés de CMA. Elle a structuré 8 parmi les 

20 genres identifiés. La salinité n’a pas eu d’effet significatif sur la richesse des communautés 

de CMA, par contre elle a significativement diminué l’indice de diversité de Shannon et 

l’Equitabilité. S. robustus et P. juliflora ont partagé les mêmes communautés de CMA aussi 

bien en saison sèche qu’en saison humide.  

Ainsi, S. robustus héberge des communautés de CMA potentiellement bénéfiques à P. 

juliflora et A. seyal. S. robustus serait un bon candidat comme plante facilitatrice pour 

l’établissement des deux légumineuses dans des sols salés. Toutefois, l’étude de la réponse de 

S. robustus à l’inoculation mycorhizienne en condition contrôlée est une étape préalable pour 

la prise en compte de la symbiose dans la compréhension du fonctionnement des écosystèmes. 

Nous avons effectué la mycorhization de S. robustus avec des souches de collection. Une 

autre graminée halophyte (Leptochloa fusca) coexistant avec S. robustus dans la zone a été 

introduite dans l’étude à titre de comparaison. 
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hapitre 6 

Effet de l’inoculation avec des champignons mycorhiziens à 
arbuscules sur la croissance et la nutrition minérale de Sporobolus 

robustus Kunth et Leptochloa fusca (L.) Stapf en condition contrôlée. 
 

6.1. INTRODUCTION  

Les champignons mycorhiziens à arbuscules (CMA) sont des microorganismes bénéfiques 

aux plantes et présents dans les écosystèmes naturels et anthropisés (Smith et Read, 2008). 

Les CMA améliorent la nutrition hydrominérale de la plante et en retour ils bénéficient du 

carbone issu de la photosynthèse (Smith et Read, 2008). En effet, le mycélium extra-racinaire 

des CMA permet à la plante d’augmenter sa capacité d’absorption de l’eau et des sels 

minéraux (ex. P, N, Cu, Zn). Plusieurs travaux ont montré l’effet bénéfique des CMA sur 

l’amélioration de la croissance des graminées (White et al., 2008 ; Smith et al., 1998 ; 

Cavender et Knee, 2006). Johnson (1998) a également montré que l’inoculation avec des 

souches de CMA a amélioré la croissance de la graminée indigène Panicum virgatum en 

présence de faible teneur en phosphore. Toutefois, la réponse des graminées à la symbiose 

mycorhizienne dépend essentiellement de leur degré de dépendance vis-à-vis des CMA 

(Wilson et Hartnett, 1998 ; Maherali, 2014). La dépendence mycorhizienne des graminées 

varie et dépend de la souche de CMA. En effet, Tawaraya (2003) et Saif et al. (1987) ont 

montré de fortes dépendances mycorhiziennes de Andropogon pintoi et Brachiaria 

decumbens inoculés avec Glomus manihotis. Par contre, Hetrick et al. (1993) ont montré que 

plusieurs espèces de Triticum ne dépendent pas de Glomus etunicatum.    

Sporobolus robustus et Leptochloa fusca sont des graminées fourragères halophytes 

largement distribuées dans le Delta du Sine et du Saloum au Sénégal. Elles constituent un 

fourrage d’appoint pour le bétail surtout en saison sèche. Ce sont des herbes pérennes, 

rhizomateuses et peuvent se propager à partir de graines ou par bouturage. Ces graminées 

croient généralement sur des sols argileux soumis à des inondations temporaires. Elles se 

développent mieux dans de l’eau légèrement saumâtre (Abdullah et al., 1990; Ahmad, 

2010).Toutefois, très peu de données sont disponibles sur la domestication de ces graminées 

en vue de les utiliser dans des programmes de restauration des sols salés. La mycorhization 

contrôlée pourrait être une composante importante dans la domestication des deux graminées. 

L’expérimentation en condition contrôlée est une étape préalable pour évaluer l’effet 

C 
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bénéfique des CMA sur la croissance de S. robustus et L. fusca. Bien que certaines espèces de 

Sporobolus et de Leptochloa aient déjà fait l’objet d’études (Kennedy et al., 2002 ; Ahmad, 

2010), il n’y a pas de données disponibles sur la mycorhization de S. robustus et L. fusca. 

Les objectifs de ce travail étaient d’évaluer l’impact de l’inoculation sur  la croissance, la 

nutrition minérale et la mycorhization de S. robustus et L. fusca.  

6.2. MATERIEL ET METHODES 

6.2.1. Matériel végétal et substrat de culture  

Les graines de S. robustus et L. fusca utilisées dans cette étude ont été collectées en mars 2010 

à Niam-Diarokh (16°46’ W, 14°17’ N) dans la région de Fatick au Sénégal. Les graines ont 

été stérilisées superficiellement avec une solution de NaClO (5%) pendant 2 min. Après trois 

rinçages à l'eau distillée stérile, les graines ont été mises à germer dans du sable préalablement 

stérilisé (120°C, 1h) et constamment humidifiée avec de l’eau distillée stérile. Après deux 

semaines en pépinière, les jeunes plants de L. fusca et S. robustus ont été individuellement 

transplantés dans des gaines (24 cm de hauteur et 12 cm de diamètre) contenant du sol 

provenant de la localité de Sangalkam, Sénégal, pauvre en propagules mycorhiziens 

(Duponnois et al., 2002). Les caractéristiques physico-chimiques du sol déterminées au 

LAMA, étaient: argile 3,6% ; limon 0,8 ; sable fin 55,5% ; sable grossier 39,44% ; pH (H2O) 

5,3 ; conductivité électrique 0,1 mS/cm ; C total 0,17% ; N total 0,02% ; C/N 8,5 ; P total 39 

mg P/kg ; P assimilable 4,8 mg P/kg. 

6.2.2. Matériel fongique et inoculation 

Les souches de CMA testés dans cette étude sont Funneliformis mosseae (T.H. Nicolson and 

Gerd.) C. Walker and A. Schüssler (Redecker et al., 2013), Rhizophagus irregularis IR27 

(syn. Glomus aggregatum IR27; Bâ et al. 1996) et Rhizoglomus intraradices (N.C. Schenck 

and G.S. Sm.) Sieverd., G.A. Silva and Oehl (Sieverding et al., 2014). Un inoculum mixte 

composé des trois espèces de champignons a également été testé. Toutes les espèces de CMA 

proviennent de la collection du Laboratoire Commun de Microbiologie (LCM). Elles ont été 

multipliées sur des plants de maïs pendant 12 semaines. L’inoculum est constitué de sable, de 

spores, de fragments d’hyphes et de fragments de racines mycorhizées. 

L’inoculation avec les CMA a été effectuée au cours de la transplantation des jeunes plantes 

de L. fusca et S. robustus, en apportant environ 20 g d’inoculum de chaque souche de CMA. 
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L’inoculum mixte est réalisé en mélangeant une quantité égale d’inoculum de chacun des trois 

CMA. Le traitement témoin a reçu 20 g d’inoculum mixte préalablement stérilisé à 120°C 

pendant 1h. Le dispositif expérimental est un dispositif complètement randomisé avec 2 

facteurs. La combinaison du facteur plante à deux niveaux (2 espèces de graminées) et du 

facteur inoculation à cinq niveaux (les 3 champignons, l’inoculum mixte et le témoin) 

représente les 10 traitements à comparer. Chaque traitement a été répété dix fois. Les plants 

de L. fusca et S. robustus ont été cultivés en serre, dans des conditions d’éclairage naturel (14 

h), de température ambiante (32°C jour, 26°C nuit) et d’humidité relative de 75%. Les jeunes 

plants ont été arrosés régulièrement avec de l’eau de robinet. Ils ont été récoltés 4 mois après 

inoculation.  

6.2.3. Détermination de l’intensité de mycorhization des plants de L. fusca et S. robustus 

Les racines de L. fusca et S. robustus ont été soigneusement rincées à l’eau de robinet afin 

d’éliminer les particules de sol. Une partie de ces échantillons frais de racines a été colorée au 

bleu de Trypan selon la méthode de Philips et Hayman (1970). L’intensité de mycorhization a 

été évaluée au microscope optique comme décrit par Trouvelot et al. (1986). Voir chapitre 2. 

6.2.4. Détermination des paramètres de croissance des plants de L. fusca et S. robustus 

La hauteur et le nombre de tiges des plants de L. fusca et S. robustus ont été déterminés. Les 

parties aérienne et racinaire des plants ont ensuite été séparées et les poids secs ont été 

déterminés par pesée après séchage à 60 °C pendant 96 h.  

La dépendance mycorhizienne de chacune des graminées a été calculée selon la formule de 

Plenchette et al. (1983): DM (%)= 100 x (PSTM –PSTT) / PSTM, avec PSTM = Poids sec total 

des plantes inoculées avec une souche de CMA et PSTT = Poids sec total des plantes témoin. 

6.2.5. Détermination de la teneur en éléments minéraux des parties aériennes des plants 

de L. fusca et S. robustus 

Après détermination des paramètres de croissance, les poids secs aériens des plantes de L. 

fusca et S. robustus ont été utilisés pour la détermination de leurs concentrations en C, N, P, 

Mg et K. Les analyses chimiques de ces éléments minéraux ont été réalisées au LAMA. Le 

carbone et l’azote total ont été quantifiés à l’aide du système de combustion CHN Thermo 

Finnigan EA 1112 Series Elemental Analyzer flash. Les teneurs en K et Mg ont été 

déterminés par spectrométrie d’absorption atomique.  
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6.2.6. Analyses statistiques 

Les données ont été soumises à une analyse de variance ANOVA à un facteur. Les 

comparaisons entre les différentes moyennes ont été effectuées par le test de Newman-Keuls à 

5% de probabilité. Les données de l’intensité de mycorhization ont été transformées en arc 

sinus avant d’être soumises à une analyse ANOVA. Les analyses ANOVA ont été réalisées 

avec le logiciel XLSTAT version 2010. Le coefficient de corrélation de Pearson a été 

déterminé  entre les différents variables avec le même logiciel. 

6.3. RESULTATS 

6.3.1. Effet de l’inoculation sur la colonisation racinaire de S. robustus et L. fusca 

Les résultats ont montré une colonisation racinaire de tous les plants de S. robustus et L. fusca 

inoculés avec les trois espèces de CMA et l’inoculum mixte (Tableau 30). Par contre, les 

plants témoins n’ont pas été colonisés par les CMA (Tableau 30). L’intensité de 

mycorhization des graminées a varié en fonction de la souche de CMA. La colonisation 

racinaire des plants de S. robustus a été améliorée par l’inoculation avec R. intraradices 

comparée aux autres traitements. Chez L. fusca, l’inoculation des jeunes plants avec R. 

intraradices et F. mosseae a significativement augmenté la colonisation racinaire, comparée 

aux plants inoculés par R. irregularis IR27 et l’inoculum mixte.  

6.3.2. Effet de l’inoculation sur la croissance de S. robustus et L. fusca  

Les résultats ont montré que les effets de l’inoculation avec les CMA sur les paramètres de 

croissance de S. robustus et L. fusca étaient différents suivant l’espèce végétale et la souche 

de CMA utilisée (Tableau 30). Les hauteurs des plants de S. robustus et L. fusca n’ont pas été 

affectées par l’inoculation avec les CMA. Contrairement à S. robustus, l’inoculation avec F. 

mosseae et R. intraradices a significativement augmenté le nombre de tige des plants de L. 

fusca comparés aux témoins. Le poids sec racinaire des plants de S. robustus n’a été amélioré 

que par l’inoculation avec F. mosseae et le mixte CMA, comparé aux plants témoins. Par 

contre chez L. fusca, le poids sec racinaire des plants a été amélioré avec R. intraradices. Le 

poids sec aérien des graminées a été amélioré par l’inoculation avec R. intraradices. Les 

plants de S. robustus et L. fusca, colonisés respectivement par F. mosseae et R. intraradices, 

ont enregistré des valeurs de poids sec total les plus élevées comparés aux plants témoins. 

L’inoculation avec F. mosseae et le mixte CMA a significativement augmenté le ratio poids 
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sec racinaire sur poids sec aérien des plants de S. robustus. L’inoculation n’a pas eu d’effet 

significatif sur le ratio poids sec racinaire sur poids sec aérien des plants de L. fusca. 

La dépendance mycorhizienne des graminées à l’inoculation avec les 3 CMA et l’inoculum 

mixte est représentée dans le tableau 31. S. robustus et L. fusca ont eu des valeurs de 

dépendance mycorhizienne comparables lorsqu’elles sont inoculées respectivement avec F. 

mosseae et R. intraradices. Les plus faibles valeurs de dépendance mycorhizienne de S. 

robustus ont été enregistrées chez les plants inoculés avec R. intraradices, R. irregularis IR27 

et l’inoculum mixte. Les plants de L. fusca inoculés avec F. mosseae, R. irregularis IR27 et 

l’inoculum mixte ont montré de faibles valeurs de dépendance mycorhizienne. 
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Tableau 30. Effet de l’inoculation sur la croissance et la mycorhization de S. robustus et L. fusca après 4 mois de culture en serre. 

Graminées Champignons 
mycorhiziens 

Nombre de 
tiges 

Hauteur 
(cm) 

PSR 
(g/plant) 

PSA 
(g/plant) 

PST 
(g/plant) 

PSR/PSA Mycorhization 
(%) 

S. robustus 

 

 

Témoin 
F. mosseae DAOM 227131 
R. irregularis IR27 
R. intraradices DAOM 197198 
Inoculum mixte 

16,00a 
16,80a 
16,80a 
16,10a 
16,80a 

105,30a 
109,00a 
104,90a 
109,80a 
109,10a 

04,80b 
06,17a 
04,97b 
04,89b 
05,89a 

14,23b 
15,83ab 
14,94ab 
15,93a 
14,28b 

19,04b 
22,01a 
19,92ab 
20,82ab 
20,17ab 

0,33b 
0,39a 
0,33b 
0,30b 
0,41a 

- 
18,51ab 
17,60b 
23,73a 
16,92b 

L. fusca Témoin 
F. mosseae DAOM 227131 
R. irregularis IR27 
R. intraradices DAOM 197198 
Inoculum mixte 

15,60b 
20,50a 
18,80ab 
20,80a 
18,10ab 

74,90a 
70,60a 
75,90a 
72,80a 
77,20a 

04,81ab 
04,19b 
04,58b 
05,59a 
04,20b 

09,60b 
10,17b 
09,71b 
11,29a 
10,27b 

14,42b 
14,36b 
14,30b 
16,88a 
14,48b 

0,50a 
0,41a 
0,47a 
0,50a 
0,41a 

- 
23,06a 
11,61b 
19,73a 
10,97b 

PSR : Poids sec racinaire ; PSA : Poids sec aérien ; PST : Poids sec total ; PSR/PSA : Ratio poids sec racinaire/poids sec aérien ; l’inoculum 
mixte est constitué du mélange des 3 champignons. Les moyennes des valeurs suivies de la même lettre ne sont pas significativement différentes 
selon le test de Newman-Keuls (5%). 
 



Chapitre 6. Effet de l’inoculation avec des CMA sur la croissance et la nutrition minérale de S. robustus et 
L. fusca 

152 

 

Tableau 31. Dépendance mycorhizienne de S. robustus et L. fusca après 4 mois de culture en 
serre. 

Champignons mycorhiziens S. robustus L. fusca 

F. mosseae DAOM 227131 13,12±6,43a 0,00±8,50b 
R. irregularis IR27 03,27±11,46a 0,00±11,49b 
R. intraradices DAOM 197198 07,12±13,12a 13,69±8,92a 
Inoculum mixte  04,40±12,33a 0,72±9,89b 

Les moyennes des valeurs suivies de la même lettre ne sont pas significativement différentes 
selon le test de Newman-Keuls (5%). 
 

6.3.3. Effet de l’inoculation sur les teneurs en éléments minéraux des parties aériennes 

de S. robustus et L. fusca 

L’inoculation des plants de S. robustus et L. fusca avec trois CMA et l’inoculum mixte n’a 

pas eu d’effet significatif sur les concentrations en N, K, Mg et C des parties aériennes des 

deux graminées (Tableau 32). La concentration en P des plants de S. robustus a été améliorée 

par l’inoculation avec l’inoculum mixte. Par contre, chez L. fusca,  la concentration en P n’a 

pas été affectée par l’inoculation.  

Tableau 32. Effet de l’inoculation sur les teneurs en éléments minéraux des parties aériennes 

de S. robustus et L. fusca après 4 mois de culture en serre. 

Graminées Champignons mycorhiziens N 
(%) 

P (%) K 
(ppm) 

Mg 
(ppm) 

C (%) 

S. robustus Contrôle 
F. mosseae DAOM 227131 
R. irregularis IR27 
R. intraradices DAOM 197198 
Inoculum mixte 

0,39a 
0,61a 
0,61a 
0,61a 
0,51a 

0,88b 
1,04ab 
1,03ab 
0,90b 
1,23a 

4,96a 
5,78a 
5,29a 
5,16a 
5,57a 

2,77a 
2,43a 
2,49a 
2,48a 
3,03a 

43,74a 
43,90a 
43,38a 
43,56a 
43,46a 

L.fusca Témoin 
F. mosseae DAOM 227131 
R. irregularis IR27 
R. intraradices DAOM 197198 
Inoculum mixte  

0,77a 
0,83a 
0,64a 
0,82a 
0,64a 

0,96ab 
1,17a 
0,99ab 
0,86b 
1,00ab 

7,52a 
7,50a 
6,40ab 
5,50b 
6,63ab 

5,81a 
5,88a 
4,97a 
5,60a 
4,37a 

43,05a 
42,46a 
42,99a 
43,11a 
43,25a 

Les moyennes des valeurs suivies de la même lettre ne sont pas significativement différentes 
selon le test de Newman-Keuls (5%). 
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6.3.4. Corrélation entre les paramètres mesurés 

Aucune corrélation n’a été observée entre l’intensité de mycorhization et les paramètres de 

croissance des deux graminées (Tableaux 33 et 34). 

 Chez S. robustus (Tableau 33), le poids sec racinaire des plants a été positivement 

corrélé (r = 0,98 ; p < 0,05) à la teneur en K. La teneur en C a été positivement corrélée au 

poids sec total et à la dépendance mycorhizienne (r = 0,99 ; p < 0,01). Une corrélation 

négative a été observée entre la teneur en Mg et N (r = 0,99 ; p < 0,01). 

Tableau 33. Corrélation entre les paramètres mesurés chez S. robustus. 

Variables PSA PST DM I (%) N P K Mg C 

PSR -0,16 0,56 0,58 -0,54 -0,42 0,63 0,98* 0,34 0,64 
PSA  0,73 0,70 0,74 0,82 -0,86 -0,11 -0,84 0,65 
PST   0,99** 0,24 0,40 -0,29 0,59 -0,48 0,99** 
DM    0,20 0,39 -0,26 0,62 -0,47 0,99** 
I (%)     0,49 -0,83 -0,60 -0,47 0,13 
N      -0,88 -0,29 -0,99** 0,33 
P       0,57 0,86 -0,19 
K        0,20 0,67 
Mg         -0,42 

PSR : Poids sec racinaire ; PSA : Poids sec aérien ; PST : Poids sec total ; I (%) : Intensité de 
mycorhization. ‘**’ P< 0,01 ; ‘*’ P< 0,05. 
 

Tableau 34. Corrélation entre les paramètres mesurés chez L. fusca. 

Variables PSA PST DM I (%) N P K Mg C 
PSR 0,79 0,94 0,92 0,24 0,40 -0,83 -0,89 0,34 0,35 
PSA  0,94 0,96* 0,45 0,61 -0,61 -0,65 0,34 0,27 
PST   0,99** 0,36 0,53 -0,76 -0,81 0,36 0,33 
DM    0,33 0,51 -0,77 -0,81 0,30 0,37 
I (%)     0,98* 0,31 0,21 0,94 -0,73 
N      0,13 0,03 0,92 -0,59 
P       0,99** 0,24 -0,80 
K        0,11 -0,72 
Mg         -0,75 

PSR : Poids sec racinaire ; PSA : Poids sec aérien ; PST : Poids sec total ; I (%) : Intensité de 
mycorhization. ‘**’ P< 0,01 ; ‘*’ P< 0,05. 
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Chez L. fusca (Tableau 34), la dépendance mycorhizienne a été positivement corrélée 

aux poids sec aérien et total des plants (r = 0,99 ; p < 0,01). L’intensité de mycorhization a été 

positivement corrélée à la teneur en N. Une corrélation positive a été observée entre la teneur 

en P et K. 

6.4. DISCUSSION 

Le présent travail montre l’importance des CMA sur la croissance de L. fusca et S. robustus. 

Ces résultats sont confortés par des travaux antérieurs qui ont montré que les CMA améliorent 

la croissance de Eleusine coracana et du blé (Ramakrishnan et Bhuvaneswari, 2014; Jan et 

al., 2014; Graham et Abbott, 2000). Diouf et al. (2005) ont montré que la souche de R. 

intraradices, inoculée sur des plants de Acacia mangium, pouvait améliorer leur croissance. 

L’inoculation de quelques arbres fruitiers notamment le jujubier avec la souche R. irregularis 

IR27, a significativement augmenté la production de matière sèche (Bâ et al., 2000). Le ratio 

poids sec racinaire/poids sec aérien des plants de S. robustus a significativement augmenté par 

l’inoculation avec F. mosseae et l’inoculum mixte. Ces résultats indiquent que ces espèces de 

CMA améliorent le poids sec racinaire et non le poids sec aérien de S. robustus. Les 

paramètres de croissance des deux graminées n’ont pas été corrélés à l’intensité de 

mycorhizaton, suggérant que l’amélioration de la croissance des plantes n’est pas directement 

liée à leur colonisation racinaire par les CMA. Ces résultats corroborent ceux de Smith et al. 

(2004) et Hetrick et al. (1992) qui ont conclu que les intensités de mycorhization ne sont pas 

toujours corrélées à la croissance des plantes. Diagne et Ingleby (2003) ont rapporté que dans 

les zones semi-arides, un taux élevé de colonisation mycorhizienne ne se traduit pas 

nécessairement par une meilleure croissance des plantes. Diop et al. (2013) ont montré qu’en 

dépit des paramètres de mycorhization significativement plus élevés chez les plantes de niébé 

inoculés avec R. intraradices, il n’y a pas eu d’effet positif significatif sur la croissance. Cette 

souche pourrait être qualifiée d’opportuniste.Toutefois, ces résultats, obtenus avec des CMA 

de collection, doivent être reconsidérés en sélectionnant des souches natives mieux adaptées à 

l’aire de distribution des deux graminées.  

L’intensité de mycorhization de S. robusus a significativement augmenté avec la souche R. 

intraradices. Chez L. fusca, la mycorhization a été améliorée avec R. intraradices et  F. 

mosseae. Ces résultats sont similaires à ceux de Diop et al. (2013) et Diouf et al. (2005) sur le 

niébé et des espèces d’acacias. Toutefois, les taux de mycorhization des deux graminées ont 

été faibles avec R. irregularis IR27 et l’inoculum mixte. Ces résultats ne corroborent pas ceux 
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de Bâ et al. (2000) qui ont montré des taux de mycorhization élevés sur des plants de jujubier 

inoculés avec R. irregularis IR27. Plusieurs études antérieures ont montré une variabilité 

génétique importante entre les espèces végétales et/ou CMA sur leur capacité symbiotique. 

Tagu et al. (2005) ont montré que la capacité du peuplier à former une symbiose 

ectomycorhizienne était sous le contrôle de son patrimoine génétique. Korkama et al. (2007) 

ont montré que le génotype de la plante peut jouer un rôle déterminant dans le contrôle de 

l’association entre la plante et les communautés microbiennes du sol. Klironomos (2003) a 

montré que la colonisation racinaire était fortement influencée par la plante hôte. 

La dépendance mycorhizienne traduit l’efficacité relative de la symbiose sur la production 

végétale (Plenchette et al., 1983). En fonction de la réponse des plantes à l’inoculation, la 

dépendance mycorhizienne peut être différente ou similaire. Selon la classification de Cruz et 

al. (1999), trois catégories de plantes peuvent être distingués suivant leur réponse à la 

mycorhization: les plantes à forte dépendance mycorhizienne (DM > 40%), celles avec une 

dépendance mycorhizienne moyenne (10% < DM < 40%) et le groupe de plantes qui ne 

dépendent pas des mycorhizes (MD ≤ 10%). En considérant la classification de Cruz et al. 

(1999), S. robustus et L. fusca ont été modérément dépendants de l’inoculation avec F. 

mosseae et R. intraradices. Par contre, S. robustus et L. fusca ne dépendent pas de R. 

irregularis IR27 et de l’inoculum mixte. Ces résultats indiquent que la réponse des deux 

graminées à l’inoculation dépend de la combinaison plante-CMA et confirment des travaux 

antérieurs qui  montrent que la dépendance mycorhizienne dépend de la plante (Zangaro et al., 

2007) mais aussi de l’espèce de CMA (Nogueira et Cardoso, 2007; Othira et al., 2012). La 

dépendance mycorhizienne d’une plante peut dépendre également de la morphologie de son 

système racinaire (Baylis, 1975). Ce dernier suggère que la longueur et la fréquence des poils 

absorbants sont des indices de mycotrophie. En effet, la longueur et la densité des poils 

absorbants peuvent influencer la dépendance mycorhizienne des plantes de par leur 

contribution à l’acquisition de minéraux notamment le P (Tawaraya, 2003 ; Gahoonia et al., 

1997). S. robustus et L. fusca présentent des racines fines avec beaucoup de poils absorbants. 

Dans la littérature, des corrélations négatives entre la densité des poils absorbants et la 

dépendance mycorhizienne ont été apportées par plusieurs auteurs (Manjunath et Habte, 

1991 ; Schweiger et al., 1995) sur Sesbania et Lolium rigidum. Les faibles dépendances 

mycorhiziennes observées chez S. robustus et L. fusca ont été rapportées par Hetrick et al. 

(1993) sur quelques espèces de Triticum inoculées avec Glomus etunicatum. Par contre, 
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d’autres auteurs ont montré de forte dépendance mycorhizienne de deux graminées 

Andropogon pintoi (55%) et Brachiaria decumbens (94%) inoculées avec Glomus manihotis 

(Saif et al., 1987 ; Tawaraya, 2003). Bâ et al. (2000) ont montré que le jujubier était fortement 

dépendant de R. irregularis IR27 avec plus de 70%. La même souche R. irregularis IR27 a 

conféré à Prosopis juliflora une dépendance de 26,2% (Duponnois et al., 2001).  

Par ailleurs, les faibles dépendances mycorhiziennes de S. robustus et L. fusca pourraient 

constituer un atout pour l’établissement d’autres espèces ou du moins pour la coexistence de 

ces graminées avec d’autres plantes. En effet, des travaux (Hart et al., 2003 ; Allen et Allen, 

1990) ont montré que les CMA peuvent promouvoir la coexistence des plantes lorsque 

l’espèce dominant (facilitateur) est moins dépendant des mycorhizes. Des résultats similaires 

ont été rapportés par Hartnett et al. (1993) sur Andropogon gerardii, une graminée fortement 

dépendante des mycorhizes et Elymus canadensis, faiblement dépendante. En effet, ces 

auteurs ont montré que l’effet compétiteur de Andropogon sur Elymus disparaissait en 

absence des CMA. 

L'amélioration de la productivité des plantes mycorhizées a été attribuée particulièrement, à 

l'augmentation de l'absorption de nutriments de faible mobilité comme le phosphore (Smith et 

Read, 2008 ; Rohyadi et al., 2004). Les CMA, grâce à leur réseau d’hyphes très dense, 

fournissent à la plante hôte jusqu’à 80% de leur besoin en P (Ezawa et al., 2002 ; Ruiz-

Lozano et Azcon, 2000 ; Marschner et Dell, 1994). L’inoculation des plants de S. robustus 

avec l’inoculum mixte a significativement augmenté la concentration en P des parties 

aériennes. Des résultats similaires ont été obtenus par Liu et al. (2001) qui ont montré que 

l’inoculation du blé avec G. mosseae a amélioré sa teneur en P et sa croissance, comparé aux 

plants témoins non inoculés. Toutefois, chez les plants de L. fusca, l’inoculation n’a pas eu 

d’effet significatif sur la concentration en P de la plante. L’effet bénéfique des mycorhizes sur 

la nutrition minérale des plantes ne se limite pas seulement au P. L’amélioration de 

l’absorption de d’autres éléments comme le Mg, K et N a été démontrée chez plusieurs 

espèces végétales (Clark et al., 1999). Cependant, dans notre étude, tous les CMA testés n’ont 

pas eu d’effet positif sur les concentrations en Mg, K et N des parties aériennes de L. fusca et 

S. robustus. L’absence d’effet positif des CMA sur la nutrition minérale des graminées 

pourrait être liée à la morphologie de leur système racinaire. En effet, les graminées possèdent 

des racines fines avec des poils absorbants denses de sorte qu’elles peuvent prélever les 

éléments minéraux du sol indépendamment de la symbiose mycorhizienne. 
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Une corrélation positive a été observée entre la concentration en N et la colonisation racinaire 

des plants de L. fusca. Par contre, cette corrélation n’était pas significative chez S. robustus. 

Ces résultats indiquent que la quantité de N prélevée serait liée au volume de sol prospecté 

par les CMA. Une corrélation positive a été notée entre la concentration en K et la 

concentration en P des parties aériennes de L. fusca, suggérant que l’augmentation de la 

concentration en K peut être une conséquence de l’augmentation de la disponibilité en P pour 

la plante. La concentration en K des parties aériennes de S. robustus a été positivement 

corrélée à son poids sec racinaire. Par contre, cette corrélation n’était pas significative chez L. 

fusca. Ces résultats indiquent que les CMA améliorent la production de biomasse de S. 

robustus à travers une augmentation de l’absorption de K. La concentration en C de S. 

robustus a été positivement corrélée à sa production de biomasse sèche et à sa dépendance 

mycorhizienne. Partant du principe que lors de l’association symbiotique les plantes 

optimisent leur nutrition en P et N en fournissant aux CMA la quantité de C nécessaire, il est 

probable que les plantes qui ont de faibles valeurs de dépendance mycorhizienne, 

contrairement à celles qui dépendent fortement des mycorhizes, limiteraient la quantité de C à 

allouer aux CMA. 

6.5. CONCLUSION 

Les jeunes plants de S. robustus et L. fusca incoculés avec les souches de CMA de la 

collection de LCM, ont connu une augmentation significative de la production de biomasse 

sèche. La mycorhization des graminées a été améliorée avec R. intraradices et  F. mosseae. 

La souche R. irregularis IR27 et l’inoculum mixte n’ont pas eu d’effet significatif sur la 

mycorhization de S. robustus et L. fusca. 

S. robustus et L. fusca ont été modérément dépendants de l’inoculation avec F. mosseae et R. 

intraradices. Par contre, ces deux graminées ne dépendent pas de R. irregularis IR27 et de 

l’inoculum mixte. Les faibles dépendances mycorhiziennes observées chez les deux 

graminées pourraient favoriser leur  coexistence avec P. juliflora et A. seyal. 

L’absorption du P a été améliorée uniquement avec l’inoculum mixte chez S. robustus. Par 

contre, tous les autres éléments chimiques (N, Mg, C, K et P chez L. fusca) n’ont pas connu 

d’effet positif de leur absorption par les graminées, malgré les corrélations positives qui ont 

été observées entre ces éléments et les paramètres  mesurés. 
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7. DISCUSSION GENERALE 

Dans le Delta du Sine et du Saloum, la dégradation des sols par la salinité entraîne une baisse 

du rendement des cultures et la disparition du couvert végétal naturel remplacé par 

d’immenses étendues de terres salées (ex. tannes). La réhabilitation de ces vastes zones salées, 

passe en partie par l’utilisation de plantes tolérantes au sel. Parmi les espèces qui sont 

adaptées à ces zones salées, figurent P. juliflora et A. seyal, des légumineuses très appréciées 

par les populations rurales comme source de fourrage et de bois. Ce sont des espèces 

forestières d’une importance majeure pour le reboisement dans les zones aride et semi-aride 

du fait principalement de leurs capacités à s’établir naturellement sur des sols pauvres et 

dégradés grâce en partie à leur aptitude à s’associer avec des bactéries fixatrices d’azote et des 

CMA. Dans les sols salés, de jeunes plants de P. juliflora et A. seyal émergent souvent des 

touffes de S. robustus, une graminée halophyte pérenne, capable de s’associer à des CMA 

présents naturellement dans sa rhizosphère. Elle pourrait réduire les impacts négatifs du sel 

sur les légumineuses et stimuler la microflore rhizobienne et mycorhizienne potentiellement 

bénéfique à P. juliflora et A. seyal. S. robustus serait susceptible d’agir en tant que plante 

facilitatrice ou plante nurse pour l’établissement et la croissance de P. juliflora et A. seyal 

dans les zones salées.  

Notre étude a consisté à évaluer en condition contrôlée l’effet nurse de S. robustus sur P. 

juliflora et A. seyal sous stress salin de même que les potentialités d’adaptation de la graminée 

à la salinité. Les communautés de rhizobia partagées par S. robustus et P. juliflora en fonction 

de la salinité et de la saison ont été identifiées, et leurs propriétés symbiotiques ont été 

déterminées. Nous avons identifié les communautés de CMA partagées par S. robustus et P. 

juliflora en fonction de la salinité et de la saison. L’efficience de trois souches de CMA de la 

collection du LCM a été testée sur S. robustus afin de sélectionner les souches performantes 

en condition contrôlée.  

7.1. S. robustus, une plante facilitatrice de germination et vectrice de propagation des 

CMA en condition de stress salin 

Notre étude, réalisée en condition contrôlée en serre, a montré que S. robustus favorise la 

germination d’A. seyal. Cet effet positif de la graminée sur la germination d’A. seyal pourrait 

s’expliquer par une diminution significative de la salinité des sols en présence de S. robustus. 

La salinité est un facteur limitant la germination des graines (Guma et al., 2010; Wei et al., 

2008). L’impact négatif du sel sur la germination des graines réside dans l’augmentation de la 
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pression osmotique de la solution du sol, qui limite l’absorption de l’eau nécessaire au 

déclenchement des processus métaboliques impliqués dans la germination (Ungar, 1982). La 

salinité peut également avoir un effet toxique sur la germination des graines (Mâalem et al., 

2010 ; Khemiri et al., 2004). Contrairement à A. seyal, la germination des graines de P. 

juliflora n’a pas été facilitée par la graminée, suggérant une plus grande sensibilité à la 

salinité de la germination d’A. seyal. 

S. robustus a augmenté significativement le potentiel infectieux mycorhizogène des sols sous 

A. seyal et P. juliflora par une stimulation de la multiplication des propagules fongiques 

mycorhiziennes. L’impact positif de la graminée sur le potentiel mycorhizogène serait 

probablement lié aux exsudats racinaires produits par la plante. Certains auteurs ont montré 

que les exsudats racinaires peuvent influencer la germination de spores et la croissance des 

hyphes (Gianinazzi-Pearson et al., 1989). Une amélioration du potentiel mycorhizogène du 

sol a été rapportée dans des plantations d’arbres au Sénégal et attribuée à la flore herbacée 

sous-jacente plutôt qu’à la contribution de l’arbre même (Ingleby et al., 1997 ; Diagne et al., 

2006).  

Dans notre étude, la graminée n’a pas eu d’effet significatif sur la croissance d’A. seyal et P. 

juliflora en condition saline. S. robustus affecterait certaines étapes du cycle de 

développement des légumineuses. En effet, A. seyal est positivement affecté par la graminée 

durant la phase germinative alors que chez P. juliflora, la graminée a eu un impact positif sur 

la survie de cette légumineuse.   

S. robustus serait une plante facilitatrice de la germination d’A. seyal et vectrice de la 

multiplication des propagules mycorhiziennes dans la rhizosphère en condition de stress salin. 

Une autre hypothèse liée à la capacité S. robustus à accumuler des sels pourrait expliquer en 

partie son impact positif sur la survie des jeunes plants de P. juliflora en milieu salé. 

7.2. S. robustus, une plante accumulatrice de Na  

Dans notre étude, l’augmentation de la concentration en NaCl est positivement corrélée à 

l’accumulation d’ion Na dans les parties aérienne et racinaire de S. robustus. S. robustus se 

maintiendrait dans les sols salés grâce à sa capacité à accumuler les ions Na et à assurer 

l’ajustement osmotique. Des résultats similaires ont été rapportés par Vasquez et al. (2006) 

sur Spartina alterniflora. S. robustus a accumulé des ions Na au détriment des ions K. La 

diminution de l’absorption de K serait liée à une compétition entre K et Na au niveau des 
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transporteurs membranaires (Silva et al., 2015). L’accumulation d’ion Na est associée à une 

diminution de la production de biomasse sèche de S. robustus. Toutefois une croissance 

optimale de S. robustus a été observée entre 0 et 150 mM de NaCl à 150 jours de stress. Par 

conséquent, S. robustus pourrait être considérée comme une espèce végétale appartenant au 

groupe des halophytes facultatives qui ne présentent pas de besoin physiologique par rapport à 

la salinité, mais peuvent tolérer une certaine gamme de salinité sans réduction significative de 

la biomasse (Sleimi et al., 2015). Les variations dans la tolérance des plantes à la salinité ont 

été rapportées chez plusieurs graminées halophytes. Hameed et al. (2013) ont montré une 

augmentation significative du poids sec des racines de S. arabicus jusqu’à 100 et 150 mM de 

NaCl. La croissance optimale de S. virginicus a été observée entre 100 et 150 mM de NaCl 

(Bell et O’Leary, 2003). Une autre halophyte, Spartina alterniflora, a montré une croissance 

maximale à des salinités comprises entre 0 et 100 mM (Sleimi et Abdelly, 2003). Outre le Na, 

S. robustus accumule des osmolytes organiques dont la proline. L’augmentation de la teneur 

en proline avec la salinité a été rapportée sur la graminée halophyte, Odyssea paucinervis par 

Naidoo et al. (2008). La proline est impliquée dans les stratégies d’adaptation développées par 

la plante pour contrecarrer les effets négatifs de la salinité (Shafi et al., 2011; Flowers et 

Colmer 2008). Des auteurs ont montré que les plantes qui synthétisent de grandes quantités de 

proline sont plus tolérantes aux stress salin (Mehdi et al., 2010; Demiral et Türkan, 2005). 

L’accumulation de Na et la synthèse de proline pour assurer l’ajustement osmotique 

constituent des marqueurs de tolérance de S. robustus à la salinité. Par ailleurs, l’effet 

facilitateur de S. robustus in situ pourrait être lié à sa capacité à héberger dans sa rhizosphère 

une communauté de rhizobia adaptée à la salinité et potentiellement bénéfique à P. juliflora et 

A. seyal. 

7.3. Des communautés de rhizobia de la rhizosphère de P. juliflora et S. robustus 

abondantes et diversifiées en zone salée. 

L’étude de la diversité des rhizobia associés à la rhizosphère de S. robustus et P. juliflora a été 

menée dans 4 niveaux de salinité en saisons sèche et humide dans le site de Niam-Diarokh. 

Les résultats ont montré que les rhizobia ont été plus abondants dans les sols sous S. robustus 

comparés aux sols hors du couvert végétal. Ainsi, S. robustus a stimulé la microflore 

rhizobienne des sols rhizosphériques. Ces résultats corroborent ceux de Garau et al. (2009) et 

Gueye et al. (2009) qui ont montré que les herbacées tapissant les sous-bois de légumineuses 

Rhynchosia ferulifolia et Zornia glochidiata sont des hôtes potentiels pour les rhizobia. Les 
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racines des plantes fournissent des rhizodépôts tels que les sucres, les acides aminés et 

quelques métabolites secondaires (phénols, flavonoides, etc.) favorables à la reconnaissance et 

à la multiplication des communautés rhizobiennes (Haldar et Sengupta 2015).  

Notre étude a montré une grande diversité génétique des populations de rhizobia associés à S. 

robustus et P. juliflora. Ces rhizobia appartiennent aux genres Mesorhizobium, Ensifer, 

Rhizobium et Burkhoderia. Dans le groupe des Mesorhizobium, la plupart des souches sont 

proches des souches type de Mesorhizobium plurifarium LMG11892 et de Mesorhizobium 

huakuii LMG14107. Ces résultats confirment une large diffusion de l’espèce Mesorhizobium 

plurifarium à travers les tropiques (de Lajudie et al., 1998). Dans notre étude, la grande 

diversité des rhizobia observée est comparable à des travaux sur des légumineuses annuelles 

et pérennes poussant dans différents sols au Sénégal (Diouf et al., 2007 ; Fall et al., 2008 ; 

Gueye et al., 2009 ; Séne et al., 2012 ; Bakhoum et al., 2014). Des génotypes communs ont 

été isolés des sols sous S. robustus et P. juliflora. Ces résultats suggèrent de ces deux espèces 

partagent un cortège rhizobien. La diversité des rhizobia a été structurée par la saison. En 

effet, certaines souches ont été communes à une saison contrairement à d’autres qui 

apparaissaient durant les deux saisons. McIntyre et al. (2007) ont montré que les souches de 

rhizobia résistantes à la sécheresse peuvent dominer les populations bactériennes dans le sol. 

Par contre, Mnasri et al. (2007) et Graham (1992) ont montré que la sécheresse affecte 

directement la persistance, la survie et la diversité génétique des rhizobia dans le sol. La 

diversité des rhizobia est structurée par les paramètres chimiques du sol dont la salinité. La 

variation des niveaux de salinité peut influencer les microorganismes. Ainsi, une corrélation 

positive a été notée entre certaines souches de rhizobia et la conductivité électrique des sols de 

sous S. robustus, P. juliflora et hors du couvert végétal. Ces résultats suggèrent que certaines 

souches de rhizobia sont adaptées à des niveaux de salinité élevés. Dans notre étude, l’analyse 

des indices de Shannon et de Simpson a montré un effet négatif de la salinité sur la diversité 

des populations de rhizobia. Ce constat est en accord avec les travaux de Zahran (1991 ; 

1999). 

L’analyse phénotypique portant sur la tolérance des souches de rhizobia à différentes 

concentrations de NaCl en milieu solide (gélose) a mis en évidence l’existence de souches 

tolérantes au sel. En effet, certaines souches de Ensifer pouvaient tolérer jusqu’à 600 mM de 

NaCl. Les souches de Mesorhizobium ont toléré jusqu’à 400 mM de NaCl. D’autres études 

ont montré que certaines souches de Mesorhizobium isolées d’A. seyal et d’A. senegal 



Discussion générale 

162 

 

pouvaient tolérer jusqu’ à 340 mM de NaCl (Diouf et al., 2007 ; Fall et al., 2008 ; Diouf et al., 

2015). La souche type Mesorhizobium plurifarium ORS1032 a toléré jusqu’à 400 mM de 

NaCl (Diouf et al., 2015). Les souches de Ensifer ont été plus tolérantes à la salinité que les 

souches de Mesorhizobium. Ces résultats sont confortés par les travaux de Odee et al. (1997) 

qui montrent que des souches à croissance rapide sont plus tolérantes à la salinité. La 

tolérance des rhizobia à la salinité est souvent positivement corrélée à l’efficience 

symbiotique (Lal et Khanna, 1994 ; Miller-Williams et al., 2006; Domínguez-Ferreras et al., 

2009). Ainsi, les tests d’infectivité et d’effectivité des isolats de rhizobia sur les plantes d’A. 

seyal et P. juliflora ont montré un effet positif de l’inoculation par les souches de Ensifer sur 

les paramètres de croissance, de nodulation et de fixation d’azote des plantes d’A. seyal et P. 

juliflora. Diouf et al. (2005) ont démontré que l'inoculation de A. mangium et A. 

auriculiformis par des souches de rhizobia tolérantes au sel peut améliorer la nodulation en 

conditions de stress salin. Certains auteurs suggèrent que l’efficience de la symbiose 

rhizobium-légumineuse en sols salins est obtenue lorsque les deux partenaires sont résistants 

au stress salin (Cordovilla et al., 1995). La tolérance au sel des souches de Ensifer et 

Mesorhizobium, à la fois infectives et efficientes sur les plants d’A. seyal et P. juliflora peu 

tolérants, est prometteuse en ce qui concerne l'amélioration de l'établissement de ces plantes 

sur des sols salés. S. robustus héberge une communauté de rhizobia bénéfique aux 2 

légumineuses. S. robustus serait un bon candidat comme plante facilitatrice de l’établissement 

des 2 légumineuses dans des sols salés.  

Parallèlement à l’étude des rhizobia, nous avons identifié les CMA des 2 plantes. Les CMA 

sont des symbiotes fongiques souvent nécessaires à la fixation d’azote en milieu salé.  

7.4. Des communautés de CMA de P. juliflora et S. robustus structurées par la salinité 

Notre étude a été réalisée sur des racines de S. robustus et P. juliflora prélevées dans 4 

niveaux de salinité en saisons sèche et humide. Une grande diversité de CMA de S. robustus 

et P. juliflora a été notée après séquençage massif du 18S. Au total, 20 genres répartis dans 10 

familles ont été identifiés chez S. robustus et P. juliflora. Les Glomeraceae ont été 

majoritaires sur les racines de S. robustus et P. juliflora dans les zones salés au Sénégal. Ces 

résultats suggèrent une meilleure adaptation des Glomeraceae à la salinité. D’autres études 

(Manga et al., 2007; Séne et al., 2012; Ndoye et al., 2012) ont montré la prédominance des 

Glomeraceae dans la plupart des écosystèmes au Sénégal. Blaszkowski et al. (2002) ont 
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montré une adaptation des Glomeraceae aux conditions les plus hostiles telles que la 

sécheresse, la salinité et les autres stress environnementaux.  

Parmi les 3 facteurs étudiés à savoir la salinité, la plante et la saison, seule la salinité a eu un 

effet significatif sur la structure des communautés de CMA de S. robustus et P. juliflora. La 

salinité apparaît donc comme le facteur structurant les communautés de CMA. En effet, sur 

les 20 genres associés à S. robustus et P. juliflora, 8 ont été affectés par le sel. Ainsi, 

l’abondance relative des Sclerocystis, Paraglomus et Acaulospora a augmenté avec la salinité, 

suggérant une adaptation de ces genres fongiques aux conditions de salinité. Par contre, les 

genres Rhizophagus, Incertae-sedis, Glomus, Redeckera et Ambispora apparaissent plus 

sensibles à la salinité. La salinité n’a pas eu d’effet significatif sur la richesse (Chao) des 

communautés de CMA. Par contre, elle a significativement diminué l’indice de Shannon et 

l’Equitabilité des communautés de CMA de S. robustus et P. juliflora. Nos résultats 

corroborent ceux de Guo et Gong (2012) qui ont montré que la salinité avait un effet négatif 

sur la diversité de 18 espèces végétales associant des halophytes et non halophytes. Yamato et 

al. (2012) ont rapporté des effets similaires sur Ixeris repens. Dans notre étude, le taux de 

recouvrement n’a pas été impacté par la salinité. Ce taux, à peu prés comparable dans tous les 

niveaux de salinité, est supérieur à 96%. Le taux élevé de recouvrement de la diversité 

suggère que le nombre de séquences analysées par échantillon a été suffisant pour estimer la 

diversité des CMA dans les racines de S. robustus et P. juliflora. 

La plante n’a pas eu d’effet significatif sur la structure des communautés de CMA, suggérant 

que S. robustus et P. juliflora ont partagé les mêmes communautés de CMA avec des 

abondances relatives comparables. Nos résultats sont en accord avec ceux de Hetrick et al. 

(1994 ; 1989) qui ont montré que des souches de CMA peuvent coloniser plusieurs espèces et 

améliorer leur nutrition hydrominérale. La plante n’a pas eu d’effet significatif sur l’indice de 

Shannon, l’Equitabilité et la richesse (Chao) des communautés de CMA. Ainsi, le nombre 

d’OTU que partage S. robustus et P. juliflora à chaque niveau de salinité n’a pas varié. 

Toutefois, il faut noter que le nombre d’OTU partagé entre ces deux espèces a diminué avec 

la salinité. Ces résultats indiquent qu’en condition de stress salin, chaque plante a tendance à 

garder ses symbiotes fongiques pour mieux s’adapter à la salinité. 

La saison n’a pas eu d’effet significatif sur la structure des communautés de CMA de S. 

robustus et P. juliflora. Ce qui signifie que tous les genres fongiques identifiés sur les racines 

de S. robustus et P. juliflora ont été présents en saisons sèche et humide. Ces CMA seraient 
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adaptés à l’humidité et à la sécheresse. La saison n’a pas eu d’impact significatif sur les 

indices de diversité de Shannon et l’Equitabilité. Nos résultats sont confortés par les travaux 

de Santos-Gonzalez et al. (2007) qui ont montré que la variation saisonnière n’a pas d’effet 

significatif sur la diversité des CMA de Prunella vulgaris et Antennaria dioica. Contrairement 

à la diversité, la richesse (Chao) des communautés de CMA de S. robustus et P. juliflora a 

significativement augmenté en saison sèche. Ces résultats indiquent que les espèces rares sont 

plus fréquents en saison sèche qu’en saison humide (Chao et al., 2009). 

S. robustus héberge une communauté de CMA potentiellement bénéfique aux 2 légumineuses. 

S. robustus serait un bon candidat comme plante facilitatrice de l’établissement des 2 

légumineuses dans des sols salés. Toutefois, l’étude de la réponse de S. robustus et L. fusca à 

l’inoculation mycorhizienne en condition contrôlée est une étape préalable pour la prise en 

compte de la symbiose dans la compréhension du fonctionnement des écosystèmes. 

7.5. Des souches de CMA efficientes sur S. robustus et L. fusca 

Dans cette étude, la réponse de S. robustus et L. fusca à l’inoculation avec trois souches 

exotiques de CMA et un inoculum mixte des 3 souches a été testée en condition contrôlée. 

Nos résultats ont montré un effet bénéfique de la souche F. mosseae sur le poids sec racinaire 

et total de S. robustus. La souche F. mosseae et l’inoculum mixte ont significativement 

augmenté le ratio poids sec racinaire/poids sec aérien de S. robustus, suggérant que ces 

espèces de CMA améliorent le poids sec racinaire et non le poids sec aérien. La souche R. 

intraradices a significativement augmenté le poids sec aérien des plants de S. robustus, tandis 

que l’inoculum mixte a amélioré sa biomasse sèche racinaire. Chez L. fusca, seule la souche 

R. intraradices a significativement augmenté le poids sec aérien et total des plants. Ces 

résultats sont confortés par les travaux de Ramakrishnan et Bhuvaneswari (2014) et Jan et al. 

(2014) qui ont montré que l’inoculation avec les CMA améliore la croissance de graminées 

Eleusine coracana et Triticum aestivum. D’autres travaux réalisés au LCM ont montré que les 

souches R. intraradices et  R. irregularis IR27 pouvaient significativement augmenter la 

production de biomasse sèche de A. mangium et Zizuphus mauritiana (Diouf et al., 2005 ; Bâ 

et al., 2000). Dans notre étude, les paramètres de croissance de S. robustus n’ont pas été 

toujours corrélés à la mycorhization des plants. En effet, S. robustus a montré les meilleurs 

taux de mycorhization avec R. intraradices. Toutefois, cette souche n’a pas eu d’effet 

significatif positif sur le poids sec total des plants. Cette souche pourrait être qualifiée 

d’opportuniste. Nos résultats corroborent ceux d’autres auteurs qui ont montré que des 
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intensités de mycorhization élevées des plantes ne se traduisent pas nécessairement par une 

meilleure croissance. Des résultats similaires ont été rapportés par Diop et al. (2013) sur du 

niébé inoculé avec la souche R. intraradices.  

La DM est un concept opérationnel de prise en compte des MA dans les systèmes de culture 

(Fortin et al., 2016). Elle traduit l’efficacité relative de la symbiose sur la production végétale 

(Plenchette et al., 1983). D’après la classification de Cruz et al. (1999), S. robustus et L. fusca 

sont modérément dépendants de l’inoculation avec F. mosseae et R. intraradices. Par contre, 

ces graminées dépendent peu de R. irregularis IR27 et de l’inoculum mixte pour leur 

croissance. La DM de la plupart des graminées est relativement faible (Fortin et al., 2016). 

Une des hypothèses avancées est reliée aux caractéristiques morphologiques des racines 

notamment la longueur et la densité des poils absorbants. La plupart des graminées présentent 

un système racinaire de type graminoïde avec des racines fines pourvues de poils absorbants, 

ce qui limiterait la mycorhization. En effet, les poils absorbants auraient un rôle équivalent 

aux hyphes extra-racinaires pour l’absorption des nutriments (Fortin et al., 2016). En 

conséquence, les plantes type graminoïde seraient moins dépendantes des mycorhizes que les 

plantes type magniloïde qui possèdent un système racinaire grossièrement ramifié avec peu de 

poils absorbants. L’absence d’effet positif des CMA sur la nutrition minérale de S. robustus 

pourrait être liée à la morphologie de son système racinaire. En effet, cette graminée possède 

des racines fines avec des poils absorbants denses de sorte qu’elle pourrait prélever les 

éléments minéraux du sol indépendamment de la symbiose mycorhizienne. Toutefois, la 

corrélation entre la DM et la présence de poils absorbants n’est pas toujours établie comme 

c’est le cas des fruitiers forestiers (Guissou et al., 1998). Nos résultats indiquent aussi que la 

réponse des deux graminées à l’inoculation dépend de la souche de CMA. L’efficacité du 

champignon revêt donc dans ce cas une importance particulière, et la recherche de souches 

indigènes performantes et adaptées est à entreprendre parmi les CMA identifiés dans les sols 

salés de notre site d’étude.  

L’inoculation des plants de S. robustus avec l’inoculum mixte a significativement augmenté la 

concentration en P des parties aériennes. Par contre, chez L. fusca, l’inoculation n’a pas eu 

d’effet significatif sur la nutrition minérale des plants. Des auteurs ont rapporté que 

l'amélioration de la productivité des plantes mycorhizées était attribuée à l'augmentation de 

l'absorption de nutriment de faible mobilité comme le phosphore (Smith et Read, 2008 ; 

Rohyadi et al., 2004). Liu et al. (2001) ont montré que l’inoculation du blé avec F. mosseae a 
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amélioré sa teneur en P et sa croissance, comparé aux plants témoins non inoculés. 

Cependant, dans notre étude, tous les CMA testés n’ont pas eu d’effet positif sur les 

concentrations en Mg, K et N des parties aériennes de S. robustus.  
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8. CONCLUSION GENERALE ET PERSPECTIVES 

L’objectif principal de ce travail de thèse était d’évaluer l’effet plante nurse de S. robustus 

pour l’établissement de P. juliflora et A. seyal en milieu salé. Notre étude a montré un effet 

positif de la graminée sur la germination d’A. seyal et la survie de P. juliflora en condition de 

stress salin. Ceci pourraît être dû à la capacité de S. robustus à diminuer la salinité du sol et à 

assurer l’ajustement osmotique. S. robustus a également stimulé ou maintenu les potentiels 

infectieux mycorhizogène et rhizobien des sols sous A. seyal et P. juliflora et augmenté 

significativement le taux de mycorhization de ces légumineuses. La question se posait de 

savoir si S. robustus hébergeait dans sa rhizosphère une microflore symbiotique 

potentiellement bénéfique aux deux légumineuses.  

Notre étude a révélé une grande diversité génétique de populations de rhizobiums 

associés à la rhizosphère de P. juliflora et S. robustus. Ces rhizobiums appartiennent aux 

genres Mesorhizobium, Ensifer, Rhizobium et Burkhoderia. Dans le groupe des 

Mesorhizobium, la plupart des souches sont proches des souches type de Mesorhizobium 

plurifarium. La diversité des rhizobiums est structurée par la salinité et la saison. La salinité a 

eu un effet négatif sur la diversité des rhizobiums. Des génotypes communs ont été isolés des 

sols sous S. robustus et P. juliflora, suggérant que ces deux espèces végétales partagent un 

cortège rhizobien. Les génotypes communs sont performants sur P. juliflora et A. seyal. S. 

robustus sélectionnerait dans sa rhizosphère des communautés rhizobiennes adaptées au sel et 

efficaces sur les 2 légumineuses.  

Parallélement, une  approche de séquence massive (Illumina) du 18S a montré une 

grande diversité de CMA communs à S. robustus et P. juliflora. Les Glomeraceae sont la 

famille la plus représentée chez S. robustus et P. juliflora dans les zones salés. Seul le facteur 

salinité a eu un effet significatif sur la structure des communautés de CMA de S. robustus et 

P. juliflora. Sur les 20 genres identifiés chez S. robustus et P. juliflora, 8 ont été plus ou 

moins affectés par le sel. L’abondance relative des Sclerocystis, Paraglomus et Acaulospora a 

augmenté avec la salinité alors qu’elle a été plus faible chez Rhizophagus, Incertae-sedis, 

Glomus, Redeckera et Ambispora. S. robustus et P. juliflora ont des OTU communes. S. 

robustus sélectionnerait dans sa rhizosphère des taxons fongiques adaptés au sel et 

potentiellement efficaces sur P. juliflora. Les souches de la collection du LCM étant peu 

efficaces sur S. robustus, le choix de souches indigènes efficaces et adaptées au sel est à 
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privilégier parmi les espèces appartenant aux genres Sclerocystis, Paraglomus et Acaulospora 

dont l’abondance a augmenté avec la salinité. 

Toutes ces propriétés feraient de S. robustus un bon candidat comme plante facilitatrice pour 

l’établissement des 2 légumineuses moins tolérantes au sel. L’effet facilitateur de S. robustus 

devrait être pris en compte dans les programmes de restauration  des zones salées du Delta du 

Sine et Saloum. Il s’agira de promouvoir les systèmes agroforestiers S. robustus/P. juliflora et 

S. robustus/A. seyal dans les zones dénudées par une approche agroécologique (intensification 

écologique) basée sur l’utilisation de S. robustus comme plante de couverture pour réhabiliter 

les sols salés. Pour cela, nous proposons des itinéraires techniques basés sur l’association de 

S. robustus avec les 2 légumineuses dans les zones salées : (i) installation de S. sporobolus 

comme plante de couverture grâce à sa capacité à se multiplier végétativement, (ii) semis 

direct des 2 légumineuses sur couverture végétale permanente de S. robustus. La gestion de 

ces systèmes agroforestiers requiert des connaissances sur les modalités d’installation de la 

plante de couverture (période et durée de plantation, densité du semis direct, boutures ou 

éclats de souches, impact du bétail transhumant, etc.) et des légumineuses (période de 

plantation sur couvert végétale, densité du semis direct, repiquage de jeunes plants, impact du 

bétail transhumant, etc.). 
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10. ANNEXES 

9.1. Communications 

Fall F, Diouf D, Bâ AM, Fall D, Bakhoum N, Ndiaye C, Kane A, Ndoye I, Sanguin H. 

Identification et structure des champignons mycorhiziens à arbuscules de Sporobolus robustus 

et Prosopis juliflora suivant la salinité et la saison au Sénégal. Communication orale au 

Colloque IAVAO/IESOL/LAPSE à l’hôtel les Almadies, Dakar, Sénégal du 10 au 11 mai 

2016. 

Fall F, Diouf D, Fall D, Kane A, Ndoye I, Bâ AM. Impact des touffes d’une graminée 

halophyte (Sporobolus robustus Kunth) sur la germination de semences d’Acacia seyal Del. et 

de Prosopis juliflora (Swartz) DC en condition de stress salin. Communication orale aux 3eme 

journées du Lapse au Campus UCAD2, Dakar, Sénégal du 01 au 02 avril 2015. 

Fall F, Diouf D, Fall D, Kane A, Ndoye I, Bâ AM. Rôle de la  graminée halophyte 

(Sporobolus robustus Kunth) dans l’établissement de légumineuses à usages multiples sur des 

sols salés du Sine et du Saloum au Sénégal. Communication orale aux journées des 
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Fall F, Diouf D. Potentialités d’adaptation d’une graminée pérenne (Sporobolus robustus 
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Fall F, Diouf D, Fall D, Diouf F, Ndiaye C, Bakhoum B, Kane A, Ndoye I, Bâ AM. The 

perennial halophytic grass Sporobolus robustus Kunth acts as a“plant nurse” for the 

germination of Acacia seyal Del. and Prosopis juliflora (Swartz) seeds under salt stress. 

Poster présenté au 3eme Congrès International sur les Mycorhizes à Marrakech, Marocco du 15 
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9.2. Article 1. 
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9.3. Article 2. 
 

Growth and physiological responses of Sporobolus robustus Kunth seedlings 

to salt stress 
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Abstract 

This work aimed to assess the ability of Sporobolus robustus to response to salt stress. 

Seedlings of S. robustus were exposed to increasing NaCl concentrations (0, 50, 100, 150, 

200, 250 and 300 mM) for 50, 100 and 150 days in greenhouse conditions. Total dry weight 

and salt tolerance index decreased gradually with increasing NaCl concentrations. The 

optimum growth of S. robustus was obtained between 0 and 150 mM at 150 days after salt 

stress. Foliar chlorophyll a and total chlorophyll contents increased with NaCl concentration 

at 50 days after treatment. There was no significant effect of salinity on chlorophyll a, 

chlorophyll b and total chlorophyll contents at 100 and 150 days after treatment. The higher 

Na contents were in the shoot as compared to the root. The Na content increased, while K 

decreased with increasing NaCl concentrations, suggesting competitive inhibition between 

absorptions of Na and K as a consequence, the K/Na ratios in shoots and roots decreased with 

increasing salinity. The proline contents in S. robustus were more pronounced at NaCl 

concentrations between 200 and 300 mM as compared to nonsaline treatment. Overall, S. 

robustus could be considered as salt tolerant on the basis of their performance in biomass 

production, accumulation of Na, similar foliar chlorophyll a, chlorophyll b and total 

chlorophyll contents, and accumulation of proline with increasing salinity. The potential 

ability of S. robustus to accumulate significant amounts of Na makes this halophyte promising 

as a desalinization tool of salted soils. 

Keywords grass, biomass production, proline, Na accumulation, chlorophyll, osmotic 

adjustment. 
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9.4. Gamme étalon pour dosage de la proline 

Concentration (nmoles) Volume solution de proline 
0,5 mM (µl) 

Volume d’eau à ajouter (µl) 

0 0 1000 
50 100 900 
75 150 850 
125 250 750 
175 350 650 
250 500 500 
375 750 250 
500 1000 0 
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Auteur : Fatoumata FALL 
Résumé : 

Sporobolus robustus Kunth est une graminée halophyte pérenne utilisée comme fourrage d’appoint pour le bétail. Dans le 
Delta du Sine- Saloum où la salinité est la contrainte majeure de la végétation ligneuse, S. robustus forme des touffes à 
l’intérieur desquelles émergent souvent de jeunes Vachellia seyal Del. (Syn. Acacia seyal Del.) et Prosopis juliflora 
(Swartz) DC, deux légumineuses d’intérêts écologiques. La graminée halophyte pourrait créer un microenvironnement 
tellurique favorisant la germination et l’établissement de P. juliflora et d’A. seyal dans les sols salés selon deux 
mécanismes non exclusifs : (i) diminution de la salinité des sols par accumulation de sels, (ii) stimulation de la microflore 
symbiotique adaptée au sel. Par ailleurs, S. robustus pourrait partager avec les légumineuses une microflore rhizobienne et 
mycorhizienne, adaptée à la salinité et potentiellement bénéfique aux légumineuses. L’objectif principal de ce travail de 
thèse est d’évaluer l’effet plante nurse de S. robustus pour l’établissement de V. seyal et P. juliflora en milieu salé. 
Une expérimentation réalisée en serre a montré que S. robustus améliore la germination d’A. seyal, la survie de P. 
juliflora et le taux de mycorhization des deux légumineuses en condition de stress salin. Cela pourrait être dû à la capacité 
de S. robustus à diminuer la salinité des sols par accumulation de Na. La graminée a également stimulé le potentiel 
mycorhizogène et maintenu le potentiel rhizobien des sols rhizosphériques des deux légumineuses.  
La diversité génétique des rhizobia de la rhizosphère de S. robustus et P.juliflora a été déterminée par le séquençage 
Sanger. Les résultats ont montré que les communautés de rhizobia sont partagées par S. robustus et P. juliflora. Les 
rhizobia, identifiés comme des Mesorhizobium, Ensifer, Rhizobium et Burkhoderia, ont été structurés par la salinité et la 
saison. Ils se sont révélés efficients sur de jeunes plants de P. juliflora et A. seyal. 
Le séquençage Illumina Miseq du 18S a révélé des communautés de champignons mycorhiziens à arbuscules (CMA) 
communes à S. robustus et P. juliflora. Les CMA ont été identifiés à 20 genres, en majorité des Glomeraceae, dont 8 
(Glomus, Rhizophagus, Sclerocystis, Incertae-sedis, Redeckera, Acaulospora, Paraglomus et Ambispora) ont été 
structurés par la salinité. Toutefois, S. robustus s’est révélée modérément dépendante de CMA issus de la collection du 
LCM. Nos résultats suggèrent que S. robustus diminue la salinité des sols et héberge dans sa rhizosphère des rhizobia et 
CMA potentiellement bénéfiques aux deux légumineuses. S. robustus serait une plante facilitatrice de la germination et de 
l’établissement des deux légumineuses dans des sols salés au Sénégal.  
Thesis title. The impact of Sporobolus robustus Kunth on symbiotic microflora and establishment of multipurpose 
legumes on salt affected soils of from the Sine - Saloum Delta in Senegal  

Abstract: 
Sporobolus robustus Kunth is a halophytic perennial grass and provides fodder for livestock. In the Sine and Saloum 
Delta where the salinity is the major constraint of woody vegetation, two multipurpose leguminous trees Vachellia seyal 
Del. (Syn. Acacia seyal Del.) and Prosopis juliflora (Swartz) DC seedlings grow often in tussocks of grass. S. robustus 
may create a microenvironment more conducive to legumes establishment through two non-exclusive mechanisms: (i) the 
decrease of soil salinity by accumulating salts, (ii) the stimulation of the symbiotic microflora adapted to salt. In thus, S. 
robustus could share with P. juliflora and V. seyal a salt adaptated rhizobia and arbuscular mycorrhizal fungi (AMF) 
communities which would be beneficial to regenerating legumes seedlings. The aim of this study was to evaluate the S. 
robustus nurse plant effect on A. seyal and P. juliflora establishment in saline soil.  
A experiment was done in controlled conditions to assess the effect of S. robustus in the regeneration processes of the tree 
species A. seyal and P. juliflora in salt stress condition.  
The results showed that S. robustus improved the germination of A. seyal, the survival of P. juliflora and the mycorrhizal 
colonization of both legumes. This could be due to the ability of S. robustus to reduce soil salinity by Na accumulation. 
The grass also stimulated the mycorrhizal potential and maintained rhizobial potential of rhizospheric soils of both 
legumes.  
The rhizobia genetic diversity was determined by Sanger sequencing. Our results showed that some rhizosphere microbial 
communities belonging to rhizobia were shared by S. robustus and P. juliflora. The rhizobia identified to Mesorhizobium, 
Ensifer, Rhizobium et Burkhoderia, were structured by the salinity and the season. They were efficient on growth of P. 
juliflora and A. seyal seedlings.  
We used Illumina Miseq of the 18S rRNA gene to assess AMF diversity in S. robustus and P. juliflora roots. The results 
showed that the AMF were identified to 20 genera, mostly belonging to Glomeraceae, and 8 of them (Glomus, 
Rhizophagus, Sclerocystis, Incertae-sedis, Redeckera, Acaulospora, Paraglomus and Ambispora) were structured by 
salinity. Nevertheless, S. robustus was moderately dependent on AMF from the collection of LCM.  
Our results suggest that S. robustus reduces soil salinity and hosts in its rhizosphere rhizobia and AMF that are potentially 
beneficial to both legumes. S. robustus would be a nurse plant for germination and establishment of both legumes in 
salted soils from Senegal. 
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