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Résumé :  

Pour étudier l’influence de différents modes de gestion des terres sur la diversité et 

l’activité des bactéries du sol, des échantillonnages de sol sont réalisés sur 4 parcelles d’un 

essai au champ situe à Thyssé Kaymor (Sénégal) : jachère naturelle, jachère améliorée à 

Andropogon gayanus, jachère améliorée à Acacia holosericea, sol sous culture continue 

(rotation mil - arachide). 

Les prélèvements sont effectués selon la chronoséquence suivante : à la défriche des 

jachères âgées de 4 ans, à la récolte de la première culture (3 mois après la défriche) et enfin 

après la 6ième culture (6 ans après la défriche). 

Un fractionnement physique du sol est réalisé pour isoler les habitats microbiens en 

fonction de leur granulométrie. Des mesures chimiques (carbone et azote organiques, 

dénitrification potentielle) et des analyses moléculaires (PCR-DGGE du gène 16S ADNr, 

clonage-RFLP du gène narG) sont effectuées sur les habitats >2000 µm (macro-agrégat) et  2-

50 µm (micro-agrégat). 

Les résultats obtenus montrent que la communauté microbienne hébergée dans l’habitat 

2-50 µm est caractérisée par une activité potentielle et une diversité génétique plus élevées 

que la communauté présente dans les agrégats >2000 µm. 

La comparaison des différentes jachères indique que la présence d’Andropogon gayanus 

stimule l’activité et la diversité des communautés microbiennes par rapport à la jachère à 

Acacia holosericea. 

L’analyse des profils RFLP narG de la communauté microbienne 
dénitrifiante présente dans l’habitat 2-50 µm indique que la diversité de ces 
communautés est liée au type de végétation et à l’antécédent cultural. 
 
Mots clés : jachère, habitats microbiens, diversité, communautés dénitrifiantes, PCR-DGGE, 
clonage, PCR-RFLP 

 



 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

INTRODUCTION 
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Dans les pays soudano-sahéliens d’Afrique de l’ouest, l’agriculture est essentiellement 

paysanne et les rendements dépendent de la productivité intrinsèque des écosystèmes. Les 

systèmes traditionnels de gestion des terres agricoles impliquaient une phase de culture de 

quelques années suivie d’une phase de jachère ou abandon cultural de l’ordre de 20 à 30 ans. 

La mise en jachère vise un accroissement de la quantité de matière organique et une 

restauration de la fertilité des sols. Au cours de ces dernières décennies, la pression 

démographique a entraîné une forte augmentation des surfaces cultivées et un 

raccourcissement significatif des temps de jachère (Floret et al., 1993). De nombreux 

itinéraires culturaux impliquent dorénavant une jachère de un an ou deux (Manlay et al., 

1997). Cette pratique, donc, évolue, se raréfie, change de nature (Serpantié et Floret, 1994). 

On assiste à une manipulation de la jachère caractérisée par une introduction de plantes 

améliorantes (graminées ou légumineuses). Ceci dans le but d’arriver en peu de temps à 

reconstituer l’effet positif d’une jachère naturelle de 10 ans (Hoefsloot et al., 1993). Ainsi le 

rôle des jachères de courte durée sur la reconstitution ou le maintien de la fertilité du sol a 

souvent retenu l’attention (Gillier, 1960 ; Charreau et Nicou, 1971 ; Feller et al., 1993 ; Hien 

et al., 1993 ; Roose, 1993 ; Some, 1994). Mais l’impact du cycle jachère-culture sur les 

microorganismes et en particulier les bactéries a fait l’objet de peu d’études. 

Les stress environnementaux ou encore l’intervention de l’homme induisent différents 

changements d’état, ou de modifications de fonctionnement du milieu sol (Grouzis et 

Alberger, 1989). Ces perturbations sont décelables depuis le paysage jusqu’aux habitats 

microbiens. Celles-ci altèrent les populations microbiennes du sol (Atlas et al., 1991) et 

peuvent entraîner une diminution de leur diversité ou le développement de nouvelles espèces 

mieux adaptées.  

Les micro-organismes du sol (champignons et bactéries) représentent la communauté la 

plus importante tant en terme de fonctions (cycle des nutriments) qu’en terme de diversité 

(4000 séquences différentes dans 1 gramme de sol ; Torsvik et al., 1990). Leur intervention 

dans les cycles biogéochimiques des éléments majeurs (C, N, S) et des oligoéléments est 

capital. Ils sont impliqués dans les transferts d’énergie et de nutriments au niveau du sol. 

Pourtant des revues récentes (Hooper et al., 2000 ; Wolters et al., 2000) sur les interactions 

biotiques dans les écosystèmes terrestres soulignent la faible représentation des bactéries du 

sol dans les études de biodiversité liées au fonctionnement des écosystèmes. Ceci est due en 

grande partie à la complexité de cette communauté et aux difficultés d’isolement des 

bactéries. Aussi l’écologie microbienne des sols a longtemps été abordée selon une approche 
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centrée sur la diversité des individus. De nombreux milieux de culture ont été développés 

pour le large spectre de bactéries et champignons utilisant différentes sources d’énergie et aux 

besoins en O2 différents : autotrophes, hétérotrophes, anaérobies stricts ou facultatifs, 

aérobies. Mais ces contraintes techniques ont été en partie levées par l’essor de techniques 

moléculaires qui permettent d’explorer la diversité des communautés microbiennes sans 

passer par leur isolement (Duarte et al.,1998). Ces techniques sont basées sur l’analyse de 

l’ADN directement extrait du sol. Il est aujourd’hui établi que la structure des communautés 

microbiennes est sensible aux perturbations (Atlas et al.,1991), à la qualité de la matière 

organique (Bossio et al., 1998), à l’irrigation (Bloem et al., 1992), au travail du sol et à la 

structure des communautés végétales (Broughton et Gross., 2000), mais force est de constater 

que la majorité des études se restreignent à mesurer le degré de similarité entre communautés. 

Une étude récente (Buckley et Schmidt, 2001) montre que la structure des communautés 

microbiennes du sol est remarquablement similaire dans les parcelles qui partagent un même 

historique de pratique culturale. Ainsi pour une communauté microbienne donnée, la 

résistance de cette communauté à un changement des pratiques agricoles est donc 

probablement très dépendante du sol lui même et des types de pratiques agricoles.  

Les organismes vivants colonisent le milieu sol à la fois selon leur taille et leur 

métabolisme et selon l’organisation des particules organiques et minérales et de vide associés. 

Selon Chotte et al. (1998) la localisation des microorganismes dans les différents habitats du 

sol dépend de leur résistance aux différentes contraintes environnementales et 40 à 70% de la 

population totale sont préférentiellement localisés dans la fraction 2-50 µm (Hattori, 1988 ; 

Ranjard et al., 1997). Chotte et al. (1998) montrent que la dynamique des microorganismes 

associés aux résidus végétaux est totalement différente de celle des organismes localisés dans 

des micro-agrégats. Les premiers trouvent dans ces débris organiques, des composés 

assimilables leur permettant un développement rapide. Ils sont cependant plus exposés aux 

contraintes extérieures (prédation) que les microorganismes associés aux micro-agrégats qui 

trouvent dans ces structures une niche protectrice. Ainsi la distribution non homogène des 

microorganismes dans les différents agrégats du sol met en évidence une étroite relation entre 

la dynamique de la structure du sol et celle des microorganismes qui le colonisent. 

C’est dans ce contexte que le suivi des changements de la structure et de la diversité des 

communautés microbiennes devrait donc permettre de comprendre l’influence des modes de 

gestion des terres sur le fonctionnement biologique des sols.  
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L’objectif de notre travail est d’évaluer l’effet de différents modes de gestion des terres 

sur la diversité et l’activité microbiologique des sols. Le travail est effectué essentiellement à 

l’échelle des fractions >2000 µm (macro-agrégat) et 2-50 µm (micro-agrégat), habitats 

naturels. Les expériences mises en place nous permettront de tester les hypothèses suivantes : 

- L’organisation du sol et le type de végétation déterminent conjointement la diversité des 

communautés microbiennes. 

- La réponse des communautés aux changements de pratiques agricoles dépend de sa 

localisation dans les différents habitats microbiens. 

Le mémoire s’articule autour de quatre chapitres. Le premier chapitre est une analyse 

bibliographique. Dans le deuxième chapitre nous présentons le matériel et les méthodes 

utilisés. Le troisième est consacré aux résultats et le quatrième réservé à la discussion. 
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CHAPITRE PREMIER : 

SYNTHESE BIBLIOGRAPHIQUE 
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1. LE SOL, UN SYSTEME ECOLOGIQUE 
Le sol est défini comme une formation naturelle vivante et dynamique qui se développe à 

la surface de l’écorce terrestre. C’est une combinaison, en proportions variables, d’une 

fraction minérale et d’une fraction organique, combinaison par ailleurs plus ou moins riche en 

eau et en gaz et abritant de nombreux organismes vivants. 

1.1 Les constituants du sol 

On distingue les constituants minéraux et organiques 

1.1.1 - Les constituants minéraux 

La fraction minérale du sol est composée de particules élémentaires dont la nature, l’état 

physique et les propriétés sont très différents. Elle représente 93 à 95 % du poids du sol total. 

Ces particules minérales sont en fait des fragments de roche-mère plus ou moins altérés. Il 

s’agit des sables (entre 2 mm et 50 µm), des limons (entre 50 µm et 2 µm) et argiles (inférieur 

à 2 µm). Les proportions relatives en sables, limons, argiles définissent la texture du sol.  

Les sables sont composés essentiellement des minéraux primaires. Ce sont des particules 

inertes et leur quantité influencent surtout l’aération du sol et la perméabilité. 

Les limons ont des caractéristiques voisines de celles des sables mais elles sont moins 

perméables. 

 Les argiles constituent des éléments colloïdaux. Elles jouent un rôle fondamental dans le 

sol par leurs propriétés d’absorption de l’eau et de fixation des ions minéraux (Oades, 1992 ; 

Tate, 1995 ; Lavelle et Spain, 2001). Ces ions minéraux, particules mobiles présentant une 

charge négative (anions) ou positive (cations) se trouvent soit en solution dans l’eau du sol, 

soit fixés sur les éléments colloïdaux. Ces ions, puisés dans le sol par les racines des végétaux, 

sont à la base de leur nutrition minérale.  

Les particules minérales délimitent, entre elles, des vides. Ces vides sont occupés par de 

l’air ou de l’eau. La composition, les propriétés de ces deux phases, gazeuse et liquide, 

dépendent de la taille des pores, de la nature des processus qui se déroulent dans le sol. 

1.1.2 - Les constituants organiques 

L’ensemble des substances biologiques d’origine animale ou végétale présentes dans le 

sol constitue la phase organique. Cette dernière comprend la fraction organique inerte et la 

fraction organique vivante (Theng, 1987). 
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1.1.2.1 - La fraction organique inerte 

La fraction organique inerte est composée des résidus issus des végétaux et animaux.        

Cette matière organique subit sous l’action de la faune du sol et de la microflore un ensemble 

de transformations. Elle présente deux composantes essentielles suivant son degré 

d’altération : la fraction organique fraîche (matières organiques figurées) et la fraction 

organique humifiée (Theng, 1987). Ces composées organiques qui représentent les substrats 

énergétiques pour les communautés microbiennes du sol, libèrent au cours de ces 

transformations du carbone (CO2), de l’azote (NH4
+, NO3

-…). Cette activité des 

microorganismes est particulièrement élevée dans les zones riches en matériels organiques 

comme la rhizosphère (Griffiths et al., 1992), la litière. 

1.1.2.2 La fraction organique vivante 

Le sol héberge une grande diversité de microorganismes (bactéries, champignons) et une 

faune très variée (nématodes, protozoaires, vers de terres, termites). Ces organismes jouent un 

rôle important dans le cycle des nutriments, le stockage du carbone et la conservation de la 

diversité des plantes. 

a - Les microorganismes du sol 
Les bactéries et les champignons régulent les processus de décomposition de la matière 

organique et du cycle des nutriments (Bardgett et Griffiths, 1997). 

Les bactéries : Ce sont des procaryotes unicellulaires à paroi rigide et de forme très 

diverses. Leur classification est habituellement basée sur des caractères phénotypiques 

(bâtonnets, coccis, bacilles…), la structure de la paroi cellulaire (gram positif, gram négatif), 

la présence d’endospores, la position des flagelles (Lavelle et Spain, 2001), les groupes 

nutritionnels (hétérotrophes et autotrophes), les groupes fonctionnels (ammonifiantes, 

nitrifiantes, dénitrifiantes…). Les bactéries hétérotrophes constituent la majorité de la 

microflore du sol. Les bactéries sont plus nombreuses et plus actives dans les zones riches en 

matière organique facilement métabolisable (litière, rhizosphère). L’activité bactérienne est 

essentiellement concentrée dans les premiers centimètres du sol. Elle est indispensable pour le 

recyclage de la matière organique morte. Cette activité constitue donc une étape cruciale de 

toutes les réactions bio-géochimiques (Paul et Clark, 1989). De plus certaines bactéries sont 

responsables des émissions d’oxyde nitreux N2O qui entre dans l'atmosphère. Or le N2O est le 

troisième agent derrière le CO2 et le méthane responsable de l’effet de serre.  
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Les champignons : Ce sont des eucaryotes dotés d’une structure filamenteuse végétative 

appelée mycélium. Ils peuvent être des colonisateurs primaires qui, avec les bactéries, 

envahissent les substrats nouveaux tombés sur le sol (Diem, 1973) ou des colonisateurs 

secondaires qui se développent sur des substrats abandonnés par les premières vagues de 

microorganismes. Beaucoup de ces champignons exsudent ou libèrent des produits variés : 

substrats hydrosolubles (Colotelo, 1973), substances antibiotiques qui vont réorienter 

l’équilibre microbiologique, ou pigments granulaires sombres dont le rôle est important dans 

l’humification (Reisinger et Kilbertus, 1973). Ils résistent mieux que les bactéries à la 

sécheresse et à l’acidité du sol (Duchaufour, 1991). 

b - La faune du sol 
De nombreuses études ont montré que la faune du sol participe activement à la 

décomposition de la matière organique (Agbogba et Roy-Noêl, 1982 ; Lavelle et al, 1992). 

Elle assure une aération du milieu prospecté par ses déplacements en créant des microsites 

nouveaux pour les activités bactériennes et fongiques . Selon leur taille on distingue : 

- la microfaune qui est essentiellement représentée par les arthropodes et les nématodes. 

Les arthropodes vivent essentiellement dans la litière dont ils se nourrissent . Ils fractionnent 

de façon active la matière végétale, créent des structures où se développe une forte activité 

microbienne. Les nématodes sont nombreux dans le sol (500 000 espèces ; (Hawkswroth, 

1991)) et dans les litières. Ils peuvent être saprophages, phytophages, bactériophages (Djigal, 

2003) ou fongivores.  

- la macrofaune très dense et diversifiée, est dominée par les termites, les vers de terre et 

les fourmis. Les termites jouent un rôle important dans la transformation et l’humification des 

débris végétaux ainsi que dans la constitution morphologique, physique et chimique des sols 

(Wood, 1988). Ils interviennent aussi dans la concentration et le stockage des nutriments 

(azote et phosphore). Les vers de terre influencent la structure et la fertilité du sol à travers 

leurs activités de fouissage et d’ingestion de matière organique. Les fourmis construisent des 

nids avec des particules provenant des horizons profonds. Ces nids sont généralement de 

grande taille et modifient la texture des sols environnants. 

1.2 - L’organisation du sol  

Elle confère au sol un certain nombre de propriétés qui agissent sur les microorganismes 

et les autres composants vivants du sol mais également sur leurs interactions et les différents 

processus qui s’y déroulent.  
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1.2.1 - La structure ou mode d’assemblage des éléments 

La structure du sol peut être définie comme le regroupement de particules primaires du 

sol en de larges unités de composés d’origine, de taille et de formes différentes. Elle est 

caractérisée par la manière dont sont assemblés les divers constituants minéraux et organiques 

(Henin, 1976). Ainsi elle se réfère assez généralement à la forme, la taille et l’arrangement 

spatial d’unités structurales ou agrégats existant dans le sol et séparables les uns des autres par 

les faces de moindre résistance. Ces agrégats ne peuvent être définis que par rapport aux 

forces de rupture qui permettent de les obtenir (Monnier et Tri, 1971). Ces unités structurales 

sont délimitées par des pores, lesquelles permettent les mouvements d’eau et les échanges 

gazeux avec l’atmosphère. La structure normale d’un sol apte à la culture est une structure 

fragmentaire: le sol est constitué de petits grains ou agrégats, eux-mêmes agglomérés en 

mottes. La stabilité structurale dépend de la constitution de ces agrégats. 

 Les différences dans la structure sont utilisées par de nombreux auteurs pour expliquer la 

distribution des microorganismes du sol et de leurs activités (Ladd et al., 1992 ; Darbyshire et 

al., 1993 ; Elliot et Coleman, 1988). 

1.2.2 - Les agrégats : habitas microbiens 

Dans le sol, la matrice minérale, l’eau, les gaz, et les substances biologiques d’origine 

végétale et animale s’associent par liaisons entre molécules organiques et supports minéraux. 

Ils forment ainsi des structures stables de différentes tailles: les agrégats. 

Les agrégats, de par leur constitution physique, leur composition chimique et biologique, 

représentent des micro-habitats particuliers dans le sol (Kilbertus et al., 1979b; Arpin et al, 

1980). La taille de ces micro-niches écologiques occupées par les microorganismes, fait qu’ils 

sont le siége de phénomènes physiologiques nettement différents de ceux s’effectuant dans les 

espaces inter-agrégats. Ainsi les microorganismes ont plus ou moins accès aux substrats 

organiques, ce qui influe par conséquent sur leur activité et sur le turnover de la matière 

organique (Foster, 1988). Ces microorganismes interviennent dans la formation des agrégats. 

Les bactéries stabilisent les micro-agrégats qui par la suite peuvent se mélanger avec les 

hyphes des champignons et construire ensemble des agrégats de grande taille. Ainsi on 

distingue les micro-agrégats de taille inférieure à 250 µm et les macro-agrégats de taille 

supérieure à 250 µm. Les micro-agrégats sont des sous unités des macro-agrégats au sein 

desquels ils sont séparés par des macropores.  

Dans de nombreux travaux les agrégats et les communautés microbiennes qu’ils 

hébergent sont utilisés pour décrire le fonctionnement du sol (Gregorich et al., 1989 ; Beare et 
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al, 1994 ; Chotte et al., 1998, Ndour, 2003). Dans ces travaux les agrégats sont obtenus par 

des méthodes de fractionnement physique qui préservent leur nature et leurs propriétés 

(Monrozier et al., 1991 ; Chotte et al., 1994). 

1.3 - Le fonctionnement du sol 

Le sol est à la fois un support physique et un réservoir d’eau et de nutriments pour les 

plantes. L’utilisation agricole du sol, organisée en systèmes de culture, entraîne des 

modifications de ses propriétés physiques et chimiques et influence le développement des 

organismes présents dans le sol. Ces derniers (végétaux, animaux et microorganismes) y 

jouent des rôles importants. Les plantes influencent le fonctionnement du sol en synthétisant à 

partir du CO2 atmosphérique et de l’énergie solaire l’essentiel des substances hydrocarbonées 

(Beare et al., 1995). De plus elles jouent un rôle actif dans les mouvements d’eau et 

d’éléments minéraux. A l’instar de la faune du sol les plantes contribuent aussi à la 

structuration du sol. Les éléments de cette faune participent à la dissémination, au contrôle et 

à la redistribution des substrats et des microorganismes. 

Les microorganimes jouent un rôle dans les processus écologiques de base des 

écosystèmes terrestres (Babich et Stotsky, 1983). Ils transforment la majorité des déchets 

organiques, contrôlent les cycles des bioéléments (Alexander, 1977) (en particulier ceux du 

carbone, de l’azote, du phosphore, du soufre). 

Parmi ces microorganismes, les bactéries accomplissent un rôle important puisque d’elles 

dépend en partie la croissance végétale et donc la nutrition des animaux. On peut dire que ce 

sont les bactéries qui font fonctionner le sol (Gobat et al., 1998). Elles sont impliquées, entres 

autres, dans des processus (cycle de l’azote par exemple) privant ou mettant à la disposition 

des plantes certains éléments nécessaires à leur croissance.  

1.3.1. - Le cycle de l’azote 

L’azote (N) est un constituant des protéines et des acides amines. Le recyclage de l’azote 

présent dans la matière organique joue un rôle essentiel dans la vie sur terre. Une partie de 

l’azote du sol prélevé annuellement du sol par les plantes lui est restitué sous forme organique 

par la litière ou la mort des organismes. Ainsi l’azote est transféré d’une composante à l’autre 

du système sol-plante. Au cours de ces transferts, l’azote subit des modifications, 

modifications qui constituent le cycle de l’azote. Les caractéristiques principales de ce cycle 

sont donc le passage phase minérale/phase organique et le transfert biosphère/atmosphère où 

s’inscrivent les processus de nitrification et dénitrification (figure 1)  
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Figure 1 : Cycle de l’azote (d’après Cellier et al., 1997) 

1.3.1.1.- La nitrification 

La nitrification est un processus principalement respiratoire et aérobie responsable de 

l’oxydation de l’ammonium en nitrite (nitritation), puis du nitrite en nitrate (nitratation) 

(Prosser, 1986). 

Chacune des étapes est catalysée par un système enzymatique inductible :  

      NH4
+ (1) NO2

- (2) NO3
- 

(1) HydroxylAmine Oxydo-reductase (HAO) + Ammonium Mono-Oxygenase (AMO) 

(2) Nitrite Oxydo-Reductase 

Ces deux étapes successives sont réalisées par deux types de bactéries différentes : 

bactéries nitreuses (genres Nitrosococcus, Nitrosomonas, Nitrsospira, Nitrosovibrio) et 

bactéries nitriques (genres Nitrobacter, Nitrospina, Nitrospira, Nitrococcus). Ainsi les 

bactéries impliquées dans le processus de nitrification sont taxonomiquement peu diversifiées 

et regroupées dans la famille des nitrobacteriaceae. Il s’agit de bactéries à Gram négatif , de 

petite taille et présentant une mobilité variable.  
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1.3.1.2. - La dénitrification 

 
La dénitrification est un processus respiratoire microbien au cours duquel certains micro-

organismes sont capables de substituer à l’oxygène des formes oxydées de l’azote comme 

accepteur final d’électrons lorsque le milieu devient anoxique (Ferguson,1994 ; Zumft,1997). 

Le substrat initial, nitrate ou nitrite, est réduit en différents produits gazeux selon la chaîne de 

réaction :  

 NO3
-   (1)      NO2

-  (2)     NO   (3)    N2O     (4)    N2 

    Phase soluble                     phase gazeuse 

Chaque transformation est catalysée par un système enzymatique    

 (1) nitrate réductase (nar)    (3) oxyde nitrique réductase (nor) 

 (2) nitrite réductase (nir)    (4) oxyde nitreux réductase (nos) 

Deux étapes clés de la dénitrification sont très sensibles à l’O2 : la réduction du NO3
- en 

NO2
- par la nitrate réductase codée par les gènes nar et la réduction du NO2

- en N2O par la 

nitrite réductase codée par les gènes nos (Philippot, 2002). Il est possible de réaliser des 

mesures d’activité potentielle en fournissant une quantité non limitante de substrat (NO3
-) et 

une source de carbone dans des conditions d’anaérobie (Lensi et al, 1995). 

a - Les bactéries dénitrifiantes 
Les bactéries dénitrifiantes sont actuellement définies selon une liste de critères 

rigoureux proposée par Tiedje (1988) et par Mahne et Tiedje (1995): 

- réduction du NO3
- et du NO2

- en N2O et/ou en N2 avec un taux de réduction d’au moins 

80% de l’azote présent sous forme soluble en gaz, 

- capacité d’utilisation de l’énergie de cette réduction pour la croissance, 

- présence de l’une ou des deux nitrite réductases dissimilatives (nitrite réductase à cuivre 

ou nitrite réductase à cytochrome cd1) 

Les bactéries dénitrifiantes ont généralement un métabolisme chimio-organotrophe et 

aérobie-anaérobie facultatif. 

Au niveau phylogénétique, la capacité à dénitrifier est représentée par une grande 

diversité de bactéries appartenant à différentes subdivisions des protéobactéries (Zumft et al., 

1992 ; Cheneby et al., 2000). Cette importante diversité pourrait être attribuée à des transferts 

horizontaux de gènes qui auraient eu lieu au cours de l’évolution (Bothe et al., 2000 ; 

Phillipot, 2002) ou encore à une évolution des bactéries dénitrifiantes actuelles à partir d’un 
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ancêtre commun. Les genres bactériens Ralstonia et Pseudomonas sont les genres 

majoritaires. 

Les bactéries dénitrifiantes présentent une diversité fonctionnelle. En effet, certaines 

parmi elles ne possèdent qu’une partie des enzymes de la chaîne de réduction du nitrate en 

azote (nitrate réductase, nitrite réductase, oxyde nitreux réductase, oxyde nitrique réductase). 

b - Enjeux du processus 
 Le processus de la dénitrification entre en compétition avec les plantes pour l’utilisation 

de substrat initial NO3
-. Les pertes d’azote par dénitrification sont très importantes 

quantitativement, tant au niveau des écosystèmes naturels que des agrosystèmes (Tiedje, 

1988 ;Watson et al., 1992). Ces pertes limitent la productivité primaire. L’utilisation massive 

d’engrais riches en nitrate (Hauck, 1981, 1988) entraîne une augmentation de l’activité des 

bactéries dénitrifiantes aboutissant à un rejet accru d’oxydes d’azote dans l’atmosphère (NO 

et N2O). 

L’oxyde nitreux (N2O) est un gaz à effet de serre (Otte et al., 1996) reconnu pour avoir 

un impact important sur l’environnement (Berger, 1992 ; Mosier et al., 1996). Les émissions 

de N2O liées à la dénitrification dans les sols cultivés contribueraient à 70% des émissions 

anthropiques de la biosphère vers l’atmosphère (Bouwman, 1990). 

Au niveau de la strastosphère, le N2O réagit avec l’oxygène atomique issu de la 

photodissociation de l’ozone (O3). Cette réaction aboutit à la formation d’oxyde nitrique (NO) 

qui va induire la destruction de l’ozone stratosphèrique (Dickinson et Cicerone, 1986 ; Waibel 

et al.,1999). 

2 - LA JACHERE 

Le système traditionnel de gestion des terres, en Afrique tropicale, consiste en une 

alternance de culture sur une période de 4 à 5 ans et de mise en repos de durée variable. Cette 

seconde phase est appelée jachère. 

2.1 - Rôle dans les systèmes de culture 

La jachère est observée dès qu’une baisse de la fertilité se fait sentir ou qu’un 

envahissement par des mauvaises herbes est remarqué. La capacité productive d’un sol, c’est 

à dire sa fertilité, dépend de plusieurs composantes : son état physique, son statut minéral et 

organique (fertilité chimique), son activité biologique et le niveau de pression des adventices. 

La jachère joue sur ces différentes composantes. 
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2.2 – Rôle dans la restauration de la matière organique 

Le fonctionnement de la jachère se traduit par l’accroissement des biomasses, litières et 

racines. Ces apports contribuent activement à la reconstitution du stock organique des sols. 

Cependant dans les jachère-savanes, les litières sont de faible contribution du fait des feux , 

des prélèvements de bois mort, de l’activité intense des décomposeurs, enfin du pâturage. 

Ainsi le stockage de carbone et de minéraux passe essentiellement par la production racinaire 

(Piéri, 1989). Le transfert de matière organique des racines au sol se fait d’une part par 

exsudation racinaire de glucides photosynthétisés (Perry et al., 1989) et d’autre part par 

décomposition des racines mortes 

2.3 - Rôle dans la structuration 

La grande variation de stabilité structurale dans le cycle culture-jachère est due à la 

fluctuation de matières fraîches non humifiées. Mais plus que les quantités de matières 

organiques du sol, ce sont les processus biologiques qui sont responsables de cette stabilité. 

En effet, il est observé que les jachères mêmes courtes développent rapidement de meilleures 

structure et stabilité (Talineau et al., 1976 ; Valentin et al., 1990 ; Ouattara et al., 1997 ; 

Serpantié et Somé, 1998) sans variations de teneurs organiques en de grandes proportions. Les 

jachères participent largement à la ré-agrégation de sols. Les très gros agrégats (plus de 2 

mm) s’accroissent particulièrement et les argiles dispersées tendent à disparaître (Chotte et 

al., 1997). 

2.4 - Gestion actuelle de la jachère 

La forte densité de population, l'intensification des cultures, entraîne toujours une baisse 

du niveau de fertilité du sol (Dommergues et Ganry 1991). Les effets négatifs les plus 

apparents attribuables à l'intensification sont la baisse du taux de matière organique (Hien et 

al. 1993) et l'infestation des terres de culture par les mauvaises herbes. La croissance rapide 

de la population mène à l'expansion des cultures, au déboisement et au surpâturage. La 

disparition du couvert végétal rend le sol vulnérable à l'érosion (Chopart, 1984). Les longs 

intervalles de jachère naturelle, nécessaires à la régénération de la fertilité du sol, ne peuvent 

plus être pratiqués. Il est devenu nécessaire de mettre au point une gestion adaptée de la 

jachère comme l’introduction de plantes à croissance rapide fixatrices d’azote ou à système 

racinaire très développé. 

 On parle de jachère naturelle lorsque le sol est au repos sous végétation naturelle. 
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La jachère améliorée ou jachère cultivée consiste à remplacer la jachère naturelle, 

composée principalement d’herbacées annuelles et d’arbustes, par des plantes améliorantes 

semées (graminées ou légumineuses), de façon à arriver en un temps réduit à reconstituer 

l’effet positif d’une jachère de 10 ans (Hoefsloot, 1993). En cultures intensives, elle s’intègre 

méthodiquement dans l’assolement pour assurer efficacement la conservation de la fertilité du 

sol. Selon Hoefsloot (1993), les objectifs d’une jachère améliorée sont l’augmentation du 

niveau de matière organique dans le sol, l’augmentation du niveau d’éléments nutritifs dans le 

sol, la diminution des problèmes d’érosion et la production de fourrage amélioré pour 

compléter le fourrage naturel afin d’augmenter la productivité de l’élevage  

Ces jachères sont censées remplacer les jachères pâturées traditionnelles qui mettent 

longtemps à restaurer la fertilité du sol et dont l'efficacité reste faible (Pieri 1989, Roose 

1993). En comparaison, elles sont de courte durée, étouffent efficacement les adventices 

(Roose 1993), produisent bien plus de biomasse au cours de la première année (Raquet, 

1991), limitent l'érosion, permettent de maintenir la biodiversité et améliorent la productivité 

du sol (Becker et al. 1996). 

Certains auteurs trouvent des résultats mitigés par rapport aux jachères de courte durée. 

Selon Hien et al. (1993), les jachères améliorées à partir des légumineuses (Stylosanthes, 

dolique, etc.) ou de graminées à forte densité racinaire (Andropogon, Pennisetum, etc.) 

peuvent contribuer au maintien de la productivité face aux exigences de l'intensification des 

cultures lorsque le sol n'est pas en voie de dégradation poussée. Pieri (1989) montre que des 

jachères, même courtes, réduisent le taux de pertes annuelles de matière organique. 

Néanmoins ces jachères de courte durée doivent être introduites dans le système de culture 

avant les baisses importantes de la production végétale. 
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CHAPITRE II 

MATERIEL ET METHODES 
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I - MATERIEL 

1.1 - Présentation de la zone d'étude  

Le site de notre dispositif d’étude est situé dans le village de Sonkorong (Fig. 2) au sud 

du bassin arachidier sénégalais dans la région de Kaolack à 30 km à l'est de Nioro du Rip. Ce 

terroir appartient à la communauté rurale de Thyssé kaymor et c'est une des zones rurales les 

plus peuplées avec une densité de 70 habitants /km2. 

 

 

Figure 2: Situation du village de Sonkorong dans la région de Kaolack (carte du Sénégal) 

 
Le climat est de type sahélo-soudanien avec une courte période de saison pluvieuse (juin 

à octobre) et une longue période de saison sèche. Les précipitations annuelles varient entre 

600 à 700 mm et la température moyenne mensuelle est comprise entre 25 et 32°C (Manlay et 

Masse, 1994). Le régime de température est bimodal avec des maxima en Avril et Octobre.  

Les sols sont des sols ferrugineux tropicaux lessivés à texture sablo-limoneuse pauvres 

en argile (6 - 8%) en surface. Ces sols ont une teneur en carbone organique faible et ils sont 

peu profonds avec une cuirasse à 1 m environ (Diatta, 1994). On distingue 3 grandes unités 

géomorphopédologiques dans ce site (Bertrand, 1972): un plateau d'altitude moyenne (40 m), 

un glacis de raccordement terrasse-plateau et un fond alluvial. La strate arborée est dominée 

par Bombax costatum, Lannea acida, Cordyla pinnata. 
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Les parcelles cultivées sont surtout consacrées au mil et à l'arachide en rotation biennale 

(Masse et al., 1998). Ces cultures sont localisées sur les glacis et considérées comme des 

terres agricoles par excellence, malgré la carence en phosphore et potassium et une capacité 

de rétention en eau moyenne (Pate, 1999). A ces cultures, est associé un élevage sédentaire 

orienté vers l'élevage bovin (Masse et al., 1998). 

1.2 - Dispositif expérimental et échantillonnage 

Les études ont été réalisées sur des parcelles expérimentales (Fig. 3) mises en place par le 

programme jachère. La parcelle utilisée a été cultivée pendant 4 ans (en alternance mil et 

arachide avec des apports de fertilisants) et on y note la présence de nombreuses souches 

ligneuses. Elle a ensuite été mise en jachère après la campagne agricole de 1993 et protégée 

par une clôture pour empêcher les prélèvements de bois et de pâturage.  

La parcelle est divisée en quatre parties (Fig. 3): 

- une partie laissée en recru naturel ou jachère naturelle (JN),  

- une deuxième partie plantée par une herbacée pérenne Andropogon gayanus (JAg),  

- une troisième par une légumineuse Acacia holosericea (JAh)et sur 

- la dernière partie, les cultures en rotation mil et arachide sont maintenues (Cc). 

En 1998, les situations en jachère ont été défrichées et remises en culture. Ainsi toute la 

parcelle a été re-soumise à des cultures en alternance mil et arachide jusqu’en 2004. 

Les prélèvements de sol ont été réalisés dans l’horizon 0 - 10 cm à l’aide des cubes 

métalliques de 10 cm × 10 cm × 10 cm. Pour chaque situation, 4 répétitions de prélèvement de 

cube.  

Ces prélèvements ont eu lieu aux dates et dans les situations suivantes (Fig 3 et Tabl I): 

a) En 1998 au moment de la défriche, dans les situations de : 

- Jachère à Andropogon gayanus âgée de 4 ans: Ag4D 

- Jachère à Acacia holosericea agée de 4 ans : Ah4D 

- Le recru naturel noté jachère naturelle, agée de 4 ans : JN4D 

La comparaison des résultats obtenus permettra de tester   

(i)  l’effet de la mise en jachère  

(ii)  l’effet du type de végétation de la jachère. 

b) En 1998 après 3 mois de culture de mil, des prélèvements de sols ont été faits au 

moment de la récolte sur les mêmes situations. Ils sont notés Ag4R, Ah4R et JN4R.  
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planche 1 : Système de jachère manipulée sur le site de Sonkorong (photo : P.Cadet, 1996) 

 

 
 

planche 2 : Système de culture sur le site de Sonkorong (photo : P.Cadet, 1996) 
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c) En 2004, après des périodes de cultures pluviales de mil et arachide, les sols sont 

collectés et notés C6/Ag4, C6/Ah4, C6/JN4. Le sol maintenu en culture continue (CC) est 

aussi prélevé. La comparaison des résultats de ces situations permettra de mesurer : 

(i)  l’impact de la remise en culture, 

(ii)  l’impact du précédent jachère sur l’effet « remise en culture ». 

 

 

Figure 3 : Dispositif expérimental 
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Planche 3 : Photo d’Acacia holosericea 

 

 
Planche 4 : Photo d’Andropogon gayanus 

 
 
 

 



 

Tableau I : Liste des échantillons avec les situations étudiées 

 

 

A propos des jachères améliorées, deux espèces végétales ont été choisies : 

- Andropogon gayanus, (planche 4), graminée vivace, reconnue pour ces propriétés 

améliorantes (Bulgen et Dieng, 1997) des sols cultivés. De plus, elle peut générer jusqu’à 2,7 

tonnes de matière organique au sol chaque année (Bulgen et Dieng, 1997). 

- Acacia holosericea (planche 3), légumineuse à croissance rapide utilisée au Sénégal 

pour restaurer les sols et fertiliser les jachères. Elle a la capacité de fixer l’azote dans les sols. 

 

II - METHODES 
 
 

Pour chaque technique appliquée et pour chaque situation étudiée, nous avons utilisé trois 

répétitions d’échantillonnage. Nous avons procédé de la manière décrite par la figure 3. 

N° Situations 
Date 

échantillonnage 
Nomenclature Fraction 

1 1998 JN4D >2000 
2 

Jachère Naturelle Défriche  
  2-50 

3 1998 Ag4D >2000 
4 

Jachère  Andropogon gayanus Défriche  
  2-50 

5 1998 Ah4D >2000 
6 

Jachère Acacia holosericea Défriche  
  2-50 

7 1998  JN4R >2000 
8 

Remise en culture sur Jachère Naturelle 
Récolte    2-50 

9 1998  Ag4R >2000 
10 

Remise en culture sur Jachère 
Andropogon gayanus Récolte    2-50 

11 1998  Ah4R >2000 
12 

Remise en culture sur Jachère Acacia 
holosericea Récolte    2-50 

13 2004 C6/JN4 >2000 
14 

Remise en culture sur Jachère Naturelle  
  2-50 

15 2004 C6/Ag4 >2000 
16 

Remise en culture sur J. Andropogon 
gayanus    2-50 

17 2004 C6/Ah4 >2000 
18 

Remise en culture sur J. Acacia 
holosericea    2-50 

19 Culture continue 2004 CC 2-50 
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Figure 4 : Procédure d’étude  

 

 



2.1 - Minéralisation du carbone 

La minéralisation du carbone est basée sur la mesure du dégagement de CO2 par rapport 

au volume total d’air en fonction du temps. Les échantillons de sol total (cubes) sont pesés et 

humectés à 100% de leur capacité de rétention (12 g H2O / 100 g sol). Ils sont ensuite 

enfermés hermétiquement dans des flacons de 1100 ml munis de bouchons.  

Au temps T0, les flacons sont dégazés à l’air comprimé puis incubés à 28°C pendant 7 

jours. Le flux de CO2 est mesuré tous les jours par injection directe dans un chromatographe à 

phase gazeuse de type SRA (Analytical Instruments, MTI P200, Microsensor Technology 

Inc.), équipé d’un détecteur de conductibilité thermique TCD et d’une colonne Poraplot.  

Les flacons sont dégazés à l’air comprimé durant toute la manipulation.  

2.2 - Fractionnement physique du sol en classes d’habitats 

Après la période d’incubation et mesure du dégagement de CO2, les habitats microbiens 

sont isolés par fractionnement granulométrique (Fig. 4) (Chotte et al., 1994).  

Le sol est d’abord immergé dans de l’eau distillée (à 4°C) durant vingt quatre heures en 

chambre froide afin de séparer les structures les plus faiblement liés. Les racines et la fraction 

>2000 µm sont récupérées sur un tamis après dissection manuelle du sol et rinçage sous jet de 

pissette jusqu’à ce que l’eau qui s’écoule du tamis soit claire. La fraction 50 à 2000 µm est 

obtenue par tamisage. Les fractions de 2 à 50 µm et 0 à 2 µm sont séparés par centrifugation. 

Le culot constituant la fraction 2-50 µm est redispersé puis à nouveau centrifugé (6 min à 

90g) jusqu’à l’obtention d’un surnageant limpide (8 rinçages). La fraction 0-2 µm contenue 

dans les surnageants, est floculée par centrifugation (10 min à 2700g). Chaque fraction est 

récupérée dans un bécher préalablement taré et l’eau résiduelle est éliminée par succion 

capillaire avec du papier filtre. Les fractions débarrassées de l’eau libre sont conservées 

humides au froid (4°C). 

2.3 - Dosage du carbone total et azote total 

Les taux de carbone et d’azote sont mesurés au laboratoire LAMA (Laboratoire des 

Moyens Analytiques) de l’IRD/Bel-Air 

Les dosages sont effectués par oxydation catalytique à l’aide d’un analyseur élémentaire 

CHN EA1112 Thermofinnigan Series. 

Les échantillons de sol (60 mg) sont mis à l’étuve (environ 105°C) une nuit avant 

l’analyse, pour y être séchés. Puis on les laisse refroidir 1 heure dans le dessicateur. Ensuite
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Figure 5 : Schéma du protocole de fractionnement granulométrique 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 

 

 



on les analyse grâce à l’appareil CHN où l’élimination des matières organiques est assurée par 

un brûleur et des nacelles en étain à une température de 1800°C. Cette combustion permet 

d’obtenir du carbone et de l’azote. Ces deux composés passent successivement dans le 

catalyseur d’oxydation (900°C) et la colonne de réduction (750°C). Le carbone est alors 

transformé en gaz carbonique et l’azote en monoxyde d’azote. Ils sont ensuite séparés dans 

une colonne de chromatographie en phase gazeuse utilisant l’hélium et équipé de deux 

détecteurs. Les quantités de carbone et d’azote sont obtenues grâce au logiciel EAGER 300 

for EA 1112. 

2.4 - Dosage de l’activité potentielle de dénitrification 

L’activité potentielle de dénitrification est mesurée selon la méthode développée par 

Lensi et al. (1995). Les échantillons de sol sec sont mis à incuber en présence d’une solution 

qui permet l’activité métabolique des bactéries. Cette solution contient du glucose (100 µg de 

C-glucose par g de sol), de l’acide glutamique (100 µg de C-acide glutamique par g de sol), 

de nitrate de potassium (100 µg de N-nitrate de potassium par g de sol) et de chloramphénicol 

(2.5 mg par g de sol). 

Le nitrate (NO3) est transformé en oxyde nitreux (N2O) par les bactéries dénitrifiantes. 

L’oxyde nitreux réductase de ces dernières est inhibée pour bloquer la formation de N2 et le 

N2O ainsi formé est mesuré. L’atmosphère d’incubation est donc remplacée par un mélange 

d’hélium (anaérobiose) et d’acétylène (pour le blocage de l’enzyme oxyde nitreux réductase). 

Ainsi 10 g d’échantillon de sol sec, tamisé à 2 mm est introduit dans un flacon de 25 ml 

fermé hermétiquement. Le vide est réalisé dans chaque flacon puis on fait barboter de 

l’hélium pendant 30 secondes. A l’aide de seringues, 10% de l’hélium du volume du flacon 

sont prélevés et remplacés par le même volume en acétylène. Il est ensuite ajouté 3 ml de la 

solution après avoir retiré 3 ml du mélange de gaz (hélium-acétylène). 

L’ajout de la solution constitue le temps T0 de l’activité dénitrifiante. Les flacons sont 

ensuite incubés à 28°C et les mesures d’activité effectuées au bout de 24 h grâce au même 

chromatographe à phase gazeuse. 

2.5 - Analyse moléculaire des communautés microbiennes 

2.5.1. - Extraction de l’ADN du sol  

L’ADN est extrait par une méthode de lyse physique décrite par Porteous et al., (1997) 

avec quelques modifications (Annexe 1). Un échantillon de 0,5 g de sol broyé et tamisé à 0,2 

 23 



 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 

 

 
Figure 6 : Principe de la PCR 
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µm est mis en présence de billes de zirconium stériles et 1ml de tampon de lyse (NaCl 0,25 M 

et EDTA 0,1M pH 8) filtré et stérilisé. La dispersion physique des cellules est assurée par une 

agitation au moyen d’un appareil le “beadbetter“. L’ADN est extrait par du chloroforme et 

successivement précipité par du polyéthylène glycol 40% et de l’isopropanol. Il est ensuite 

lavé à l’éthanol et conservé dans du TE 1X (Annexe 1). L’ADN brut obtenu à la fin de 

l’extraction est purifié à l’aide du Kit de purification WizardR DNA Clean-Up 

System (Promega, USA). L’ADN est ensuite quantifié sur gel d’agarose à l’aide des gammes 

étalons (Annexe 1) puis il est conservé à –20°C. 

L’ADN extrait a servi aux études portant sur :  

1 - la structure des communautés bactériennes totales dans le sol en évaluant la 

variabilité des séquences d’une partie plus ou moins conservée du génome présente chez 

toutes les bactéries (région V3 de l’ADNr 16S).  

2 - la diversité des communautés fonctionnelles dénitrifiantes en ciblant le gène 

fonctionnel narG.  

2.5.2. - Etude de la structure des communautés bactériennes totales 

La structure des communautés bactériennes totales a été étudiée par la méthode PCR – 

DGGE (Polymerase Chain Reaction - Denaturing Gradient Gel Electrophoresis).  

La PCR-DGGE permet de séparer, par électrophorèse en conditions dénaturantes, des 

fragments d’ADN amplifiés de même longueur mais de séquences différentes. Ainsi, en 

amplifiant par PCR un échantillon environnemental où plusieurs espèces différentes sont 

présentes et en le soumettant à la DGGE, nous obtenons un profil électrophorétique.  

 

2.5.2.1. - La PCR 

La PCR (Mullis et Faloona, 1987) consiste en une amplification enzymatique in vitro 

d’un segment d’ADN à l’aide d’amorces oligonucléotidiques qui sont complémentaires des 

séquences en 5’ et 3’ du segment à amplifier. Ce segment d’ADN est recopié en plusieurs 

millions d’exemplaires par une série de réactions successives (figure 6). 

La réaction d’amplification  

Le mélange réactionnel de 25 µl contient 10 ng d’ADN, la Taq Polymérase Ready -To- 

Go (Amersham-Bioscienes, France) (Annexe 2) et 1µM de chaque oligonucléotide ou 

amorce. Les oligonucléotides utilisées EUB338f (5’-ACTCCTACGGGAGGCAGCAG-3’) 

muni d'un GC « clamp » (Muyzer et al., 1993) et UNIV518r (5’-ATTACCGCGGCTGCTGG-

3’) (Ovreas, 1997) permettent de cibler la région variable V3 de l'ADNr 16S. 
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La réaction d’amplification réalisée sur le thermocycleur GeneAmp PCR System 9700 

(Applied Biosystems) consiste en une « touchdown PCR » qui débute par un premier cycle de 

dénaturation de l’ADN pendant 5 min à 94°C. Suivent ensuite 20 cycles comprenant : 

- 30 sec à 94°C (dénaturation de l’ADN) 

- 30 sec de 65°C à 55°C (touchdown : la température d’appariement diminue de 

0.5°C à chaque cycle jusqu’à atteindre 55°C) 

- 1 min à 72°C (élongation de l’ADN) 

Puis viennent enfin 10 cycles additionnels composés de : 

- 30 sec à 94°C 

- 30 sec à 55°C  

- 1 min à 72°C 

La PCR se termine par un dernier cycle d’élongation de 10 min à 72°C. Les fragments 

d’ADN amplifiés sont contrôlés sur un gel d’agarose à 1%. Ils migrent parallèlement à un 

marqueur de taille (annexe 5).A la fin de la migration le gel est coloré au bromure d’éthidium 

(1mg.l-1) (annexe 2) puis photographié sous lampe UV.  

 

2.5.2.2. - La DGGE (Denaturing Gradient Gel Electrophoresis) 

Les fragments amplifiés sont séparés sur un gel à 8% d’acrylamide/bis-acrylamide 

(37,5 :1) contenant un gradient dénaturant de 45 à 70% (Annexe 2). La migration est effectuée 

dans un tampon TAE 1X (Annexe 2) à 60°C pendant 17 h. Le gel est ensuite coloré au 

bromure d’éthidium (1mg.l-1) pendant 30 minutes, rincé à l’eau déminéralisée pendant 10 

minutes et enfin photographié sous table UV (Ets Vilber Lourmat). 

2.5.3. - Etude de la diversité des communautés fonctionnelles dénitrifiantes 

L’étude de la communauté dénitrifiante a été réalisée en ciblant le gène narG (gène de la 

nitrate réductase) qui est impliqué dans la réaction de transformation du NO3- en NO2-. Nous 

avons développé une approche moléculaire basée sur la construction de banque de clones du 

gène narG pour étudier la diversité des communautés bactériennes fonctionnelles au sein de 

nos échantillons. Cette construction de banques se déroule en plusieurs étapes :  

5.3.1. - Amplification du gène narG  

Le gène narG a été amplifié à l’aide du couple d’amorces dégénérées narG1960f (5’-

TAC/TGTC/GGGC/GCAA/GGAA/GAA-3’) et narG2650r (5’ –TTC/TTCA/GTACCAC/G/ 

TGTC/G/TGC-3’) (Philippot et al., 2002). Le mélange réactionnel d’amplification (25 µl) 
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Figure 7 : Les différentes étapes du clonage moléculaire 

 

 

 



contient 2 µM de chaque amorce, 2.5 unités de Taq polymérase (Taq Ready-To-Go, 

Amersham Biosciences), et 10 ng d’ADN du sol. 

La réaction d’amplification réalisée sur le thermocycleur GeneAmp PCR System 9700 

(Applied Biosystems) consiste aussi en une « touchdown PCR » qui débute par un premier 

cycle de dénaturation de l’ADN (5 min à 94°C). Suivent ensuite 8 premiers cycles constitués 

de : 

- 30 sec à 94°C (dénaturation de l’ADN) 

- 45 sec de 59°C à 55°C ( hybridation des amorces)  

- 1 min à 72°C (élongation de l’ADN) 

Puis viennent 33 cycles additionnels composés de : 

- 30 sec à 94°C 

- 45 sec à 55°C  

- 1 min à 72°C 

La PCR se termine par un dernier cycle d’élongation de 10 min à 72°C.  

Les fragments d’ADN amplifiés sont contrôlés sur un gel d’agarose à 1% coloré au 

bromure d’éthidium (1mg.l-1) puis photographié sous lampe UV. 

Le gène narG étant amplifié avec des amorces dégénérées, des fragments non spécifiques 

sont également amplifiés d’où la nécessité d’isoler et de purifier le fragment d’intérêt narG 

qui fait 650 paires de bases. 

5.3.2. - Purification du fragment narG 
Après séparation des amplifiats par électrophorèse sur gel d’agarose à 2%, le fragment 

narG de 650 pb est découpé et purifié avec le kit de purification QIAquick (Qiagen, France) 

(Protocole de purification en annexe 3).  

5.3.3. - Construction de banques de clones du gène narG 
L’identification des différentes communautés bactériennes dénitrifiantes présentes dans 

les échantillons des habitats 2-50 µm est obtenue à travers le criblage par PCR-RFLP 

(Restriction Fragment Length Polymorphism) de banques de clones (principe du clonage en 

figure 7) du gène narG. 

 

a - La Ligation 

Les produits PCR purifiés sont ligués dans le vecteur plasmidique pGEM-T Easy 

(Promega, USA) (annexe 5). Le mélange réactionnel de 10 µl contient : 

o 5 µl de tampon 2X 
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o 3U/µl de T4 DNA ligase 

o 1µl de vecteur pGEM-T  

o 3µl d’ADN 

Le mélange réactionnel est incubé une nuit à 4°C. 

b - La Transformation 

Des cellules compétentes d’Escherichia coli DH5α sont transformées avec 3µl de 

produits de ligation puis incubées 30 minutes dans la glace. Un choc thermique à 42°C 

pendant 45 secondes suivi d’un refroidissement de 5 min sur de la glace permet d’introduire le 

vecteur recombinant dans les cellules. Les cellules transformées sont reprises dans 900 µl de 

milieu SOC (composition en annexe 4) puis incubées pendant 1h 30 min dans une étuve à 

37°c sous agitation (170 rpm). Les cellules sont étalées sur boites de pétri contenant le milieu 

solide LB–Agar (Annexe 4), de l’ampicilline (100 µg/ml), 10 µl d’IPTG (24 mg/ml H2O), 40 

µl d’X-Gal (20 mg/ml diméthyl formamide)(Annexe 2). Après une nuit d’incubation à 37°C, 

les colonies blanches (clones recombinants, ayant un insert du gène narG) sont sélectionnées 

alors que les clones non recombinants (colonies bleues) sont éliminées. 

A l’aide d’un cure dent stérile, les colonies blanches sont repiquées sur boîtes de pétri 

(contenant LB-ampicilline/X-Gal/IPTG) quadrillées et numérotées.  

La sélection des différents types de familles narG s’est faite par PCR suivie de RFLP sur 

des colonies blanches. 

c - Sélection des différents types de familles narG (Criblage des 

banques)  

La sélection des différents types de familles narG est faite par PCR suivie d’une 

digestion enzymatique (RFLP).  

Les inserts des clones recombinants sont amplifiés à l’aide des amorces universelles 

plasmidique T7 (5’-AATAGGACTTATAG-3’) et SP6 (5’-GATTTAGGTGACACTATA-3’). 

Le mélange réactionnel de 25 µl contient : 

o 2,5 µl tampon 10X de la Taq (Qbiogene) 

o 2.5 mM dNTP 

o 10 µM amorce SP6,  

o 10 µM amorce T7  

o 1,5 U Taq polymérase (Qbiogene) 

o cellules recombinantes 
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La PCR est réalisée par 30 cycles d’amplification après une dénaturation de l’ADN à 

94°C pendant 5 min. Chaque cycle est constitué de : 

o 45 sec à 94°C  

o 45 sec à55°C  

o 1 min à 72°C  

Un cycle d’élongation de 7 min à 72°C termine la PCR. 

Les amplifiats sont séparés par électrophorèse sur gel d’agarose à 2%. Les clones qui 

présentent la taille de fragment attendue (750 pb : taille du fragment +100 nucléotides situés 

autour des amorces T7/SP6) sont retenus pour déterminer les différents types phylogénétiques 

(phylotypes) au sein de chaque banque de clones. 

 

5.3.4. - Détermination des types phylogénétiques 

La détermination des différents types phylogénétiques dans chaque banque se fait par la 

technique RFLP. Les amplifiats (5µl) sont digérés par l’enzyme de restriction AluI (1,25 U) 

dans un mélange réactionnel (10 µl) contenant 1µl de tampon 10X avec de la BSA 

(10mg/ml). 

Le mélange est incubé 3h à 37°C et les produits de digestion sont séparés par 

électrophorèse sur gel agarose à 2.5%.  

L’analyse comparative des profils électrophorétiques a été effectuée à l’aide du logiciel 

BIOPROFIL-BIOGENE version 99 (Ets Vilber Lourmat). Elle permet de différencier les 

différentes familles de gène narG présentes dans les sols.  

2.6. - Analyses statistiques 

Nous avons utilisé les méthodes de comparaison de moyenne (Test de Fisher ; p < 0.05) 

et d’analyse de variance superANOVA (Version 1.01) pour estimer la variation des paramètres 

physico-chimiques étudiés dans les différentes situations. 

Pour estimer la diversité des phylotypes (narG) dans les différents sols, des analyses 

statistiques de raréfaction ont été faites. Les calculs de raréfaction ont été effectués à l’aide du 

logiciel Analytic Rarefaction (version 2.1, University of Georgia).  

Ensuite les indices de diversité de Shannon (H) et de Simpson (D) ont été calculés pour 

chaque échantillon. 

L’indice de Shannon est un indice de richesse et il est donné par l’équation :  

H= -Σpi*lnpi avec pi = ni/N 

Plus il y' a d’espèce dans l’échantillon plus l’indice est élevé. 
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L’indice de Simpson est déterminée par l’équation suivante : 

D = ∑Pi2 

avec Pi = ni/N, ni étant égal au nombre de clones dans une famille RFLP et N étant le 

nombre total de clones de la répétition (Simpson, 1949). Cet indice indique la probabilité 

qu’ont deux clones pris au hasard dans l’échantillon d’appartenir à la même famille. Son 

inverse 1/D permet d’estimer le nombre de familles dominantes dans les échantillons. 
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1. - MINERALISATION DU CARBONE 

 

Figure 8 : Quantité de CO2 libéré en µg CO2-C/g sol au bout de 7 jours d’incubation par les différentes 
situations. Les valeurs sont les moyennes des répétitions. Les barres qui portent les mêmes lettres ne sont pas 
significativement différentes (P< 0.05) 

La figure 8 montre les quantités totales de CO2-C dégagé par les échantillons des 

différentes situations. 

A la fin de la période d’incubation les quantités de CO2 enregistrées sur les sols de 

jachère naturelle et à Andropogon gayanus défrichés sont similaires (respectivement 34,9 

µg/g et 38,92 µg/g de sol). Elles sont significativement plus élevées que celle obtenue sur la 

jachère à Acacia holosericea qui est de 18,85 µg/g de sol. On observe une augmentation non 

significative des quantités de CO2 dégagé sur les JN4R et Ag4R après la première récolte. La 

première remise en culture n’a pas eu d’effet sur cette minéralisation du carbone. Le 

dégagement de CO2 sur Ah4R n’a pas été déterminé.  

Pour les échantillons de sol soumis à la culture depuis 6 ans il est noté des valeurs plus 

faibles comparées aux sols de jachère et de première récolte. Mais aucune différence 

significative n’est observée entre les quantités totales de CO2 produites par les sols cultivés 

depuis 6 ans mais aussi entre ces derniers et le sol de culture continue. Les résultats montrent 

que la durée des cultures réduit la minéralisation du carbone et par conséquent l’activité 

microbienne dans les sols quel que soit l’antécédent jachère. 
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2. - DISTRIBUTION PONDERALE DES FRACTIONS GRANULOMETRIQUES 

La figure 9 montre la distribution pondérale des fractions isolées des différentes 

situations de sol étudiées. 
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Figure 9 : Distribution pondérale des fractions granulométriques des différentes situations 

 

La fraction 50-2000 µm est la plus abondante dans toutes les situations. Elle représente 

54 % du poids du sol total pour les situations JN4D et Ag4D et 61 % pour Ah4D. Ces 

pourcentages croient avec les cultures. Les résidus végétaux (RV) isolés des différents 

échantillons sont très peu abondants (< 1% du poids du sol total). La fraction >2000µm 

représente respectivement 19,22 %, 20,82 % et 13,80 % pour les situations de jachère JN4D, 

Ag4D, Ah4D. La remise en culture affecte la fraction >2000 µm. En effet leur abondance 

diminue entre la défriche et les cultures suivantes. Cette variation devient très significative au 

bout de 6 ans et cette fraction disparaît sur le sol de culture continue. Quant aux fractions 2-50 

µm et 0-2 µm elles varient entre les différentes situations mais de manière non significative. 

Il est important de souligner qu’il n’existe aucun gravier de taille > 2000 µm dans le sol 

ferrugineux étudié. La fraction > 2000 µm est donc constituée de particules organiques et 

minérales de taille inférieure agrégées. 
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Tableau I : concentrations de carbone et d’azote en mg/g de sol obtenues sur les différentes situations 

 
   N mg/g sol    C mg/g sol   
situations >2000 2-50 sol total >2000 2-50 sol total 
JN4D 0,37 a b c 0,86 b c 0,44 a b c 5,45 a b 12,82 a b 5,68 a 
Ag4D 0,46 b c 0,63 a b 0,37 a b  6,78 a b 9,89 a b 5,48 a 
Ah4D 0,35 a b 0,87 b c 0,39 a b 5,77 a b 13,73 a b 5,84 a 
JN4R 0,47 c d 0,75 a b c 0,57 b c 6,89 a b 11,15 a b 5,68 a b 
Ag4R 0,41 a b c d 0,78 a b c 0,41 a b  6,23 a b 11,68 a b 5,56 a 
Ah4R 0,3 a  0,35 a 0,33 a 5,77 a b 6,94 a b 6,41 a b 
C6/JN4 0,49 d 0,35 a b c 0,64 c 7,31 b 11,66 a b 9,28 b 
C6/Ag4 0,35 a b 0,35 a b  0,34 a  5,66 a b 8,32 a 5,12 a 
C6/Ah4 0,39 a b c d 0,35 a b c 0,38 a b 5,42 a 12,41 a b 5,52 a 
Cc    0,35 c 0,52 a b c   16,57 b 7,05 a 

 

Tableau II : Valeurs C/N obtenues sur les différents situations 
 

    C/N   
situations >2000 2-50 sol total 
JN4D 14,75 14,91 12,73 
Ag4D 14,74 15,53 14,82 
Ah4D 16,50 15,79 14,86 
JN4R 14,56 14,87 9,92 
Ag4R 15,07 14,91 13,46 
Ah4R 19,23 19,83 19,42 
C6/JN4 14,72 15,02 14,44 
C6/Ag4 15,89 15,81 14,79 
C6/Ah4 13,91 15,65 14,41 
Cc    14,63 13,39 
 

 

 

 



 

3. - DOSAGE CARBONE TOTAL ET AZOTE TOTAL 

Les figures 10 et 11 montrent les teneurs en carbone et azote dosées sur les habitats 

>2000 µm et 2-50 µm des différentes situations de sol. 
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Figure 10 : Variations des concentrations de carbone total des fractions >2000 µm et 2-50 µm des 
différentes situations. * indique une différence significative entre fractions de même situation. 
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Figure 11 : Variations des concentrations d’azote total des fractions >2000 µm et 2-50 µm des 

différentes situations. * indique une différence significative entre fractions de même situation 

  

Les teneurs en carbone et en azote sont plus élevées au niveau des fractions 2-50 µm. 

Cette variation n’est cependant significative que pour les situations JN4D, Ah4D et C6/Ah4. 
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La jachère à Andropogon gayanus enregistre les plus faibles valeurs de carbone et azote pour 

les situations de jachère. On remarque que la fraction 2-50 µm de la culture continue 

enregistre la quantité la plus élevée de carbone et d’azote. Pour une même fraction les valeurs 

de carbone et d’azote enregistrées sur les diverses situations ne sont pas significativement 

différentes. Les valeurs C/N ne varient pas de manière significative dans les différentes 

parcelles (Tableau II et III). 

 

4. - ACTIVITE POTENTIELLE DES BACTERIES DENITRIFIANTES 

La figure 12 montrent les résultats de l’activité potentielle de dénitrification dans les 

habitats >2000 µm et 2-50 µm des différents sols. 
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Figure 12 : Activité (ng N-N2O/g sol sec) potentielle de dénitrification au seins des fractions >2000 µm et 
2-50 µm des différentes situations. * indique une différence significative entre fractions de même situation 

 

Les résultats révèlent que pour les trois types de jachère la Ah4D enregistre la plus faible 

activité. L’activité dénitrifiante est plus importante au niveau de la fraction fine 2-50µm 

comparée à la fraction grossière >2000µm pour toutes les situations exceptée la C6/JN4 où la 

différence n’est pas significative. La remise en culture a un effet sur l’activité dénitrifiante. 

Les valeurs enregistrées au niveau des agrégats des sols cultivés sont plus élevées que celles 

des sols de jachère. L’activité dénitrifiante sur la Ah4R n’est pas déterminée. 
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5. - ETUDE DE LA STRUCTURE DES COMMUNAUTES  
BACTERIENNES TOTALES 

 

L’amplification de la région V3 de l’ADNr 16S a donné des amplifiats de 200 paires de 

bases utilisés pour la DGGE (Fig. 13).  

La Figure 13 présente les profils DGGE représentatifs de la diversité des fragments 

d’ADN amplifiés. Ces profils DGGE indiquent la structure des communautés bactériennes 

totales dans les habitats >2000 µm et 2-50 µm différentes situations de sol étudiées.  

 

 

Figure 13 : Profils DGGE de l’amplifiat d’une partie du gène 16S rDNA de la communauté bactérienne 
totale de 2 types d’agrégats d’un sol soumis à différentes pratiques culturales. 1 : JN4D> 2000 µm ; 2 : JN4D, 2 
– 50µm; 3 : Ag4D > 2000 ; 4 : Ag4D, 2 – 50µm; 5 : Ah4D > 2000 µm ; 6 : Ah4D, 2 – 50µm ; 7 : JN4R >2000 ; 
8 : JN4R, 2 – 50µm ; 9 : Ag4R, >2000µm ; 10 : Ag4R, 2 – 50µm ; 11 : Ah4R > 2000µm ; 12 : Ah4R, 2 – 
50µm ; 13 : C6/JN4 >2000µm; 14 : C6/JN4, 2 – 50µm ; 15 : C6/Ag4 > 2000 ; 16 : C6/Ag4, 2 – 50µm ; 17 : 
C6/Ah4 > 2000µm ; 18 : C6/Ah4, 2 – 50µm ; 19 : CC, 2 – 50µm. M : marqueur. 

 

L’analyse de la PCR-DGGE a mis en évidence un fragment d’ADN (Fig 13, bande A) 

présent uniquement dans les agrégats 2-50 µm montrant ainsi la spécificité des certaines 

communautés bactériennes dans cet habitat microbien. 

Ces profils DGGE montrent également de nombreux fragments communs à tous les sols 

(Fig 13, bande B). Ce résultat indique qu’il existe néanmoins des communautés bactériennes 

stables c’est à dire présentes dans les sols quels que soient l’agrégat et le type de pratiques 

culturales (bande B). 

A 

B 
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Les résultats indiquent aussi que la PCR-DGGE du 16S rDNA sur ces sols a généré des 

profils complexes reflétant des changements dans la structure des communautés bactériennes 

sous les différentes situations de sol.  

En effet, l’analyse des profils DGGE a montré que : 

- dans les situations de jachère : 

les sols de jachères Naturelle (JN4D) et d’Acacia holosericea (Ah4D), présentent une 

diversité des communautés bactériennes totales plus élevée dans les agrégats 2-50 µm (en 

terme de nombre de bandes DGGE) que dans les agrégats > 2000 µm (Fig 13). Alors que dans 

le sol de jachère à Andropogon gayanus (Ag4D), c’est dans les agrégats > 2000 µm que cette 

diversité des communautés bactériennes totales est la plus élevée.  

- dans les situations de la 1ère Remise en Culture : 

les agrégats 2-50 µm de tous les sols révèlent une plus grande diversité des communautés 

bactériennes totales par rapport aux agrégats > 2000 µm. 

- dans les situations de 6 ans de culture : 

ce sont les agrégats 2-50 µm (comparés aux agrégats >2000 µm) des sols ayant connu les 

jachères Naturelle (C6/JN4) et d’Andropogon gayanus (C6/Ag4) qui présentent une diversité 

plus élevée comparés aux >2000 µm des communautés bactériennes totales (en terme de 

nombre de bandes DGGE), contrairement au sol de jachère à Acacia holosericea (C6/Ah4), 

dans laquelle la diversité bactérienne est plus élevée dans la fraction de sol > 2000 µm. 

Il ressort de cette analyse des profils DGGE que l’évolution de la diversité des 

communautés bactériennes n’est pas identique dans les différentes fractions de sol suivant le 

mode de gestion du sol. 

En effet, une analyse de l’impact du précédent jachère sur l’effet “ remise en culture“ 

montre que : 

- dans les situations de jachère Naturelle : 

les remises en culture ont fait augmenter la diversité des communautés bactériennes 

(diversité C6/JN4 > JN4R > JN4D) dans les fractions > 2000 µm des sols contrairement aux 

fractions 2-50 µm dans lesquelles cette diversité a été réduite. 

- dans les situations de jachère à Andropogon gayanus : 

les remises en culture ont provoqué une augmentation de la diversité des communautés 

bactériennes totales (diversité C6/JN4 > JN4R > JN4D) dans les fractions 2-50 µm. Cette 

diversité qui était élevée dans les fractions >2000 µm sous la jachère (Ag4D) a été 

considérablement réduite par les remises en culture.  

- dans les situations de jachère à Acacia holosericea : 
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la diversité des communautés bactériennes dans les 2 fractions (> 2000 et 2-50 µm) est 

restée assez élevée aussi bien dans la jachère qu’à la 1ère remise en culture. Les résultats ont 

ensuite montré que les 6 années de cultures ont considérablement réduit cette diversité des 

bactéries de ces sols. 

Quant au sol de la culture continue Cc, la structure des communautés est similaire à celle 

identifiée dans les fractions 2-50 µm des sols C6/JN4, C6/Ag4, C6/Ah4. 

 

6. - DIVERSITE DES COMMUNAUTES FONCTIONNELLES NARG  
 

6.1. - L’amplification du gène fonctionnel narG  

La figure 14 montre les résultats de l’amplification du gène narG d’une taille d’environ 

650 pb après purification. Tous les échantillons (habitats >2000 µm et 2-50 µm) ont donné 

des amplifiats de cette taille montrant la présence de communautés bactériennes dénitrifiantes 

dans les sols des différents agrosystèmes étudiés. 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 14 : Amplification PCR du gène narG des communautés dénitrifiantes présentes dans les deux 
types d’agrégats (>2000 µm et 2-50 µm) des différents agrosystèmes étudiés. M : marqueur LEON. 

 

6.2. - Diversité des communautés dénitrifiantes narG associées à 

l’habitat 2-50 µm 

Pour chacun des dix sols étudiés, environ 100 clones (995 clones au total) ont été 

caractérisés par RFLP.  

 

 

 

650 pb 
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6.2.1. - Caractérisation des profils RFLP 

 Le criblage des banques de clones a permis l’identification de 135 profils de restriction 

ou phylotypes ou familles RFLP. La figure 15 et le tableau II présentent respectivement un 

exemple de profils de restriction et le nombre de phylotypes obtenus dans chaque situation de 

sol (agrosystème). 

 

 

Figure 15 : Gel agarose montrant différents profils RFLP (Types RFLP, Phylotypes) obtenus par 
digestion Alu I du gène narG chez les bactéries dénitrifiantes. Il s’agit ici des types RFLP obtenus sur 36 clones 
“narG“ de l’agrégat 2-50 µm du sol Ah4R. Marqueur : VIII. 

 
Tableau IIIV : Nombre de familles RFLP ou phylotypes obtenus dans les différents agrosystèmes. 

 
Situations de sol Nombre de familles RFLP 

JN4D 25 
Ag4D 40 
Ah4D 31 
JN4R 34 
Ag4R 42 
Ah4R 37 

C6/JN4 40 
C6/Ag4 40 
C6/Ah4 56 

Cc 41 

M 19 20  21 22 23 24  25  26 27 28 29 30  31  32 33 34 35 36  M 

M  1   2    3   4   5    6   7    8  9  10  11  12 13 14 15 16 17  18  M 
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6.2.2. Distribution des phylotypes 

Les figures 16, 17 et 18 montrent la distribution des phylotypes narG dans les habitats 

2-50 µm des différents agrosystèmes. 
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Figure 16 : Histogramme de la distibution des profils narG sur sols de jachère 
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Figure 17 : Histogramme de la distribution des profils narG sur sols de jachère 1ère récolte 
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6 ans de culture
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Figure 18 : Histogramme de la distribution des profils narG sur sols cultivés depuis 6 ans 

 

L’analyse des résultats montre que 95 % des phylotypes sont représentés par plus de 2 

clones et 5% par 1 seul clone.  

L’analyse des résultats du criblage des banques a montré que :  

- les sols de jachère sont dominés par les phylotypes 5, 10, 38 et 99 pour JN4D (45,5 

%), 11, 23, 62 et 114 pour Ag4D (32,6%) et 12, 28, 34 et 66 pour Ah4D (43 % des clones). 

- dès la première récolte, le sol JNR (antécédent cultural = Jachère naturelle) présente 

des phylotypes dominants 13, 17, et 32 regroupant 32% des clones alors que le sol AgR 

(antécédent cultural = jachère Andropogon gayanus) est dominé par les phylotypes 23, 38, 45 

et 83 (38% des clones). Quant au sol AhR (antécédent cultural = jachère Acacia holosericeae) 

seuls les phylotypes dominants 6, 87 et 127 représentant 45 % des clones analysés ont été mis 

en évidence.  

 - à la fin des 6 années de culture, d’autres phylotypes dominants sont apparus dans les 

différentes situations de sol : Il s’agit des phylotypes 1, 11 et 13 (48 %) dans le sol C6/JN4, 

des phylotypes 1, 10, 13 et 35 (36 %) dans le sol C6/Ag4, puis enfin un seul phylotype 

dominant 10 (9%) dans le sol C6/Ah4.  

 - Sur la situation de culture continue, seuls 2 phylotypes dominants 1 et 83 (20 %) ont 

été notés.  

Il ressort également de ces analyses que plusieurs phylotypes ne sont présents que dans 

une seule banque. 

Pour estimer la diversité du gène narG au sein de chaque banque de clones construite, des 

analyses statistiques ont été faites. 
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6.2.3. - Analyse de raréfaction  

La figure 19 montre les résultats de l’évolution des courbes de raréfaction permettant 

d’estimer la diversité des clones narG dans les banques. Toutes les courbes tendent vers un 

plateau asymptotique c’est -à -dire la saturation de clones échantillonnés dans les banques 

exceptée celle représentant la banque de sol C6/Ah4.  

Le fait que le criblage des clones du sol C6/Ah4 n’ayant pas permis d’atteindre le plateau 

asymptotique (Fig.19) indique la forte diversité des communautés dénitrifiantes narG dans 

cette banque. Ce résultat est en concordance avec le grand nombre de phylotypes mis en 

évidence dans ce sol.  
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Figure 19 : Courbes de raréfaction 
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6.2.4. - Indice de diversité 

Le tableau III montre les valeurs des indices de diversité Shannon-Weaver et Simpson 

obtenus.  

Tableau V : Indices de diversité  

 
Type d’agrosystèmes Shannon’s Index H Simpson D 1/D 

JN4D 2.64 0.077 12.98 

Ag4D 3.4 0.046 21.7 

Ah4D 3 0.065 15.38 

JN4R 3 0.066 15.15 

Ag4R 3.4 0.044 22.72 

Ah4R 3 0.097 10.3 

C6/JN4 3 0.09 11.11 

C6/Ag4 3.3 0.05 20 

C6/Ah4 3.8 0.028 35.71 

Cc 3.5 0.044 22.72 

 

Les résultats du tableau III indiquent que le sol de C6/Ah4 (H = 3.8, D = 35.71) présente 

une diversité plus élevée en communautés dénitrifiantes (narG) que les autres situations de 

sol. En effet, cette banque de clones C6/Ah4 présente les indices de Shannon-Wiener et de 

Simpson les plus élevés (H = 3.8, D = 35.71). Ce résultat confirme les données de la courbe 

de raréfaction. 
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CHAPITRE IV 

DISCUSSION 
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L’utilisation agricole du sol, organisée en systèmes de culture, entraîne des modifications 

de ses propriétés physiques et chimiques et influence le développement des organismes 

présents dans le sol (microorganismes, faune). Ainsi la jachère est d’abord un processus actif 

de restauration suite aux perturbations induites par la mise en culture des sols. 

1. - Effets des pratiques culturales sur l’agrégation 

La culture en continue de plantes peut conduire à une dégradation des propriétés 

physiques du sol (Hart et al, 1988). Ainsi, la quantité de macro-agrégats stables à l’eau est 

plus faible sous culture continue que sous des prairies de graminées ou de légumineuses 

(Baldock et Kay, 1987 ; Angers et Mehuys, 1988). Nos résultats montrent que la remise en 

culture entraîne une réduction considérable des agrégats >2000 µm dont Acacia holosericea 

constitue la plantation la moins favorable à sa formation. Il n’existe aucun gravier de cette 

taille sur le sol étudié. Par conséquent cet habitat est constitué de particules minérales et 

organiques agrégées de taille inférieure. La quantité d’agrégats stables à l’eau est plus élevée 

pour les sols de jachère que pour les sols cultivés, ce qui confirme l’effet délétère de la culture 

continue sur la structure, et en particulier sur la macro-agrégation. Ainsi ces macro-agrégats 

sont moins stables que les autres face à des contraintes telles que la sécheresse, les pluies, les 

cycles de dessication/réhydratation, ou les cultures (Oades, 1992 ; Beare et al., 1994). Ceci est 

dû à la nature des liaisons impliquées dans la structuration et la stabilisation de ces macro-

agégats (Beare et al., 1994). La fraction >2000 µm représente donc un habitat instable pour 

les microorganismes. Sa déstructuration s’accompagne d’une réduction des activités 

microbiennes et d’une modification de la diversité (Ndour, 2003). De la taille des limons 

l’habitat 2-50 µm semble représenter un site privilégié pour les microorganismes. Il a la 

particularité de concentrer plus de la moitié des bactéries cellulolytiques du sol (Chastrusse, 

1998) et renferme des composés organiques stables à faible turn-over (Elliot, 1986 ; Oades, 

1988). 

2. - Effets des pratiques culturales sur la matière organique 

Les modifications de l’état d’agrégation du sol suite à différentes pratiques ou séquences 

culturales ne sont cependant pas toujours associées à des changements de la teneur en matière 

organique totale du sol (Baldock et Kay, 1987). La matière organique d’un sol est constituée 

1) des résidus de plantes et d’animaux à différents stades de décomposition, en proportions 

variables, 2) des cellules et des tissus d’organismes vivant dans le sol et 3) des composés 

sécrétés par ces organismes. Si, par une intervention extérieure la quantité ou la qualité des 
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intrants (résidus) est modifiée, l’activité microbienne du sol est affectée, et par la même, les 

cinétiques de minéralisation de la matière organique (Linden et al. 1992; Gunapala et al., 

1998). Ceci, finalement, a une répercussion sur les quantités de carbone et d’azote organiques 

(Ladd et al., 1985; Powers, 1989). Il existe en effet une étroite relation entre le ratio C/N de la 

matière organique et l’activité microbienne des sols. Plus la valeur du ratio C/N est élevée, 

plus l’activité microbienne est limitée par la quantité d’azote inorganique disponible dans 

l’écosystème édaphique. Nos résultats montrent que le rapport C/N varie entre 12,67 et 19,42 

pour les sols totaux, entre 13,91 et 19,23 pour les fractions >2000 µm et entre 14,62 et 19,82 

pour les fractions 2-50 µm. C’est la situation Ah4R qui enregistre les plus élevés rapports C/N 

aussi bien au niveau du sol total que des fractions. Les activités mesurées sur le sol total et les 

fractions montrent des niveaux d’activités plus élevées sur les sols de jachère sous végétation 

naturelle et à Andropogon gayanus comparées à celle enregistrées sous Acacia holosericea. 

La faible activité minéralisatrice enregistrée sous jachère à Acacia holosericea est liée à la 

qualité de sa litière. En effet cette dernière est riche en polyphénols. Certains auteurs ont 

souligné que la teneur en polyphénols ralentit la minéralisation du carbone (Sall et al., 2003). 

Il a été par ailleurs montré que les composés phénoliques pourraient inhiber l’activité et la 

croissance microbienne (Boufalis et pellissier, 1994). Ainsi la présence de ces métabolites 

secondaires peut limiter la disponibilité d’un substrat de haute qualité (Heal et Dighton, 

1985). 

3. - Effets des pratiques culturales sur l’activité potentielle dénitrification 

La localisation des microorganismes dans la matrice sol peut affecter aussi bien leurs 

métabolismes que leurs activités (Marshall, 1971). Sexstone et al. (1985) et Lensi et al.(1991) 

ont observé que l’activité n’était pas retrouvée dans toutes les fractions du sol. En comparant 

des agrégats à un sol non fractionné, Sexstone et al. (1988) suggèrent que la distribution 

spatiale du carbone et des bactéries (nitrifiantes et dénitrifiantes) constitue le principal facteur 

limitant de la dénitrification au sein des agrégats. Aussi les travaux de Seech et Beauchamp 

(1988) démontrent que la macroagrégation affecte la dénitrification. Nos résultats montrent 

que la localisation des microorganismes et la remise en culture jouent un rôle sur l’activité 

microbienne. Ainsi les agrégats 2-50 µm se révèlent plus propices à l’activité dénitrifiante. On 

note que les sols de jachère sont moins favorables à la dénitrification. Ceci peut être lié à la 

structure de ces sols notamment la présence des macro-pores permettant une bonne circulation 

de l’oxygène. La forte réduction au niveau de la jachère à Acacia holosericea peut s’expliquer 

par le fait que les polyphénols agissent sur les molécules azotées en les complexant. Ils les 
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rendent ainsi inaccessibles aux microorganismes pour une éventuelle minéralisation. Ce 

phénomène entraîne une diminution de la disponibilité des nitrates pour les dénitrifiantes. 

Ainsi la teneur en oxygène et la disponibilité des nitrates sont les deux principaux facteurs 

susceptibles de limiter l’expression de la dénitrification (Bijay-Singh et al., 1989 cité par 

Abbadie et Lensi, 1990). Par ailleurs nos résultats sont en accord avec ceux de Bijay-Singh et 

al. (1989) qui ont montré que la remise en culture augmente l’activité dénitrifiante. Ceci peut 

être lié à la dégradation structurale et au compactage des sols sous culture. 

4. - Effets des pratiques culturales sur la diversité microbienne 

L’analyse des ADN microbiens extraits à partir des échantillons de sol est considérée 

comme une stratégie nouvelle pour étudier la diversité des microorganismes du sol (Torsvik et 

al., 1994 ; Duarte et al., 1998). Cette méthode permet de s’affranchir des problèmes liés à la 

mise en culture. Cependant il est important de noter que certaines étapes de l’analyse 

(extraction d’ADN, PCR) peuvent constituer une source potentielle de biais susceptibles 

d’influencer la composition et la richesse de la communauté bactérienne étudiée. Nous avons 

donc travaillé comme de nombreux auteurs en supposant que ces biais, s’ils existent, se font 

de façon équivalente dans les échantillons (Bruns et al., 1999 ; Duineveld et al., 1998 ; 

Nusslein et Tiedje, 1999). 

L’approche moléculaire (DGGE) utilisée fournit un profil de la diversité (structure) basé 

sur la séparation électrophorétique des séquences du gène 16S rDNA amplifié. Ce gène 

ribosomal présente des motifs conservés et d’autres très variables entre les espèces. Rapide et 

sensible (Muyzer et Smalla, 1998), la technique DGGE permet une étude comparative des 

communautés lors de modifications environnementales (Ranjard et al., 2000). Elle ne semble 

pas cependant appropriée pour une estimation de la diversité des microorganismes en termes 

de richesse et d’abondance. En effet plusieurs séquences sont certainement contenues dans 

une bande unique du profil électrophorétique et inversement, un organisme unique peut être 

représenté par plusieurs bandes (Jensen et al., 1993). De telles observations nous ont amenés à 

limiter notre étude à une analyse comparative de la structure génétique de la communauté 

bactérienne totale. 

Les différences entre la présence et l’absence de bandes au niveau de la structure 

résultent des différences dans la composition des communautés. La comparaison des 

communautés entre les fractions >2000 µm et 2-50 µm montre des bandes qui ne sont 

présentes qu’au niveau de la fraction 2-50 µm. Aussi à l’exception de la Ag4D, quelle que soit 

la pratique culturale (jachère ou culture) ou le type de végétation de jachère la fraction fine   
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2-50µm comporte le plus grand nombre de bandes. Ceci suggère une localisation 

préférentielle des populations. Des travaux précédents sur les bactéries ont indiqué des 

observations semblables en comparant la proportion de groupes (fonctionnels ou 

taxonomiques) dans les fractions du sol. Ces travaux ont montré que la fraction 2-50 µm 

constitue un microhabitat privilégié pour les microorganismes, 40 à 70% de la population 

totale y sont préférentiellement localisés (Hattori, 1988 ; Kabir et al., 1994 ; Lensi et al, 

1995 ; Ranjard et al., 1997). On peut également remarquer que la structure des communautés 

change avec la remise en culture. Ces modifications ou réponses sont différentes suivant 

l’antécédent cultural (type de jachère) et la fraction considérés. 

Aussi bien l’activité plus élevée que la structure des bactéries (totales) plus denses dans 

les fractions 2-50 µm nous ont poussées à étudier la structure génétique des communautés 

bactériennes dénitrifiantes associées à ladite fraction de différents sols de jachère et de 

culture. Nous avons établi des profils RFLP du gène narG. L’utilisation du gène narG a un 

intérêt spécial car sa phylogénie est très proche de l’ADNr 16S. Nos résultats ont montré des 

différences dans la composition des communautés des différentes situations de jachère. Aussi 

la culture a un effet immédiat sur les bactéries dénitrifiantes. Elle entraîne une réduction voire 

une disparition des familles dominantes des sols de jachère. Cet effet est plus ressenti sur les 

sols à antécédents jachère naturelle et jachère à Acacia holosericea. Cependant il est 

important de noter que la culture augmente le nombre de phylotypes voire de familles. Ceci 

suggère une augmentation de la diversité des bactéries dénitrifiantes dont l’hyperactivité 

limite la nutrition des plantes (nitrates) et provoque un accroissement du dégagement d’oxyde 

nitreux polluant l’atmosphère. On peut faire une corrélation avec les mesures d’activité 

potentielle dénitrifiante effectuées. En effet ces dernières montrent aussi que ce sont les sols 

sous culture qui enregistrent les valeurs les plus élevées. D’ou les modifications d’activité 

observées ne résultent ni de l’état physiologique des cellules, ni de l’expression enzymatique 

mais plutôt du déséquilibre dans la population fonctionnelle (bactéries dénitrifiantes). 
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CONCLUSION ET PERSPECTIVES 
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Les techniques développées dans le cadre de ce travail nous ont permis de mettre en 

évidence les effets des modifications environnementales sur la diversité et l’activité des 

communautés bactériennes selon les environnements considérés (sol, fractions de sol). La 

réponse des bactéries dépend aussi bien du type de litière que de l’habitat dans lequel elles 

résident. Ces travaux montrent que, contrairement aux stocks organiques, le fonctionnement 

microbiologique des sols ferrugineux sableux est sensible aux pratiques agricoles. Il est donc 

essentiel d’appliquer des usages qui puissent favoriser l’expression de leur potentiel 

biologique 

L’effet bénéfique de la plantation à Andropogon gayanus dans les jeunes jachères par 

rapport à Acacia holosericea est aussi vérifié. En dépit des quantités de matière organique 

faible enregistrées, la plantation à Andropogon présente une forte activité minéralisatrice et 

une plus grande résistance aux contraintes environnementales. 

Plusieurs perspectives sont à envisager suite à ce travail. Tout d’abord la suite et fin du 

séquençage des clones appartenant aux familles RFLP. De plus il serait intéressant de 

poursuivre cette étude en essayant de déterminer quand et comment les gènes de la 

dénitrification sont exprimés dans ces communautés (étude des ARNm et/ou des protéines). 
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ANNEXE 1 : Extraction d’ADN du sol 

L’extraction est pratiqué sur un échantillon de sol sec broyé et tamisé à 0,2 mm. 
Lyse physique : 0,5g de sol est mis en présence de billes de zirconium stériles 

(0,1mm) et de 1 ml de tampon de lyse (NaCl 0,25M et EDTA 0,1M, pH8) filtré et stérilisé. 
On alterne 2 fois 2 min de lyse physique à l’aide du beadbetter (25 tours/sec) et 2 min 
d’incubation au bain-marie à 65°C. L’échantillon est ensuite centrifugé 15 min à 13000g à 
4°C et l’on récupère le surnageant. 

Précipitation : L’ADN est précipité avec de l’acétate de potassium 5M (75µl) auquel 
on ajoute 250µL de PEG 8000 à 40%, qui permet d’alourdir l’ADN  (les volumes indiqués 
sont pour 600µl de surnageant), pendant au moins 1 heure à –20°C. L’échantillon est ensuite 
centrifugé 15 minutes à 4°C à 13000g. 

Purification CTAB : On jette le surnageant et l’on ajoute au culot 600µl de CTAB 
2% (1,4M NaCl ; 0,1M EDTA ; 2% CTAB ). On laisse incuber à 65°C en mélangeant toutes 
les deux jusqu’à ce que tout le culot soit en suspension. Le CTAB fait précipiter les 
polysaccharides 

Extraction : On ajoute 600µl de chloroforme ; après agitation du mélange, on sépare 
les phases par une centrifugation à 13000g pendant 10 min et à température ambiante. Ainsi 
on distingue une phase aqueuse surnageante contenant les acides nucléiques en solution, une 
phase organique au fond du tube et à l’interface un « gâteau » de protéines précipitées. On 
recueille la phase aqueuse.  

Précipitation : L’ADN est précipité par 600µl d’isopropanol : on mélange et on laisse 
incuber 15 min à –20°C. L’échantillon est ensuite centrifugé 15 min à 13000g. 

Pré-purification : On jette le surnageant, le culot est remis en suspension par 450µl 
d’acétate d’ammonium (2,5M) , et on ajoute 1 ml d’éthanol à 95°C. On laisse précipiter 15 
min à –20°C puis on centrifuge (15 min à13000 g). 

Lavage : On ajoute 0,5 ml d’éthanol à 70°C et l’on centrifuge de nouveau à 13000g 
pendant 5 min. On jette le surnageant et on évapore le culot sous vide . 

Récupération ADN : L’ADN extrait est resuspendu dans un volume de 10 à 50 µL de 
tampon TE 1X suivant la taille du culot d’ADN obtenu. 
L’ADN est enfin conservé à –20°C jusqu’à utilisation. 
 
 

Quantification de l’ADN 
 

Il s’agit de connaître la concentration en ADN d’un échantillon, afin de déterminer quelle 

quantité apporter pour la PCR. 

 
Sur un gel d’agarose 1%, on fait migrer 5µl d’échantillon mélangés à 3µl de bleu de charge 
ainsi que 10µl de chacun des gammes-étalons. Les gammes-étalons sont les suivantes : 
G1 :6,25 ng d’ADN dans 10µL 
G1 : 12,5 ng d’ADN dans 10µl 
G2 : 25 ng d’ADN dans 10µl 
G3 : 50 ng d’ADN dans 10µl 
G4 : 100 ng d’ADN dans 10µl 
G5 : 200 ng d’ADN dans 10µl 

La concentration en ADN de nos extraits est ensuite déterminée grâce au logiciel 

Molecular Analyses après coloration du gel au BET. 
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Préparation des solutions d’extraction d’ADN 

 
Tampon de lyse stérile : 0,25M NaCl ; 0,1M EDTA ; pH8 
Peser 1,461g de NaCl (MM= 58,44) et ajouter 20mL d’EDTA à 0,5M pH8 (ou peser 3,722g 
d’EDTA et ajuster le pH à 8) 
Compléter à 100mL avec de l’eau déminéralisée. 
Filtrer à 0,2µm et mettre à l’autoclave. 
Conserver à 4°C 
 
CTAB 2% : 1,4M NaCl ; 0,1M EDTA ; 2% CTAB 
Peser 8,18g de NaCl et 3,722g d’EDTA, dissoudre 
Compléter à 100mL 
Filtrer à 0,2µm 
Ajouter 2g de CTAB 
Mettre à l’autoclave 
Conserver à température ambiante. 
 
PEG 8000 à 40% 
Peser 10g de PEG 
Ajouter environ 10mL d’eau très progressivement car le volume augmente quand le CTAB se 
dissout. 
Compléter à 25mL 
Conserver à 4°C. 
 
Acétate de potassium 5M 
Peser 49,07 g de KAc (MM=98,14), dissoudre 
Compléter à 100mL 
Filtrer à 0,2µm 
Conserver à 4°C 
 
Acétate d’ammonium 2,5M 
Peser 19,27 g de NH4Ac (MM=77,08), dissoudre 
Compléter à 100mL 
Filtrer à 0,2µm 
Conserver à 4°C. 
 
TE (Tris-EDTA) 1X 

Tris-HCl    10mM 
EDTA     1mM 
Ajuster à pH 8,5 
 
 
EDTA: Ethylene Diamine Tetra Acetic 
PEG: PolyEthylene Glycol 
CTAB: Cetyl Trimetyl Ammonium Bromide 
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ANNEXE 2 : Composition des autres solutions utilisées 

 
Bleu de charge 10X 

 
Bleu de bromophénol   0.25 % (p/v) 
Glycérol    30 % 
EDTA     10 mM 
H2O     qsp 
À utiliser au 1/10ème 

 
Tampon TBE (Tris-borate) 10X 

 
Tris-base    121 g 
Na2 EDTA, H2O   7,44 g 
Acide borique    55 g 
H2O     qsp 1 litre 
Filtrer, mettre à l’autoclave 

 
Tampon TAE 50X 

 
      Tris-base     242,2 g 
      Na2EDTA (pH 8)   18,51 g 
      Acide acétique glacial   57,1 ml 
      H2O     qsp 1 litre 
 
 

Solutions pour gel à 8 % d’acrylamide/Bis-acrylamide 40 % 
 
 

Réactifs      Dénaturants 
Gradients 45 % 70 % 
40 % 
acrylamide/bis 

20 ml 20 ml 

TAE 50X (ml) 2 ml 2 ml 
Formamide (ml) 18 ml 28 ml 
Urée (g) 18,9 g 29,4 g 
Glycérol 2 % 2 % 
Qsp H2O 100 ml 

 
 

IPTG (25 mg/ml) 
 
      IPTG    24 mg 
      H2O qsp    1 ml 
      Filtrer sur membrane 0,2 µm et conserver à –20°C 
      C’est un inducteur non métabolisable de l’opéron lactose. 
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X-Gal 
 
      X-Gal     20 mg 
      Diméthylformamide qsp  1 ml 
      Filtrer sur membrane 0,2 µm et conserver à –20°C. 

      C’est un galactoside dont la couleur passe de l’incolore au bleu quand il est clivé par 
la β galactosidase. 

 
 

BET (Bromure d’éthidium) 
:  

Solution à utiliser à 1 mg dans 1 litre (à protéger de la lumière, à conserver à 4°C et à 
manipuler impérativement avec des gants). 
Ce colorant (fluorochrome) a la propriété de s’intercaler entre les bases et d’apparaître par 
fluorescence quand il est soumis aux UV. 
 
 
 

Composition de la Taq ready-to-go pour 25µl de volume final 
 
Taq DNA polymerase   2.5U 
dNTP    200 µM 
Tris-HCl    10 mM, pH 9 
KCl    50 mM 
MgCl2    1,5 mM 
BSA 
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ANNEXE 3 : Extraction-purification d’ADN au QIAquick 
 

 1) Sous une lampe UV, la bande d’ADN d’intérêt est découpée au scalpel, et introduite dans 
un tube eppendorf pesé au préalable. Le tube plein est pesé à nouveau. La purification est 
ensuite effectuée grâce à un kit (QIAquick Agarose Gel Extraction Kit, QIAGEN, ,France) 

 2) Pour 100 mg de gel, ajouter 300µl de tampon QG 

 3) Incuber 10 minutes au bain marie à 50°C. Pour aider à dissoudre , vortexer toutes les 2 
minutes 

 4) Après dissolution complète du gel, vérifier que la couleur de la mixture est jaune  

 5) Centrifuger la mixture 1 minute après l’avoir versé dans les colonnes. Jeter le surnageant 

 6) Laver le culot deux fois avec 750µl de tampon PE, afin d’éliminer les sels contaminateurs. 
Centrifuger 1 minute à13000 rpm. 

 7) Pour éluer l’ADN, ajouter 15 µl d’EB au centre de la membrane de la colonne . Incuber 1 
minute à température ambiante . Centrifuger 1 minute à 13000rpm. 

8) Recueillir le filtrat contenant l’ADN purifié dans un nouveau tube eppendorf. 
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ANNEXE 4 : MILIEUX DE CULTURE 

 
Luria Bertani (LB) - Agar 

 
       Bacto-tryptone    10 g 
       Extrait de levure    5 g 
       NaCl      5 g 
       H2O      qsp 1litre 
      Ajuster pH à 7 et ajouter 15 g d’agar-agar 
      Autoclaver et couler dans les boîtes de pétri en conditions stériles. 
 
 

S.O.C 

 

      Pour 100 ml : Bacto-tryptone     2 g 
                  Extrait de levure    0,5 g 
                  NaCl 1M     1 ml 
                  KCl 1M     0,25 ml 
       Ajuster pH:7 et après autoclavage, ajouter : 
     Mg2+ 2M (1M MgCl2-6H2O +1M MgSO4 – 7H2O, filtré) 1 ml 
      Glucose 2M                                      1 ml 
      Conservation à –20°C.
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ANNEXE 5 

 
 
Carte du vecteur pGEM-T Easy vector (Promega) 

 
Marqueurs de taille 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

67 
110 124 147 

190 
242 

320 
404 

489 

692 
900 
1114 

VIII 

200  

284 
400 
568 

800 
1136 
1600 

2272 
3200 

200 

4544 6400 9088 

LEON 
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