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RÉSUMÉ)

 

Les sols constituent le principal réservoir de carbone, avec près de deux fois plus de 

carbone que le pool atmosphérique. Afin de pouvoir prédire et anticiper le devenir du carbone 

dans le contexte actuel de changement climatique et de changement d’usage des terres, il 

apparaît nécessaire de mieux comprendre les processus qui régulent la décomposition des 

matières organiques dans les sols. Cette thèse se propose donc d’étudier deux types de 

régulateurs de la dynamique du carbone du sol : les propriétés de l’habitat microbien et celles 

des communautés microbiennes. En effet, puisque directement affectées par les changements 

climatiques d’une part, et les changements d’usage des terres et de pratiques culturales d’autre 

part, l’habitat microbien et les communautés microbiennes apparaissent comme des 

régulateurs clés de la dynamique du carbone du sol. 

Des dispositifs expérimentaux permettant de faire varier les propriétés de l’habitat 

microbien et celles des communautés microbiennes de façon indépendante ou simultanée ont 

été mis en place. Dans un premier temps, des microcosmes dont la structure du sol a été 

manipulée afin d’obtenir des gradients de déstructuration, ont été incubés. Dans un second 

temps ce sont des microcosmes mettant en jeu des gradients de diversité microbienne qui ont 

été incubés. Enfin, une incubation utilisant les différences naturelles de propriétés de l’habitat 

microbien et de communautés microbiennes a été mise en place pour tenter de hiérarchiser ces 

régulateurs de la décomposition des matières organiques du sol. 

Les résultats obtenus ont mis en évidence que l’activité microbienne de décomposition 

du carbone organique du sol semble plus contrôlée par les conditions environnementales 

(comme le pH, la texture et l’approvisionnement en substrat) que par la structure des 

communautés microbiennes ou leurs capacités métaboliques. En plus de cela, la fonction de 

minéralisation ne semble être affectée que dans le cas d’une très grande érosion de la 

biodiversité suggérant la présence d’un effet seuil, et que l’importance de la redondance 

fonctionnelle n’est pas toujours aussi grande que ce que le suggère de nombreuses études. 

D’autre part, dans des conditions d’aération suffisante, les mécanismes qui réguleraient la 

dynamique du carbone organique des sols se passeraient à des échelles très fines. 

 

Mots-clés:  

Dynamique du carbone ; Minéralisation du carbone ; Structure du sol ; Habitat microbien ; 

Porosité ; Diversité microbienne ; Communautés microbiennes ; Incubation. 
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ABSTRACT)

 

Soils represent the principal reservoir of carbon with two times as much carbon as is 

found in the atmospheric pool. In an effort to better predict and anticipate how soil carbon 

dynamics will be affected by environmental changes and by the evolution of cropping 

systems, it is necessary to better understand the processes that regulate soil organic matter 

decomposition. This study aims to investigate two regulatory mechanisms of the soil carbon 

dynamic: the properties of the microbial habitat and the ones of the microbial communities. 

Because they are directly affected by the climatic changes and by the rapid evolution of 

cropping systems these two mechanisms appear to have a key role in the regulation of soil 

carbon decomposition. 

Experimental designs were setup allowing the variations, independent or 

simultaneous, of the properties of microbial habitat and the ones of the microbial 

communities. First, to assess the relative importance of soil structure, microcosms with 

different gradient of disaggregation were incubated. Then, to assess the relative importance of 

diversity erosion, microcosms with microbial diversity gradient were incubated. Finally, using 

contrasted soils varying in their habitats and their microbial communities properties, we 

aimed to hierarchize these two carbon decomposition regulatory mechanisms. 

The obtained results indicate that microbial activity of soil organic carbon 

decomposition seems to be more controlled by environmental conditions (such as pH, texture 

and also substrate supply) than by the microbial community structure or metabolic profiles. 

Then we observed that organic carbon mineralisation was impacted only when the levels of 

diversity were very low suggesting the existence of a threshold, and that the functional 

redundancy is maybe not as great as numerous studies suggest. Moreover, our work showed 

that when conditions of aeration in the pore system are sufficient, mechanisms regulating the 

dynamic of soil organic carbon take place at fine spatial scales. 

 

Keywords:  

Carbon dynamic; Soil Organic Carbon mineralisation; Soil Structure; Microbial habitat; 

Porosity; Microbial diversity; Microbial communities; Incubation. 
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a  Pool de carbone labile minéralisable 

α   Taux de minéralisation du pool a 

ACP  Analyse en Composante Principale 

ANOVA Analyse de variance (ANalysis Of VAriance) 

b  Pool de carbone natif minéralisable 

β  Taux de minéralisation du pool b 

C  Carbone 

CEC  Capacité d’Echange Cationique 

CHCl3  Chloroforme 

CHN  Carbon, Hydrogen and Nitrogen elemental content 

CO2  Dioxyde de carbone 

COS  Carbone Organique du Sol 

EA  Elemental Analyser 

FAO  Food and Agriculture Organisation 

FAME  Fatty Acid Methyl Ester 

GC  Gas Chromatography 

GC-FID Gas Chromatography coupled to a Flame Ionisation Detector 

GC-MS Gas Chromatography coupled to a Mass Spectrometer 

GtC  Giga tonnes de Carbone = milliard de tonnes de Carbone 

IRMS  Isotope Ratio Mass Spectrometer 

KBr  Bromure de potassium 

keV  Unité d’énergie; le kilo electronVolt 

kGy  Unité de radiation ionisante; le kilo Gray 

kPa  Unité de pression; le kilo Pascal 

MIRS  Mid Infra Red Spectroscopy 

MO  Matière Organique 

MOS  Matière Organique du Sol  

MSE  Mean Square Error 

µA  Unité de l’intensité du courant électrique; le micro Ampère 

µXCT  Micro-X-Ray Computed Tomography 

N  Azote 
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NEXAFS Near Edge X-ray Absorption Fine Structure 

OM  Organic Matter 

OsO4  Tétroxyde d’osmium 

P  Phosphore 

PCA  Principal Component Analysis 

PLFA  Phospholipid Fatty Acid 

ppm  Concentration en partie par million (ex: mg.kg-1) 

S  Soufre 

SCV  Sous Couvert Végétal permanent 

SMIR  Spectroscopie Moyen Infra Rouge 

SOC  Soil Organic Carbon 

SOM  Soil Organic Matter 

STXM  Scanning Transmission X-ray Microscopy 

t  Temps d’incubation en jours 

TRFLP Terminal Restriction Fragment Length Polymorphism 
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La)place)du)sol)dans)le)cycle)du)carbone)

 

 

L’augmentation de la concentration en CO2 dans l’atmosphère résulte de l’utilisation 

massive des énergies fossiles par l’Homme et du changement d’usage des terres. Les 

changements climatiques qui en découlent sont très variables, comme par exemple la hausse 

des températures moyennes annuelles, le changement des régimes hydriques, la périodicité 

des catastrophes naturelles, et ont donc de multiples conséquences sur les écosystèmes, la 

ressource en eau, la sécurité alimentaire, la santé humaine (Rapport du GIEC, 2007). 

 

La combustion en quelques centaines d’années de ces ressources fossiles (pétrole, gaz 

et charbon) ainsi que la conversion des surfaces agricoles ont entrainé le transfert du carbone 

(C) du pool géologique et du pool sol vers le pool atmosphérique. Ce carbone auparavant 

séquestré entre alors en interaction avec l’atmosphère sous sa forme gazeuse, le CO2. La 

concentration en carbone émise chaque année vers l’atmosphère par des sources anthropiques 

est estimée à 8,7 milliards de tonnes de carbone (ou GtC) (Denman et al., 2007; Lal, 2008; 

Stockmann et al., 2013) (Fig. 1). Ceci comprend la combustion des énergies fossiles (3 Gt 

pour le charbon, 3 Gt pour le pétrole et 1,5 Gt pour le gaz), et également la conversion des 

surfaces agricoles (entre 0,6 et 2,2 Gt selon les auteurs) (McGuire et al., 2001; Houghton, 

2003; Jain and Yang, 2005; Denman et al., 2007; Lal, 2008). Pour limiter cet accroissement 

de CO2 dans l’atmosphère deux possibilités s’offrent à nous. La première serait de réduire 

l’utilisation et donc la combustion des énergies fossiles via entre autre l’utilisation des 

énergies renouvelables, et la seconde (qui nous intéresse particulièrement dans cette étude) 

serait de préserver les puits de carbone, tel que le sol. 

 

Les sols constituent le plus grand réservoir de carbone des écosystèmes continentaux 

avec environ 2000 GtC stockés dans les premiers horizons (0-100 cm). Ce stock est donc plus 

de deux fois supérieur au stock atmosphérique (800 GtC) et quatre fois supérieur à celui de la 
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végétation (560 GtC) (Fig. 1). Le stock de carbone atmosphérique principalement sous forme 

de CO2 est prélevé par la biomasse (les plantes) via le processus de photosynthèse. Une fois 

morte cette biomasse vient enrichir le pool de carbone du sol, une partie y est stabilisée, d’où 

la notion de puits de carbone pour le sol. La dégradation de ces matières organiques (MO) 

mortes sous l’action de la faune et de la microflore du sol entraîne donc la minéralisation du 

carbone organique sous forme de CO2, constituant ainsi un transfert de carbone du pool sol 

vers le pool atmosphérique. Le stock de carbone du sol dépend non seulement des entrées via 

les débris végétaux et les exsudats, mais également des vitesses de dégradation de ces 

composés organiques. Un petit changement de cet équilibre précaire entre entrées et sorties 

peut avoir d’importantes conséquences sur la climat. En effet, Kirschbaum (2000) a montré 

qu’un changement de 10% du stock de carbone organique du sol pouvait être équivalent à 30 

ans d’émissions de CO2 dues à l’activité anthropique (soit 30 fois 8,7 GtC). Les vitesses de 

décomposition sont dépendantes à la fois de l’activité des décomposeurs qui utilisent la 

matière organique comme source d’énergie, mais également des mécanismes menant à la 

stabilisation des matières organiques dans les sols. De plusieurs natures (protection physique, 

protection physico-chimique, récalcitrance), ces mécanismes de stabilisation protégeront les 

matières organiques de la biodégradation par les décomposeurs. 

 

 
Figure 1: Cycle du carbone et flux associés en Giga tonnes de carbone (GtC) (Stockmann et al., 2013). 
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A l’échelle mondiale, les stocks de carbone organique des sols (COS) sont en lien avec 

les températures annuelles moyennes et aussi les régimes hydriques. En effet, les régions 

froides et humides sont caractérisées par des sols riches en carbone (Hobbie et al., 2000), avec 

à titre d’exemple environ 1672 GtC stockés dans les sols des écosystèmes arctique et boréal 

(Tarnocai et al., 2009). Ainsi une hausse des températures annuelles moyennes combinée à un 

changement du régime hydrique, auront vraisemblablement pour conséquence une stimulation 

de l’activité microbienne. Cette stimulation de la biodégradation des matières organiques des 

sols pourrait donc entraîner un déstockage du carbone du sol au profit du pool 

atmosphérique : c’est ce que l’on appelle une rétroaction positive. De puits, le sol pourrait 

devenir source de carbone. De même, le changement d’usage des terres et des pratiques 

culturales ont des effets sur le stockage de carbone dans les sols. Par exemple, selon une étude 

de Guo and Gifford (2002) le changement d’un système cultivé en un système prairial ou 

encore en une forêt permanente entraîne une hausse du stock de carbone. Il en va de même 

pour le changement d’un système de culture conventionnel en un système sans labour et avec 

une couverture végétale (West and Post, 2002; Virto et al., 2012). 

 

Les outils actuels pour simuler l’évolution du carbone dans les sols sont des modèles 

prédictifs compartimentaux (Jenkinson and Rayner, 1977; Paustian et al., 1992) (ex : Century, 

RothC), c’est-à-dire divisés en réservoirs conceptuels de carbone. Cette compartimentation, 

fonction des temps de résidence moyens (ex : pools actif, lent et passif dans Century), est 

supposée refléter les propriétés bio physicochimiques des MOS ou de leur accessibilité aux 

décomposeurs. Basés sur des cinétiques d’ordre 1, ces modèles négligent les décomposeurs 

microbiens et leurs interactions avec les substrats. De plus, dans ces modèles, l’importance 

relative des régulations biologiques face aux régulations abiotiques (récalcitrance chimique, 

protection par adsorption, protection physique) n’est pas prise en compte de manière explicite 

en raison d’un manque de connaissances, comme en témoigne l’impact de l’article de 

Kemmitt et al. (2008). Bien que ces modèles permettent de rendre relativement bien compte 

de la taille des stocks existants dans différents écosystèmes, ils ne semblent cependant pas 

adaptés pour prédire l’évolution du carbone dans les sols, que ce soit sous l’effet de 

changements climatiques ou de changements d’occupation des terres et de pratiques culturales 

(Jenkinson and Coleman, 2008).  
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Afin de pouvoir prédire et anticiper le devenir du carbone via l’utilisation de modèles, 

il apparaît nécessaire de mieux comprendre et d’incorporer les processus qui régulent la 

décomposition des matières organiques dans les sols. C’est de cette nécessité de 

compréhension qu’est né ce sujet de thèse ayant pour objectif de faire la part de régulations 

biotiques (liées à l’abondance, la diversité et la structure des communautés microbiennes), et 

abiotiques (liées à la structure des sols contrôlant l’accessibilité des MO) dans la 

décomposition des matières organiques des sols. Nous verrons dans le chapitre I que les 

facteurs de régulation sont nombreux et expliquerons pourquoi s’être focalisé sur un des 

facteurs biotiques : la communauté microbienne elle même (de par sa diversité et sa 

structure), et sur la structure du sol qui détermine l’habitat microbien. 

Ce manuscrit se décompose en cinq chapitres encadrés par la présente introduction et une 

conclusion générale : 

- Le premier chapitre présente le contexte de l’étude ainsi qu’une synthèse 

bibliographique sur les travaux déjà effectués dans le domaine et amenant à notre 

problématique. 

- Le second chapitre est consacré à une présentation et une caractérisation à 

différentes échelles et via différentes techniques, d’un sol où l’application de 

différents systèmes de culture a conduit à sa différenciation. Ce sol sera largement 

utilisé pour les expérimentations de ce travail de thèse. 

- Et ensuite trois chapitres présentent des travaux expérimentaux visant à déterminer 

et hiérarchiser différents facteurs de régulation de la décomposition des MOS. Ces 

trois chapitres sont rédigés en anglais et sous la forme de publications scientifiques 

(Introduction / Materials and Methods / Results / Discussion / Conclusion) en voie 

de publication. Ces chapitres peuvent donc être lus indépendamment les uns des 

autres.  

o Dans le chapitre III l’effet de la structure du sol sur la décomposition des 

MOS, une fois les effets immédiats dus à la déstructuration passés, tente 

d’être évalué. Ce chapitre a été accepté pour publication dans la revue 

European Journal of Soil Biology. 

o Dans le chapitre IV les effets combinés de la diversité microbienne et de la 

structure du sol sur la décomposition des MOS sont traités. L’article 

correspondant a été accepté pour publication dans la revue Biology and 

Fertility of Soils. 



 

 

!
Introduction*générale*

!

! !

27 

o Le chapitre V a pour objectif de hiérarchiser l’effet des conditions de 

l’habitat microbien face à celui des communautés microbiennes dans le 

processus de décomposition des MOS. Ce chapitre sera prochainement 

soumis à la revue Soil Biology and Biochemistry. 
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1.  Les matières organiques du sol 

 

 

1.1. Définition 

 

Les matières organiques du sol (MOS) regroupent une somme importante et 

hétérogène de substances carbonées d'origine végétale et animale : des débris en cours de 

décomposition issus de la végétation (sarments, feuilles, racines, herbe) qui constituent la 

litière du sol, jusqu'à l'humus solidement fixé aux particules d'argile qui garantit la pérennité 

structurale. Essentiellement composées de carbone, les MOS sont en moyenne composées de 

50 % de carbone, 40 % d’oxygène, 5 % d’hydrogène, 4 % d’azote et 1 % de soufre. De plus, 

même si les MOS représentent la plus grande réserve de C à la surface de la terre, elles ne 

représentent que 0,5 à 10 % de la masse du sol. Les MOS représentent également une réserve 

essentielle en nutriments (N, P et S) pour les plantes et organismes du sol. 

 

Les MOS peuvent être divisées en quatre fractions : 

- la matière organique vivante, végétale, animale et microbienne, qui englobe la 

totalité de la biomasse en activité;  

- la matière organique fraîche : débris d'origine végétale (résidus végétaux, 

exsudats) et animale (déjections, cadavres); 

- la matière organique transitoire constituée des composés organiques 

intermédiaires provenant de l'évolution de la matière organique fraîche;  

- la matière humique : composés organiques stabilisés provenant de l'évolution des 

matières précédentes.  

Ces trois dernières fractions représentent près de 85 % de la MO totale dans l’horizon de 

surface d’un sol provenant d’une prairie tempérée (Bachelier, 1978).  

 

Les MOS se renouvellent constamment dans les sols à des vitesses très contrastées, 

allant de quelques heures (pour des sucres simples, des acides aminés) jusqu’à des dizaines 

de millénaires. Ainsi dans les modèles simulant la dynamique du carbone dans les sols on 

distingue différents compartiments cinétiques en fonction des temps de résidence (Tableau 

I.1).  
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Tableau I.1: Les pools de carbone du sol répertoriés en fonction de leur temps de résidence moyen (Dungait et al., 

2012). 

Residue type Century RothC Residence time (years) C : N Compounds

Litter Metabolic DPM 0.1–0.5 10–25 Simple sugars

Amino acids

Starch

Structural 2–4 100–200 Polysaccharides

SOM Active BIO

DPM

1–2 15–30 Living biomass

POM

Polysaccharides

Slow RPM 15–100 10–25 Lignified tissues

Waxes

Polyphenols

Passive HUM

IOM

500–5000 7–10 Humic substances

Clay: OM complexes

Biochar

DPM, decomposable plant material; BIO, microbial biomass; RPM, resistant plant material; HUM, humified organic matter; IOM,

inert organic matter; POM, particulate organic matter; OM, organic matter.  

 

 

1.2. Leurs fonctions 

 

Les MOS ont des fonctions essentielles dans les écosystèmes continentaux, constituant 

une véritable plaque tournante des cycles des éléments majeurs. Tout d’abord les MOS vont 

contribuer à la qualité physique des sols, puisqu’elles vont influer sur la capacité de rétention 

en eau, la structure et sa stabilité, et par conséquent protéger les sols de l’érosion. Elles 

contribuent également à la fertilité chimique des sols en jouant le rôle de réservoir en ions 

utiles aux plantes, via leur capacité d’échange cationique (CEC). Dans le cas de la rétention 

d’ions métalliques ou de polluants, les MOS vont réguler leur concentration dans les eaux et 

ainsi vont contribuer à la qualité de l’eau. De plus, elles constituent la première ressource 

trophique et donc contribuent à la fertilité biologique des sols. Les effets des MOS sur les 

propriétés biologiques des sols seront détaillés dans la partie 3 de ce chapitre. Ces fonctions 

dépendent des quantités de MO présentes et donc des flux d’apport au sol (via la production 

primaire, les importations comme les produits résiduaires organiques) et des flux d’export 

(via la biodégradation et la minéralisation, l’érosion et le lessivage). 
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1.3. Leur décomposition 

 

Au cours de leur décomposition, les MOS subissent des biotransformations graduelles: 

- La fragmentation et l’enfouissement par la macro et mésofaune, 

- La colonisation et l’altération des résidus par la microfaune, 

- La biodégradation enzymatique induisant minéralisation du C du sol par les 

microorganismes du sol. 

 

Les processus de décomposition des MOS conduisant à la production de CO2 par 

respiration hétérotrophe sont dépendants de la température, de la teneur en eau, de la 

disponibilité en nutriments, et de la quantité et qualité de ces MOS ainsi que des mécanismes 

de préservation associés. Puisque, comme le suggère la revue de Dungait et al. (2012), toute 

MO est décomposable, intéressons nous à ce qui va déterminer leur temps de résidence dans 

les sols. Trois mécanismes peuvent expliquer la stabilisation (ou protection) des MO dans les 

sols, pour des durées très variables (Sollins et al., 1996; Six et al., 2002; Lützow et al., 2006) 

et sont représentés dans la figure I.1.  

 

La récalcitrance chimique correspond à la préservation sélective de certaines 

molécules comme les carbonisats. Ce mécanisme est directement lié à la composition 

chimique des MO et donc à la nature des entrées au sol (Rimmer, 2006). Ce mécanisme 

s’avère valable sur le court terme mais sur le long terme ses effets sont plus contestés 

(Trinsoutrot et al., 2000; Amelung et al., 2008). 

La protection physico-chimique correspond à des interactions entre MOS et surfaces 

minérales ou entre MOS et ions métalliques (Chenu and Plante, 2006). L’adsorption et la 

complexation des MOS sur les argiles ou encore sur les colloïdes de fer et d’aluminium joue 

un rôle essentiel dans leur préservation, et cela grâce à leur grande surface.  

La protection physique et plus précisément l’occlusion des MOS dans les agrégats 

leurs confère une protection. En effet, les MOS deviennent inaccessibles aux attaques 

enzymatiques, ou l’activité des décomposeurs devient limitante du fait de contraintes 

environnementales comme le manque d’oxygène, d’azote (Angers and Chenu, 1998).  

Ces deux derniers mécanismes sont dépendants du type de sol, des modes d’occupation des 

terres et des pratiques culturales. 
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Figure I.1: Les mécanismes de protection du carbone du sol (Six et al., 2002). 

 

Bien qu’il semblerait que la composition de la communauté microbienne n’a que peu 

d’importance sur le taux de décomposition des MOS protégées, cela ne signifie pas qu’il en 

va de même pour leur devenir. Alors que l’accessibilité d’un décomposeur à une molécule est 

contrôlée par des processus physiques, une fois le décomposeur ayant atteint la molécule le 

devenir de cette dernière est entièrement sous le contrôle de celui-ci (Schimel and Schaeffer, 

2012). Par exemple, en cas de « famine », la dépense énergétique pour acquérir la MO serait 

telle que les microorganismes pourraient limiter leur consommation en MO puisque celle ne 

compenserait pas les pertes dues à l’acquisition (Ekschmitt et al., 2005). Cette régulation 

biologique peut donc constituer un mécanisme de préservation des MOS. 

 

De nombreuses études ont d’ores et déjà montré l’importance des interactions 

matrice/microorganismes et matrice/substrat dans la régulation des MOS (ex. Young and Ritz, 

2005; Chenu and Plante, 2006; Young et al., 2008). Les interactions des microorganismes et 

des substrats avec la matrice physique du sol déterminent donc la façon dont le C organique 

des sols est utilisé, ce que traduit très bien l’analogie faite par Schimel and Schaeffer (2012) 

entre la vie des MO dans un sol et celle des composés chimiques dans une colonne de 

chromatographie.  
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2.  La structure du sol 

 

 

2.1. Une seule définition possible ? 

 

La structure du sol est un concept qualitatif, difficilement mesurable dont il n’existe 

pas une définition unique. Cependant, la définition la plus largement acceptée est celle de 

Dexter (1988), selon qui la structure du sol peut se définir comme étant l’hétérogénéité 

spatiale des différents constituants ou propriétés du sol. Cette définition, très générale, prend 

donc en compte les aspects de la structure à différentes échelles spatiales. La structure du sol 

est soumise aux variations extérieures telles que les précipitations, de l’alternance des cycles 

gel-dégel, de la couverture végétale et du travail du sol. Résultant donc d’interactions entre 

facteurs physiques, chimiques et biologiques, la structure du sol présente un autre type 

d’hétérogénéité, l’hétérogénéité temporelle, induisant ainsi un caractère dynamique. 

On peut considérer la structure du sol selon deux points de vue : 

- selon la phase solide ; elle est alors vue comme un agencement architectural de 

particules solides du sol formant des agrégats, 

- selon la phase des vides ; elle est alors vue comme un réseau de pores de 

différentes tailles, formes et connectivités. 

La structure du sol peut donc se définir comme l’organisation dans l’espace des particules 

solides du sol et des vides qu’elles délimitent pour une échelle spatiale et un moment donné. 

 

 

2.2. Rôle de la structure dans le fonctionnement 

du sol 

 

La structure du sol conditionne des processus physiques, chimiques et biologiques, 

essentiels au bon fonctionnement du sol (Tableau I.2). Concernant les processus physiques, la 

structure du sol aura un impact sur l’eau (sa rétention, son évaporation, sa diffusion), 

l’aération, la compaction, la formation de croûtes de battance et par extension sur l’érosion 

hydrique et éolienne. C’est de la structure du sol que dépendra sa susceptibilité aux processus 

érosifs et à la formation d’une croûte de battance (Leguédois and Le Bissonnais, 2004). L’eau 
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ne pouvant plus pénétrer dans le sol, ou encore dans le cas d’une germination en cours, la 

plantule ne pouvant pas percer la croûte, la productivité des cultures sera alors impactée.  

Concernant les processus chimiques, la structure va influer sur la sorption et la désorption de 

composés, le transport de solutés et de polluants. Cela va donc conditionner la rétention et la 

biodégradation des composés divers dans le sol (pesticides, fertilisants, polluants). Enfin, 

concernant les processus biologiques, la structure du sol conditionne l’habitat microbien, 

c’est-à-dire le réseau poral, complexe, plus ou moins interconnecté et rempli d’air et d’eau 

(Young and Ritz, 2000). Nous discuterons plus amplement cette influence de la structure sur 

les microorganismes du sol dans les parties suivantes. Ainsi la structure du sol peut être 

considérée comme un facteur clé dans le fonctionnement des sols. 

 

Tableau I.2: Les processus influencés par la structure du sol (Dı́az-Zorita et al., 2002). 
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2.3. Le sol, un système poral 

 

Voyons à présent la structure du sol selon le point de vue des vides ou espaces 

lacunaires ; on parle alors de système poral (représenté en rouge dans la figure I.2). Le 

système poral est considéré comme un réseau interconnecté de pores, développé dans les trois 

dimensions de l’espace et dynamique car variant dans le temps.  

 

La description de ce système poral passe par l’évaluation de la porosité, mais aussi de 

la distribution de la taille des pores, de la connectivité et la tortuosité. La définition physique 

de la porosité est le rapport du volume des vides, au volume total apparent du sol. Il existe 

deux types de porosité : la porosité résiduelle et la porosité effective. La porosité résiduelle 

correspond à la partie du système poral constituée de pores occlus, c’est-à-dire dépourvus de 

communications avec le reste des espaces lacunaires et avec l’extérieure, les pores 
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communiquant constituent quant à eux la porosité effective (Musy and Soutter, 1991). 

Différentes subdivisions de la porosité efficace sont possibles, la première en fonction de la 

taille des pores (macroporosité et microporosité) et la seconde en fonction de l’origine de 

cette porosité (porosité texturale et structurale). La macroporosité est la partie du système 

poral dans laquelle les processus de transferts d’eau et d’air se déroulent, et correspond 

principalement aux vides entre agrégats. La microporosité est la partie du système poral où 

l’eau ne peut s’écouler par gravitation du fait des forces capillaires, et correspond le plus 

souvent aux pores à l’intérieur des micro agrégats (Musy and Soutter, 1991) . 

 

 

 

 

 

 

 

Figure I.2: Images de la structure d’un agrégat de sol obtenues par 

analyse en micro-tomographie à rayons X, à une résolution de 5 µm (a) 

et de 2 µm (b). Le réseau poral est représenté en rouge.  

 

 

 

 

 

 

 

Le système poral, et plus précisément la porosité efficace, permet la présence et la 

circulation de gaz et de liquide indispensables aux phénomènes physiques, chimiques et 

biologiques dans les sols (Calvet, 2003). Au sein de ce réseau, l’eau se répartit en films 

constituant ainsi une mosaïque de microenvironnements (Jocteur Monrozier et al., 1993) très 

variés du point de vue physico-chimique entraînant ainsi la présence de communautés 

microbiennes très variées. La distribution des organismes au sein de ce réseau poral sera 

détaillée dans la partie 3.3 de ce chapitre. 
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Dans le contexte actuel de diversification des pratiques culturales et des systèmes de 

culture, on peut se poser la question de leurs effets sur la structure du sol et plus précisément 

sur la porosité, la connectivité et la tortuosité. Des études portant sur les effets du labour ou de 

la compaction sur le réseau poral ne montrent pas de relation claire, même si de manière 

générale il est clair qu’une diminution du labour entraîne une diminution de la porosité totale 

(Young and Ritz, 2000; Beylich et al., 2010). Il semblerait néanmoins, que l’absence de 

labour favorisant la biomasse des vers de terre (Henneron et al., Submitted; Pelosi et al., 

2009) entraîne une plus grande proportion de pores biologiques de type macropores (Drees et 

al., 1994). De plus le labour semble également avoir un effet sur la diffusion des gaz 

(Schjonning, 1989), et la compaction des effets sur la distribution de la taille des pores, la 

tortuosité et la connectivité (Richard et al., 2001; Pagliai et al., 2003, 2004; Schäffer et al., 

2008ab). 

 

Dans le chapitre II nous tenterons d’observer les effets de différentes pratiques 

culturales sur la porosité totale, et ce à une résolution très fine (de l’ordre de 5 µm).  

 

 

2.4. Les techniques de visualisation de la 

structure du sol 

 

La visualisation de la structure du sol a tout d’abord commencé par l’utilisation de la 

microscopie optique puis électronique. Ces techniques possèdent cependant un inconvénient 

majeur, puisque nécessitent la préparation de lames minces et par conséquent entraînent une 

probable déstructuration du sol. De ces observations en microscopie ont découlé les 

approches fractales permettant de donner des mesures quantitatives de la structure des sol 

(Anderson et al., 1996; Bartoli et al., 2005). 

 

Ce n’est que dans les années 1990, que l’étude de la structure du sol de façon non 

destructive a pu être possible, grâce à l’utilisation de la tomographie à rayons X (Aylmore, 

1993; Joschko et al., 1993). Cette technique permet l’obtention d’images tridimensionnelles 

du sol d’une résolution de l’ordre de quelques micromètres pour un échantillon de quelques 

millimètres de diamètre (Fig. I.2). La résolution est donc dépendante de la taille de 

l’échantillon. L’analyse des images obtenues renseigne sur les propriétés géométriques 
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basiques du réseau poral notamment sur la porosité, la connectivité et la distribution de la 

taille des pores (ex. De Gryze et al., 2006; Nunan et al., 2006; Sleutel et al., 2008; Baveye et 

al., 2010). Ces données vont permettre de modéliser l’espace poral et d’implanter les modèles 

de la dynamique des MOS en prenant en compte avec précision le réseau poral (Monga et al., 

2009; Ngom et al., 2011). 

 

 

2.5. Structure du sol et matière organique 

 

La structure du sol détermine l’accessibilité des microorganismes aux MOS (Vanveen 

and Kuikman, 1990; Ladd et al., 1996; Six, Paustian, et al., 2000; Ritz et al., 2004; Yoo et al., 

2006), en plus de déterminer la dynamique de l’eau, des gaz, des nutriments et des enzymes. 

La distribution spatiale des MOS au sein du réseau poral est liée à la hiérarchisation en 

agrégat, puisque la MO joue un rôle essentiel dans la formation et la cohésion des agrégats 

(Six et al., 2004). Il a cependant été démontré que bien qu’impactant la structure du sol, les 

bénéfices de la MO sur les propriétés mécaniques du sol soient mineurs, et ce quelque soit le 

type de MO (Pereira et al., 2007). Au travers de leur modèle Struc-C, Malamoud et al. (2009) 

tente de traduire les effets de la quantité de MO sur la structure du sol au travers de 

l’agrégation. 

 

De nombreuses études ont suggéré l’importance de la structure du sol dans la 

régulation de la dynamique du carbone. Par exemple, Franzluebbers and Arshad (1997) ont 

montré que la minéralisation du carbone était plus importante dans les agrégats de grande 

taille (> 0,25 mm), en suggérant que la MO est probablement plus physiquement protégée 

dans les agrégats de taille inférieure à 0,25 mm. De même, Puget et al. (1995) en utilisant la 

méthode de fractionnement, ont montré que le turnover du C des sols était plus lent dans les 

micro-agrégats. 

 

Malgré les progrès effectués, les techniques actuelles ne permettent pas la localisation 

des MOS et l’étude de leur dynamique au sein du réseau poral. En effet, la discrimination des 

MOS apparaît comme très difficile du fait de la faible densité et de la multitude de signatures 

qu’a cette dernière. Avec des techniques puissantes de haute résolution (jusqu’à l’ordre du 

nanomètre) telles que la NEXAFS (Near Edge X-ray Absorption Fine Structure) et la STXM 
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(Scanning Transmission X-ray Microscopy), Wan et al. (2007) ont pu localiser les atomes de 

carbone dans des sols différenciés, mais il est pour le moment impossible de déterminer le 

type de molécule auxquelles ces atomes de C appartiennent. Lehmann et al. (2008) ont quant 

à eux observé que la distribution spatiale de groupements fonctionnels organiques était très 

hétérogène, probablement en lien avec l’hétérogénéité minérale. Cependant, ces techniques ne 

permettent pas une appréciation de la structure en 3 dimensions. 

 

Des recherches sont actuellement menées pour permettre la visualisation des MOS au 

sein du réseau poral. Cette technique consiste à imprégner la MO d’un échantillon de sol au 

tétroxyde d’osmium (OsO4) puis à analyser l’échantillon en micro-tomographie à rayons X au 

synchrotron (Peth et al., Submitted). 

 

Dans le chapitre II de ce manuscrit le lien entre structure et MOS sera abordé. 
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3.  Les acteurs de la décomposition : 

les microorganismes du sol 

 

 

Les organismes du sol regroupent à la fois les microorganismes tels que les archées, 

les bactéries, les champignons et les protozoaires, et des organismes variés classés en fonction 

de leur taille (Gobat et al., 2004) : 

- la mésofaune : d’une taille comprise entre 0,2 et 4 mm, comprenant les 

collemboles, les acariens... 

- la macrofaune : d’une taille comprise entre 4 et 80 mm, comprenant les 

gastéropodes, les insectes... 

- la megafaune : de taille supérieure à 80 mm, comprenant les lombrics et 

vertébrés... 

Cette classification permet de se rendre compte d’une première diversité existant chez les 

organismes du sol, celle de la taille. Mais il existe un autre type de diversité celui des 

métabolismes énergétiques. En effet, certains organismes consomment de la matière minérale 

(les lithotrophes), d’autres de la matière organique (les organotrophes), certains utilisent 

comme source d’énergie la lumière (les phototrophes) et d’autres des réactions chimiques (les 

chimiotrophes). Nous verrons par la suite que cette diversité est bien plus importante, 

notamment chez les microorganismes du sol (partie 3.3 de ce chapitre). 

 

Les microorganismes du sol assurent l’essentiel de la minéralisation du C organique, 

ils sont donc les acteurs majeurs de la décomposition des MOS et par conséquent de la 

respiration hétérotrophe. Ces microorganismes vivent en aérobiose ou anaérobiose, sont 

aquatiques, et leur mobilité est inféodée à la présence d’eau. La plupart des études portant sur 

les effets des changements globaux ont montré que ces changements avaient un effet positif 

sur les microorganismes du sol. Puisque les microorganismes sont directement exposés aux 

changements des régimes hydriques ou à l’augmentation des températures (Young et al., 

2008), l’activité de ces derniers risque d’être modifiée entraînant ainsi une modification dans 

la production de CO2 (ex. Bardgett et al., 2008). En plus d’avoir un impact sur leur activité, il 

a été montré que les changements globaux tout comme les changements de pratiques 

culturales, pouvaient également modifier la physiologie des organismes et même la structure 
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des communautés (Schimel and Gulledge, 1998; Kong et al., 2011). Il est donc nécessaire de 

comprendre les mécanismes de régulation de l’activité des microorganismes du sol afin 

d’améliorer les modèles prédictifs de la dynamique du C, dans un tel contexte. 

 

 

3.1. Les communautés microbiennes et leur activité 

 

Une communauté microbienne est un ensemble d’organismes interagissant entre eux. 

Elle est le résultat de processus intrinsèques (ex. reproduction, mortalité, dispersion), 

d’interactions (compétition, mutualisme), et de facteurs environnementaux. Une communauté 

microbienne se définit donc par sa biomasse, sa diversité, sa structure, et ses fonctions dans 

un écosystème donné. La biomasse microbienne entre en compte dans de nombreux processus 

biogéochimiques et constitue un réservoir de MO. La biomasse ainsi que la diversité et la 

structure d’une communauté sont de bons indicateurs de la qualité biologique et du 

fonctionnement des sols, puisque sensibles aux variations extérieures telles que la 

température, la teneur en eau, les pratiques culturales... La réponse des communautés à ces 

perturbations environnementales peut être de deux types (Allison and Martiny, 2008) : 

- la résistance ; la structure de la communauté et ses fonctions ne sont alors pas 

affectées, 

- la résilience ; la structure de la communauté ainsi que ses fonctions changent après 

la perturbations puis reviennent à leur état initial. 

Dans le cas où ces perturbation entraînent des modifications de la structure de la communauté 

microbienne et/ou de sa diversité sont affectées, et ce avec maintien des fonctions, on parle de 

redondance fonctionnelle (Nannipieri et al., 2003). 

 

Ces changements environnementaux vont avoir des impacts sur les communautés 

microbiennes à différentes échelles de temps, on parle alors de la dynamique des 

communautés. Ces changements s’opèrent aussi bien à l’échelle de la journée qu’à l’échelle 

des saisons. A l’échelle de la journée ces changements peuvent correspondre à des variations 

très rapides de la disponibilité des ressources,  à un événement pluvieux, à un passage de vers 

de terre. A l’échelle des saisons ces changements coïncident au développement de la 

végétation et aux fluctuations climatiques (Bardgett et al., 2005; Schmidt et al., 2007). 
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3.1.1. Influence de la température 

 

Dans le contexte des changements climatiques, l’augmentation de la température va 

affecter la physiologie des microorganismes et la structure des communautés modifiant ainsi 

les processus de décomposition (Schimel and Gulledge, 1998). Ces changements de 

physiologie, de structure des communautés et d’activité seront vraisemblablement très variés 

puisque l’augmentation de température risque de ne pas être homogène dans les sols (Schimel 

et al., 2007). Les microorganismes du sol n’ont pas tous la même tolérance à la température, 

ils vont donc répondre différemment à ce stimulus (Rothschild and Mancinelli, 2001; 

Standing and Killham, 2007). Dans leur étude sur la réponse de la composition et du 

fonctionnement des communautés microbiennes face au réchauffement climatique, Zogg et al. 

(1997) ont montré une augmentation significative de la respiration microbienne et un 

changement de l’abondance des bio marqueurs des bactéries Gram – et Gram+ avec 

l’augmentation de la température. Il a également été observé que la température avait un effet 

différencié sur les profils de métabolites de souches bactériennes extraites de sol (Coucheney 

et al., 2008). En diminuant la disponibilité en azote minéral, il s’avère que le réchauffement 

des sols pourrait limiter l’activité des décomposeurs (Hu et al., 2001). Les effets de la 

température sont très différenciés et dépendent des variables et fonctions prises en compte. 

 

A noter qu’une augmentation de la température va également pouvoir influer sur les 

dynamiques d’eau, de gaz et de nutriments dans les sols (Standing and Killham, 2007), 

induisant une confusion d’effets. 

 

3.1.2. Influence de la dynamique de l’eau et des gaz 

 

L’eau est un élément essentiel pour le maintien de la vie dans le sol. En effet, la 

présence d’eau et sa dynamique au sein du réseau poral permet la diffusion des nutriments, 

d’enzymes, d’oligo-éléments et des gaz dissous, et la dispersion et la connectivité des 

communautés microbiennes (Jocteur Monrozier et al., 1993; Ranjard and Richaume, 2001). 

Cette connectivité entre les communautés microbiennes peut avoir des effets négatifs par la 

prédation et la compétition pour les ressources, mais également des effets positifs par 
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l’augmentation des échanges trophiques, des transferts de gènes et de la communication 

cellulaire (ex. le quorum sensing) (DeAngelis et al., 2008). 

 

Les fortes variations de teneur en eau dans les sols, comme par exemple lors de cycles 

de dessiccation/humectation, impliquent une adaptation des communautés microbiennes 

principalement pour celles vivant dans les macropores, où le diamètre des pores est trop 

important pour retenir l’eau par forces de capillarité. En revanche, dans les micropores c’est le 

problème de la diffusion en oxygène qui se pose. En effet, l’air y est moins souvent renouvelé 

ce qui peut conduire à une anoxie du milieu, favorisant ainsi l’activité de microorganismes 

anaérobies. Dans leur revue portant l’effet de l’humidité des sols sur la respiration 

hétérotrophe des microorganismes, Moyano et al. (2013) renforce l’importance de la prise en 

compte de l’eau à l’échelle porale, et donc de la notion de potentiel matriciel dans les études 

sur la dynamique du C des sols. 

 

3.1.3. Influence de la quantité et de la qualité de 

la matière organique 

 

La MO est la source principale d’énergie des communautés microbiennes. La quantité 

et la qualité de la MO sont intrinsèquement liées à la nature de la végétation. Nombreuses 

sont les études ayant déjà mis en évidence l’influence de la qualité des MOS sur les 

communautés microbiennes (Zhou et al., 2002; Marschner et al., 2003; Lauber et al., 2008). 

Par exemple, Lejon et al. (2007) dans leur étude portant la densité et la structure génétique des 

communautés microbiennes de deux sols agricoles, ont démontré que la composition des 

communautés microbiennes était influencée par la quantité relative de substances humiques 

(acides humiques et fulviques). De même, Nicolardot et al. (2007) ont montré que la structure 

génétique des communautés bactériennes et fongiques était dépendante des systèmes de 

culture, en faisant l’hypothèse que les différentes pratiques induisaient différentes qualités 

biochimiques des résidus végétaux. 

 

 

 



 

 

!
Chapitre*I*–*Contexte*de*l’étude*et*synthèse*bibliographique*

!

! !

44 

3.1.4. Influence de la texture du sol 

 

La texture du sol se caractérise par la composition granulométrique, c’est-à-dire la 

répartition des minéraux par catégories de taille. En comparant la composition des 

communautés microbiennes de 47 sols cultivés, Johnson et al (2003) ont observé une 

corrélation entre la texture des sols et les empreintes moléculaires des communautés 

bactériennes associées. Cette relation avait déjà été observée dans une étude comparant 16 

sols provenant de différents continents (Gelsomino et al., 1999). Ces résultats suggèrent que 

la composition de la communauté microbienne est dépendante de cette propriété du sol. De 

plus, l’étude de Groffman et al. (1996) tend à montrer que l’effet de la texture du sol sur la 

biomasse et l’activité microbienne est plus important que celui induit par les différentes 

plantes de couverture. Cependant il ne faut pas perdre de vue que la texture d’un est fortement 

corrélée à la teneur en MO, pouvant engendrer une confusion d’effets.  

 

3.1.5. Influence du pH 

 

Dans les sols, le pH est dépendant de la nature de la roche mère (ex. une roche mère 

de nature quartzeuse induira un pH acide) et de l’eau (Standing and Killham, 2007). Les 

fluctuations de pH apparaissent déterminantes dans la composition, la structure et la diversité 

des communautés microbiennes (Fierer and Jackson, 2006; Lauber et al., 2008). Bååth et al. 

(1995) ont observé des changements dans les profils des acides gras phospholipidiques 

(PLFA) avec le pH du sol, suggérant que le pH a un impact sur la structure des communautés 

microbiennes. Plus tard, Bååth and Anderson (2003) et Högberg et al. (2007) ont montré 

différentes corrélations entre pH du sol et ratio champignons/bactéries, et entre pH de sol et 

biomasse.  

 

 

3.2. Abondance, diversité et fonction 

 

L’abondance et la diversité des décomposeurs microbiens du sol sont très élevées. Par 

exemple, dans un gramme de sol cultivé on peut observer jusqu’à 109 bactéries, 105 

protozoaires et 1 km d’hyphe mycélien (Young and Ritz, 2005), et sur un hectare la biomasse 
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microbienne peut s’élever à 3000 kg (Ranjard and Richaume, 2001). La diversité des 

microorganismes du sol peut s’observer à différents niveaux: à l’échelle du gène, à l’échelle 

de l’espèce ou encore à l’échelle du fonctionnement. Grâce au développement d’outils 

moléculaires performants, cette diversité a pu être caractérisée et quantifiée. Ainsi, dans un 

gramme de sol on peut trouver entre 6000 et 10000 génomes bactériens (de taille similaire à 

E.coli) dans un sol organique (Torsvik et al., 1998; Torsvik and Øvreås, 2002). 

 

Les études portant sur les effets des pratiques culturales sur la diversité des organismes 

du sol tendent à montrer l’influence du labour, des plantes de rotation et des intrants 

chimiques (Lupwayi et al., 1998, 2001; Ovreas and Torsvik, 1998). Ainsi, Lupwayi et al. 

(2001) ont observé une diversité bactérienne plus importante dans des systèmes non labourés, 

et Ovreas and Torsvik (1998) ont observé une diversité microbienne plus importante dans le 

sol d’un système biologique. Dans les systèmes en agriculture conventionnelle, c’est-à-dire 

labourés avec apports de fertilisants chimiques et de différents biocides sans doute 

responsables de la perte de diversité, la question est de savoir si les fonctions du sol sont 

maintenues.  

 

De nombreuses études ont d’ores et déjà testé l’influence de la diversité microbienne 

des sols sur de nombreuses fonctions telles que la décomposition de la MO, la 

nitrification/dénitrification, la résistance et la résistance à la perturbation, la porosité et 

également la productivité des plantes. Pour ce faire, différentes approches peuvent être 

utilisées : 

- La première et la plus simple, est d’utiliser les différentes diversités microbiennes 

résultant de différents usages ou pratiques et cela pour un même sol (Degens et al., 

2001; Griffiths et al., 2001a). 

- La seconde approche consiste à manipuler la diversité microbienne en réalisant des 

assemblages d’espèces et/ou de souches bactériennes (Bell et al., 2005) : c’est 

l’approche par assemblage. Cette technique n’a a notre connaissance été 

expérimentée que dans le milieu aquatique. 

- Avec la troisième approche la diversité microbienne est également manipulée mais 

cette fois érodée avec des fumigations répétées au CHCl3 (Griffiths et al., 2000; 

Chander et al., 2002) ou alors des biocides spécifiques (Ingham and Coleman, 



 

 

!
Chapitre*I*–*Contexte*de*l’étude*et*synthèse*bibliographique*

!

! !

46 

1984). Du fait qu’avec cette approche des espèces sont éliminées, elle est appelée 

approche destructive. 

- Enfin la quatrième et dernière approche, plus drastique que toutes les autres 

consiste à inoculer un sol préalablement stérilisé (ex. par irradiation aux 

rayonnements gamma) avec des dilutions successives de la suspension 

microbienne initiale du sol, c’est-à-dire non stérilisé (Griffiths et al., 2000; Wertz 

et al., 2006, 2007). Avec cette approche, les microorganismes sont ajoutés à un 

environnement stérile, elle peut donc être qualifiée d’approche constructive 

(Nannipieri et al., 2003). 

 

Dans la première approche, aucun changement artificiel de diversité microbienne n’est 

fait, puisque sont utilisées les variations naturelles de diversité. Cependant avec cette 

méthode, les variations de diversité étudiées sont vraisemblablement plus faibles que celles 

utilisées dans les approches destructive et constructive, et ces variations sont confondues avec 

les autres propriétés des sols. En utilisant l’approche par assemblage, Bell et al. (2005) 

montre une augmentation du taux de respiration avec l’augmentation de la diversité (Fig. I.3). 

Cette augmentation atteint rapidement un plateau qui peut être dû à la redondance 

fonctionnelle des souches assemblées ou à des mécanismes de sélection. Ceci pourrait refléter 

ce qui se passe réellement dans les sols. Cependant, avec cette méthode un biais est induit 

puisque seuls les microorganismes cultivables sont utilisés, et on sait que la plupart des 

bactéries du sol ne le sont pas. 

 

 

 

 

 

Figure I.3: Lien entre la diversité bactérienne et la 

fonction de respiration (Bell et al., 2005). 
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Les troisième et quatrième approches sont également connues sous le nom d’approche par 

retrait, puisque la diversité initiale correspond à la diversité maximale et les diversités 

résultant de la manipulation (par fumigation ou dilution) sont moindres. En utilisant 

l’approche destructive avec fumigation au CHCl3, Griffiths et al. (2000) ont trouvé la preuve 

que la réduction de la diversité microbienne n’est pas aléatoire puisque certains traits 

physiologiques des microorganismes sont sélectionnés. Avec l’approche constructive, seuls 

les microorganismes extractibles sont utilisés et par conséquent la communauté résultante 

pourrait avoir une trop faible diversité microbienne (Griffiths et al., 2000; Nannipieri et al., 

2003). Cependant une simulation mathématique réalisée par Wertz et al. (2006), d’après les 

travaux de Gans et al. (2005), a montré que la gamme de diversité engendrée par de telles 

dilutions pouvait variée de 0 à 8.106 espèces de bactérie par gramme de sol (Fig. I.4).  

 

 

 

 

Figure I.4: Effet des dilutions sur la diversité 

bactérienne (Wertz et al., 2006). 

 

 

 

 

 

Ces expériences de manipulation de la diversité ont rarement montré l’existence d’un 

lien entre diversité microbienne et fonctions, amenant à la conclusion que les communautés 

microbiennes sont caractérisées par une grande redondance fonctionnelle. Comme nous allons 

le voir plus en détail dans la partie suivante, les interactions entre les microorganismes du sol 

et leur habitat peuvent affecter leur fonctionnement. On peut donc alors se demander 

comment la diversité va affecter les interactions entre les communautés microbiennes et leur 

habitat, et quelles en seront les conséquences sur le fonctionnement microbien. Dans le 

chapitre IV de ce manuscrit nous tenterons de répondre à cette question, en manipulant à la 

fois la diversité microbienne (avec l’approche constructive afin de s’affranchir de la sélection 

physiologique des organismes) et l’habitat microbien, et en faisant l’hypothèse que les 
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microorganismes non extractibles correspondent aux espèces les moins abondantes et 

probablement celles qui seraient perdues lors des dilutions. 

 

 

3.3. Distribution spatiale au sein du réseau poral 

 

L’habitat microbien est défini comme un espace où les microorganismes ont accès à la 

ressource énergétique, aux nutriments, à l’eau et à l’air. De plus, cet espace peut conférer aux 

microorganismes un abri permettant de se protéger de la prédation et des conditions 

défavorables, et la possibilité d’interagir avec d’autres organismes (Young et al., 2008). La 

structure du sol joue donc un rôle dans la régulation des interactions entre les populations 

microbiennes de part la création de nombreux habitats contrastés. 

 

L’observation directe de cellules microbiennes par microscopie électronique 

(Kilbertus, 1980; Foster, 1988) et la détermination de la biomasse microbienne après 

fractionnement des agrégats (Gupta and Germida, 1988; Hattori, 1988) furent les premières 

étapes dans l’étude de la distribution des microorganismes du sol. Foster (1988) a ainsi pu 

mettre en évidence le fait que la distribution des microorganismes était liée à la présence de 

racines d’une part et à l’espace poral. Cette étude de la distribution des microorganismes dans 

leur environnement a pu être améliorée par l’utilisation de la fluorescence couplée à la 

microscopie optique (Nunan et al., 2003). Toutes ces observations ont montré une distribution 

spatiale très hétérogène des microorganismes au sein du réseau poral du sol. Les bactéries du 

sol sont principalement localisées dans la porosité fine du sol, moins sujette aux stress 

hydriques, thermiques, chimiques et biologiques. Ainsi, il est estimé dans une étude que près 

de 80% des bactéries du sol vivent dans des pores de taille comprise entre 2 et 6 µm de 

diamètre (Hattori, 1988), comme le montre la figure I.5. Les micro-agrégats constituent donc 

les environnements les plus favorables à la vie bactérienne, alors que les surfaces des agrégats 

constituent des environnements privilégiés pour les champignons (Chenu et al., 2001).  

Avec les avancées techniques dans l’analyse des microorganismes, la caractérisation de leur 

localisation physique et la compréhension de leur distribution spatiale ont été rendues 

possibles (Nunan et al., 2002, 2003; Gonod et al., 2003; Grundmann, 2004; Young and 

Crawford, 2004) (Fig. I.6). 
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to par microscopie électronique à transmission de micro-agrégat contenant des ba

Argiles 

Colonies 

bactériennes 

 
Figure I.5: Colonies bactériennes dans une structure argileuse 

observées en microscopie électronique à transmission (Ladd et al., 

1993). 

 

 

 

 

 

 

Figure I.6: Colonies bactériennes au sein du réseau poral d’un sol 

de surface amendé avec du glucose (A), et après consommation du 

glucose (B) et au sein d’un sol de profondeur (C) (Nunan et al., 

2003). Les colonies sont colorées en bleu. 

 

La distribution spatiale des microorganismes dans les sols est de même que pour leur 

structure, leur composition, leur diversité et leur activité, influencée par les dynamiques de 

l’eau et des gaz, par la teneur en MO, et par la texture du sol. Les variations de teneur en eau 

dans les sols ont un effet sur la distribution spatiale des microorganismes (Ranjard and 

Richaume, 2001). Par exemple, les cycles de dessiccation/humectation affectent directement 

les communautés microbiennes localisées dans la macroporosité impliquant une adaptation 

particulière des microorganismes. A l’inverse, les communautés situées dans la microporosité 

où la rétention en eau est plus importante seront moins impactées. L’effet des gaz dans les 

sols est inverse à celui de l’eau, avec une raréfaction de l’oxygène dans la microporosité 

pouvant conduire à des états anoxiques. La matière organique étant la source énergétique pour 

les microorganismes, est largement impliquée dans les distributions spatiales des 

microorganismes. Ainsi dans les sols bien agrégés on peut retrouver jusqu’à 50% de la MO 

dans les micro-agrégats (Ladd et al., 1993; Virto et al., 2008). De nombreux travaux ont 

montré que la ségrégation spatiale ou au contraire la co-localisation des MOS avec les 
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microorganismes pouvaient influencer les vitesses de dégradation (Balesdent et al., 2000; 

Chenu and Stotsky, 2002; Chenu and Plante, 2006; Salomé et al., 2010). La texture des sols 

est un facteur important de la distribution spatiale des microorganismes dans les sols 

puisqu’influençant de façon directe la structure du sol. Par exemple, Chenu et al. (2001) ont 

montré que dans les sols sableux les bactéries sont localisées à la surface mais aussi à 

l’intérieur des agrégats, tandis que dans les sols argileux elles se situent majoritairement à 

l’intérieur des agrégats. De plus, la prédation joue un rôle dans la distribution des 

microorganismes dans les sols. Les populations bactériennes sont sous le contrôle de 

prédateurs tels que les Protozoaires, qui du fait de leur taille, ne sont pas localisés là où la 

majorité des populations bactériennes se trouvent, c’est-à-dire dans les pores de diamètre 

inférieur à 10 µm (Postma et al., 1989; Sessitsch et al., 2001). 

 

La structure du sol est un des facteurs dominant contrôlant les processus de 

décomposition des MOS (Vanveen and Kuikman, 1990), puisqu’elle détermine la distribution 

spatiale des microorganismes au sein du réseau poral et leur accessibilité aux MOS (Ladd et 

al., 1996; Six, et al., 2000; Ritz et al., 2004; Yoo et al., 2006). La structure semble même 

influer directement sur les communautés microbiennes, puisqu’il a été démontré qu’une faible 

la connectivité du réseau poral induisait une augmentation de la diversité bactérienne (Carson 

et al., 2010), et que la taille de pores influait sur la structure des communautés microbiennes 

(Ruamps et al., 2011).  
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4.  Le contexte : le projet MEPSOM 

 

 

Le projet MEPSOM ou « Modélisation multi-échelle et propriétés émergentes de la 

dégradation microbienne des matières organiques dans les sols » est un projet financé par 

l’ANR au travers du programme SYSCOMM. Porté par Claire Chenu, il a pour objectif 

général de comprendre et prédire les transformations microbiennes du C au sein du sol qui 

constitue un environnement complexe et structuré, et cela dans le contexte actuel des 

changements climatiques et en se focalisant sur la disponibilité de l’eau. 

 

L’objectif principal est de développer et tester de nouvelles approches de modélisation 

de la dynamique des MOS, ce qui permettra d’identifier les caractéristiques du système sol 

contrôlant cette dynamique. Ceci sera réalisé en tenant compte de (i) l’environnement 

physico-chimique dans lequel les microorganismes vivent et évoluent, (ii) l’organisation et la 

distribution spatiale des microorganismes ainsi que de la matière organique, et (iii) la diversité 

des communautés microbiennes du sol. Ainsi l’importance relative des facteurs biotiques et 

abiotiques dans la régulation des dynamiques de la MOS pourra être déterminée. Le 

développement des modèles suivra deux voies, la première consiste en une description 

détaillée de la structure du sol et la seconde en une assimilation des informations obtenues sur 

le système comme la géométrie du réseau poral ou les fonctions microbiennes au niveau de la 

communauté.  

 

Ce projet est divisé en quatre work packages. Le premier a pour but de fournir une 

description complète (physique, chimique et biologique) des systèmes étudiés pour 

implémenter les modèles. Le second work package se focalise sur le développement de 

modèles concernant les transformations biogéochimiques et les dynamiques biologiques dans 

l’espace poral. Enfin, les troisième et quatrième work packages basés sur une série 

d’expérimentations dans des systèmes physiquement simples pour l’un et complexes pour 

l’autre, ont pour but (i) d’établir une hiérarchie entre facteur biotiques et facteur abiotiques, 

tel que l’habitat, dans la régulation de la décomposition du C du sol ou du C apporté et (ii) de 

tester et valider les modèles développés dans le work package 2.  

 



 

 

!
Chapitre*I*–*Contexte*de*l’étude*et*synthèse*bibliographique*

!

! !

52 

Cette thèse est rattachée au work package 4, ainsi les expérimentations effectuées en 

milieu complexe, c’est-à-dire dans le sol, seront utilisées dans l’implémentation des différents 

modèles. Les expérimentations menées fourniront des données sur la relation entre structure 

du réseau poral et activité de décomposition du carbone du sol, mais aussi sur l’importance de 

la diversité et de la composition des communautés microbiennes vis à vis de la décomposition 

du carbone du sol. 
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5.  Problématique, objectifs et 

démarche de la thèse 

 

 

Cette synthèse bibliographique présente une revue globale des connaissances actuelles 

sur les MOS et sur les principaux facteurs influençant leur décomposition (dans la partie 1). 

Elle avait notamment pour but de mettre en avant l’importance de deux types de régulateurs 

de la dynamique du C du sol, c’est-à-dire : 

- la structure du sol qui définit l’habitat microbien (dans la partie 2), et, 

- les décomposeurs microbiens eux mêmes, de par leur structure et leur diversité 

(dans la partie 3). 

En effet, puisque directement affectées par les changements climatiques d’une part et les 

changements d’usage des terres et de pratiques culturales d’autre part, la structure du sol et les 

communautés microbiennes apparaissent comme des régulateurs de la dynamique du C du sol 

dont la compréhension est indispensable. 

 

L’objectif de cette thèse est donc d’évaluer et de hiérarchiser l’importance relative des 

propriétés de l’habitat microbien, et particulièrement celle de la structure du sol, face aux 

propriétés des communautés microbiennes, du point de vue de leur structure, de leur 

composition mais également de leur diversité. Pour ce faire, des dispositifs expérimentaux 

permettant de faire varier les propriétés de l’habitat microbien et celles des communautés 

microbiennes de façon indépendante ou simultanée ont été mis en place. 

 

Le chapitre II présente les résultats de la caractérisation d’un sol où l’application de 

différents systèmes de culture a conduit à sa différenciation. Contrairement aux chapitres III 

et IV, les différences observées entre les systèmes sont dites « naturelles » c’est-à-dire non 

manipulées artificiellement. En effet, dans les chapitres III et IV ce sont respectivement, la 

structure du sol et la diversité microbienne qui sont manipulées afin de répondre aux 

questions 1 et 2 : 

Question*1*:*Quelle*est*l’importance*relative*de*la*structure*du*sol*dans*la**

décomposition*des*MOS?*
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Question*2*:*Quelle*est*l’importance*relative*de*la*diversité*microbienne*dans*la*

décomposition*des*MOS?*

 

Enfin dans le chapitre V, des différences naturelles de propriétés de l’habitat microbien et de 

communautés microbiennes sont utilisées pour tenter de hiérarchiser ces régulateurs de la 

décomposition des MOS et donc répondre à la question 3 : 

Question*3*:*Existe*tDil*une*hiérarchie*entre*propriétés*de*l’habitat*microbien*et*

communautés*microbiennes*dans*la*régulation*de*la*décomposition*des*MOS*?*

 

Grâce à la figure I.8, où les différents mécanismes de régulation de la décomposition 

des MOS sont représentés, la démarche effectuée lors de ce travail de thèse et les questions 

posées ont été clairement explicitées.  

 

 
Figure I.7: Les régulations  de la décomposition des matières organiques des sols (d’après Schimel and Schaeffer, 

2012). 
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AVANTJPROPOS)AU)CHAPITRE)II)

 

Ce chapitre a été conçu dans le but de présenter et caractériser le sol sur lequel une 

grande partie du travail de cette thèse a été réalisé. Pour ce faire, différentes variables ont été 

analysées et différentes échelles d’étude ont été employées. 
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Chapitre*II. Caractérisation)multiJvariables)

et)multiJéchelles)d’un)sol)sous)différents))))

systèmes)de)culture)

)



 

 

!
Chapitre*II*–*Caractérisation*d’un*sol*sous*différents*systèmes*de*culture*

!

! !

60 

RÉSUMÉ)

 

La prédiction des stocks de C des sols représente un enjeu majeur dans le double 

contexte des changements climatiques et d’évolution rapide des systèmes de culture. 

L’amélioration des modèles prédictifs de l’évolution de ces stocks passe par une meilleure 

connaissance et compréhension des processus qui régulent la décomposition des MOS. Les 

essais au champ de longue durée où différents systèmes de culture mis en place afin de 

réaliser une évaluation de leurs potentialités agronomiques, constituent d’excellents outils 

pour l’étude de la dynamique des MOS. 

)

Deux démarches d’étude visant à exploiter la variabilité des caractéristiques d’un sol 

sous des systèmes de culture contrastés pour expliquer les dynamiques des MOS ont été 

poursuivies. La première démarche fut de caractériser le sol sous les différents systèmes (via 

des analyses élémentaires en C et N, des mesures de densité apparente, de biomasse 

microbienne, de structure des communautés microbiennes, et de minéralisation basale (sur 70 

jours), afin de déterminer quels sont les paramètres influençant le plus la décomposition du C 

des sols. La seconde démarche a été d’analyser à fine échelle des agrégats provenant des 

différents systèmes de culture, dans le but de voir si une relation existait entre architecture du 

réseau poral et MO (quantité et qualité).  

 

Les résultats de la première partie montrent une différenciation nette des 

caractéristiques du sol sous système SCV par rapport à celles du sol sous systèmes 

conventionnel et biologique : concentration des matières organiques dans les premiers 

centimètres, biomasse microbienne et densité apparente plus élevées, structure des 

communautés avec une composante fongique plus importante, et minéralisation du C plus 

lente. Dans la seconde partie, le sol sous système SCV s’avère être celui avec la plus grande 

variabilité en terme de quantité et composition de la MO et également en terme d’architecture 

du réseau poral. 

 

Mots-clés:  

Système de culture ; Conventionnel ; Biologique ; Sous Couvert Végétal permanent; Micro-

tomographie à rayons X ; Porosité; Distribution de la matière organique. 
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1.  Introduction 

 

 

Pour répondre aux différents objectifs de production agricole que sont l’augmentation 

de la demande en produits agricoles, le maintien de la rentabilité et de l’emploi agricole, et 

cela en tenant compte des exigences environnementales telles que la lutte contre la pollution, 

la préservation de la biodiversité, la recherche agronomique doit mettre au point de nouveaux 

modes de production. La mise au point d’essais au champ de longue durée, où sur un même 

sol sont appliqués différents systèmes de culture, permet une évaluation de ces systèmes.  

 

Dans la compréhension des processus régulant les dynamiques des MOS, l’analyse des 

impacts sur le sol de ces systèmes de culture apparaît comme un formidable outil. Ce type de 

suivi a d’ores et déjà montré les effets contrastés des pratiques et systèmes de culture sur 

différents facteurs de la décomposition des MOS tels que la nature des apports organiques, 

l’abondance et la nature des décomposeurs (ex. Kong et al., 2011) et la structure du sol (ex. 

Balesdent et al., 2000), et sur le stockage de C dans les sols. Ainsi il semblerait que les 

systèmes de culture en agriculture biologique aient des impacts variables sur le stockage de C 

(Robertson and Campbell, 1997; Robertson et al., 2000; Leifeld and Fuhrer, 2010) ; que les 

systèmes sans labour et avec une couverture végétale puissent stocker du C sur les premiers 

centimètres de profondeur (West and Post, 2002; Lal, 2004; Franzluebbers, 2005; Corbeels et 

al., 2006; Virto et al., 2012). Pour un même sol sous différents systèmes de culture, on peut 

disposer de structures et de statuts microbiens différenciés, et analyser leurs effets respectifs 

sur la décomposition des MOS. 

 

Dans la première partie de ce chapitre nous proposons de  caractériser un sol sous trois 

systèmes de culture contrastés, afin de déterminer quels sont les paramètres physiques et/ou 

biologiques pour lesquels la différenciation a été la plus importante et d’en analyser les 

conséquences possibles sur la dynamique des MO associées. 

 

Des études géostatistiques ont montré que la grande majorité de la variabilité spatiale 

de la décomposition du carbone des sols est due à des processus ayant lieu à l’échelle 

micrométrique (Robertson et al., 1997; Herbst et al., 2009; Lamparter et al., 2009). Les 

communautés microbiennes vivent dans le réseau poral et donc leur accès aux substrats 
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organiques, à l’oxygène et à l’eau dépend de leur localisation au sein du réseau poral, ainsi 

que de la distribution du carbone organique (Sexstone et al., 1985; Prove et al., 1990; Linquist 

et al., 1997; Wang et al., 2001). Ainsi une étude récente a montré l’existence d’une 

biogéographie microbienne à l’échelle porale (Ruamps et al., 2011). La question est à présent 

de savoir si il en va de même pour la distribution de la MO au sein du réseau poral. A notre 

connaissance, la relation entre réseau poral et matière organique n’a pas été étudiée ceci 

probablement à cause des difficultés méthodologiques liées à de telles analyses. 

 

Dans la seconde partie nous nous intéresserons donc à cette relation entre réseau poral 

et matière organique. Le but sera d’identifier les corrélations pouvant exister entre la structure 

du sol et la distribution du carbone organique, à l’échelle des agrégats de sol. Dans cette 

optique nous analyserons la porosité, l’abondance et la qualité des matières organiques dans 

des agrégats d’un sol sous différents systèmes de culture. Cette relation est d’une grande 

importance dans la compréhension des phénomènes de minéralisation des MOS, car elle se 

situe à l’échelle de l’habitat microbien. 
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2.  Matériels et méthodes 

 

 

2.1. Présentation du site expérimental 

 

Le site expérimental de La Cage situé à l’INRA de Versailles (France), est un essai de 

longue durée, où l’application de quatre systèmes de culture (conventionnel ou intensif, 

intégré, biologique et semis direct Sous Couvert Végétal permanent (SCV)) a conduit à la 

différenciation du sol. Mis en place en 1997, cet essai a pour but d’évaluer les performances 

environnementales et techniques de ces quatre systèmes de culture dans le contexte de 

l’agriculture du grand bassin parisien, c’est-à-dire avec une forte proportion de blé (rotation 

un an sur deux) et l’absence d’élevage donc de fertilisant organiques. Les caractéristiques 

générales du sol sont présentées dans le tableau II.1. Le dispositif de l’essai comprend deux 

blocs (I et II) subdivisés en quatre sous blocs correspondant aux quatre systèmes de culture. 

Ces sous blocs sont eux même découpés en deux parcelles de façon à ce que le blé soit 

présent tous les ans sur tous les systèmes de culture (Figure II.1). 

 

Tableau II.1: Caractéristiques principales du sol sur 0-25 cm avant implantation des différents systèmes (d’après le 

rapport du projet Dmostra, 2005). 

Texture** mg.g
$1
&sol& Argiles)(<2)µm)) 167)

* mg.g
$1
&sol& Limons)fins)(2J20)µm)) 182)

* mg.g
$1
&sol& Limons)grossiers)(20J50)µm)) 380)

* mg.g
$1
&sol& Sables)fins)(50J200)µm)) 236)

* mg.g
$1
&sol& Sables)grossiers)(200J2000)µm)) 35)

Matières*organiques* mg.g
$1
&sol& C) 10,0)

* mg.g
$1
&sol& N) 1,01)

pH*(eau)* ) ) 7,4)
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Figure II.1: Le dispositif de l’essai de La Cage situé à l’INRA de Versailles (France). 

 

Les quatre systèmes de culture se distinguent par leurs objectifs (rendements, 

biomasse, ...), leurs contraintes associées et donc par les voies qui seront mises en œuvre pour 

atteindre ces objectifs tout en s’adaptant à ces contraintes. Tout d’abord, le système 

conventionnel est fondé sur la recherche de forts rendements d’où l’utilisation de variétés très 

productives et de bonnes qualités boulangères pour le blé, d’amendements azotés en grande 

quantité et de pesticides, engendrant de forts risques environnementaux. Afin de favoriser le 

fonctionnement racinaire le labour est pratiqué tous les ans sauf après la culture de pois. Avec 

ces hauts niveaux de productions ce système garantit la rentabilité économique. Ce système 

correspond à celui dominant actuellement la région. Ensuite, le système intégré a pour 

objectif de maintenir la marge économique en diminuant les quantités d’intrants apportés et 

en acceptant une baisse des rendements. Ainsi les risques d’impact environnementaux sont 

limités. Le labour est pratiqué un an sur deux pour favoriser le bon fonctionnement racinaire 

et pour limiter les risques parasitaires et de maladies. Puis le système Sous Couvert Végétal 

permanent est basé sur la suppression du travail du sol et le maintien d’une plante de 

couverture (fétuque puis luzerne) y compris pendant le cycle de la culture principale. La 

culture commerciale est implantée dans la culture de couverture contrôlée par fauchage ou 

l’utilisation d’herbicide. Enfin, le système biologique satisfait le cahier des charges de 

l’agriculture biologique interdisant l’emploi d’intrant de synthèse tels que les pesticides 

chimiques et les engrais minéraux. De manière à lutter contre les maladies et les mauvaises 

herbes, des variétés résistantes et le travail du sol sont utilisés. Dans le cas de la région du 
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bassin parisien, l’absence d’élevage oblige à introduire des légumineuses en rotation pour 

assurer la nutrition azotée des cultures, et ponctuellement des engrais organiques sont ajoutés. 

 

Dans ce chapitre nous nous intéresserons uniquement aux systèmes conventionnel, 

biologique et sous couvert végétal permanent (SCV). En effet, ces systèmes nous semblaient, 

au vu de la littérature et des résultats antérieurement obtenus sur le site (Balabane et al., 

2005), les plus pertinents en terme de variations des caractéristiques structurales et 

microbiennes qui sont susceptibles d’affecter la biodégradation des matières organiques des 

sols. Le tableau II.2 présente les caractéristiques des systèmes de culture choisis. 

 

Tableau II.2: Principales différences entre systèmes de culture. 

* Conventionnel* Biologique* SCV*

Travail*du*sol* Labour)3ans/4) Labour) Non)labour)

Objectif*de*production*de*biomasse* +++) +) ++)

Utilisation*de*pesticides* +++) 0) ++(+))

Utilisation*de*fertilisants* +++) 0) ++)

Couverture*permanente* Non) Non) Oui)

Rendement*de*blé*(moyenne*depuis*1998)* 9,8)t.haJ1) 5,0)t.haJ1) 7,7)t.haJ1)

Entrées*de*C*au*sol* +++) +) ++)

 

 

2.2. Caractérisation du sol sous les trois 

systèmes de culture 

 

2.2.1. Profils des teneurs en carbone et azote 

organiques, rapport C/N et biomasse microbienne 

En décembre 2009, trois prélèvements de sol sur 40 cm de profondeur ont été réalisés 

dans chacun des trois systèmes de culture étudiés. De retour au laboratoire, les prélèvements 

de 40 cm de long ont été découpés tous les 2 cm afin d’obtenir des sous échantillons qui ont 

ensuite été séchés à l’air et broyés. Une fois séchés et broyés les échantillons sont analysés via 

un analyseur élémentaire de type CHN (CHN NA 1500, Carlo Elba) afin d’obtenir les teneurs 
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en Cet N organique ainsi que le rapport C/N. La biomasse microbienne a été déterminée par la 

méthode de fumigation-extraction (Vance et al., 1985). 

 

Les effets respectifs de la profondeur et du système de culture sur les teneurs en C et 

N, le rapport C/N et la biomasse microbienne ont été analysés par des analyses de variance 

(ANOVA) à deux facteurs (la profondeur et le système de culture), en utilisant la version 

2.14.0 du logiciel R (R Development Core Team, 2009. R: a language and environment for 

statistical computing. Available: http://www.Rproject.org). 

 

2.2.2. Densité apparente 

Afin de réaliser des mesures de densité apparente sur 0-10 cm de profondeur, trois 

prélèvements dans chaque système de culture ont été effectués. Un cylindre métallique de 10 

cm de hauteur et de volume connu a été enfoncé à l’aide d’une masse dans le sol, puis a été 

extrait de façon à prélever la totalité de son contenu. De retour au laboratoire les prélèvements 

correspondant aux contenus des cylindres ont été séchés à 105°C puis pesés et rapportés au 

volume du cylindre d’extraction, et ce pour obtenir la densité apparente en g. cm-3. Une 

ANOVA à un facteur (le système de culture) a été réalisée pour tester l’effet du système de 

culture sur la densité apparente avec le logiciel R (version 2.14.0). 

 

2.2.3. Analyses des acides gras phospholipidiques 

(PLFA) 

Trois prélèvements sur 0-10 cm dans chaque système de culture ont été réalisés en vue 

des analyses « biologiques ». Pour l’analyse des acides gras phospholipidiques le sol a été 

préalablement tamisé à 5 mm et lyophilisé. 

 

L’analyse des acides gras phospholipidiques a été établie après extraction de 10 g de 

sol en utilisant la méthode décrite par Frostegård et al. (1993). L’ensemble des lipides 

contenus dans les membranes cellulaires des microorganismes est extrait par solubilisation et 

agitation dans un extractant composé de méthanol, chloroforme et tampon citrate. Les 

phospholipides sont ensuite séparés des neutrolipides et des glycolipides par chromatographie 

liquide sur colonne de silice (Extract Clean®Silica, Grace). Les phopholipides ainsi récupérés 

sont dépolymérisés et transméthylés par méthanolyse alcaline. Après la méthylation les acides 
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gras obtenus sont séparés en utilisant un chromatographe en phase gazeuse de type Hewlett 

Packard 6890 muni d’un détecteur à ionisation de flamme (GC-FID). Un standard qualitatif 

composé d’un mélange d’acides gras méthylés allant du C11:0 au C20:0 (BAME, Sigma-

Aldrich) est utilisé pour l’identification des acides gras contenus dans nos échantillons en se 

basant sur leurs temps de rétention. L’abondance relative de chaque acide gras est utilisée 

pour comparer la structure des communautés entre échantillons. Les acides gras contribuant à 

moins de 1% de la totalité du pool d’acides gras ont été enlevés avant l’analyse. La 

nomenclature standard des acides gras a été utilisée, comme décrite dans Frostegård et al. 

(1993). Les acides gras mono-insaturés et les cyclopropylés (C16:1w9, C18:1w9c, C18:1w9t, 

cycC17:0, cycC19:0) correspondent à des marqueurs bactériens Gram- (Zelles, 1999), les 

acides gras iso- et anteiso- (iC15:0, aC15:0, iC16:0, iC17:0, aC17:0) à des marqueurs 

bactériens Gram+ (Zelles, 1999) et le C18:2w(9,12) au marqueur fongique (Frostegård et al., 

1993; Zelles, 1997). Les acides gras cyclopropylés peuvent aussi correspondre à des 

marqueurs d’anaérobes (Hill et al., 2000), el les C18:1w9c, C18:1w9t peuvent dans certains 

sols (par exemple les sols forestiers) correspondre à des marqueurs fongiques (Frostegård et 

al., 2011). La communauté bactérienne totale est représentée par la somme des marqueurs 

Gram- et Gram+ ainsi que les acides gras C15:0 et C17:0. 

 

L’effet des différents systèmes de culture sur la structure des communautés 

microbiennes a été déterminé par des Analyses en Composantes Principales (ACP) en 

utilisant le package « Vegan : Community Eclogy Package » dans la version 2.14.0 du 

logiciel R. 

 

2.2.4. Incubation, mesures du CO2 et quantification 

de la minéralisation du carbone 

Pour chacun des trois systèmes de culture, trois carottes de sol ont été prélevées sur 0-

10 cm de profondeur. Afin de s’affranchir des différences de teneurs en C observées entre les 

systèmes de culture de 0 à 6 cm de profondeur, les cylindres de sol utilisés pour l’incubation 

proviennent de l’épaisseur 6-10 cm. Ces cylindres de 4 cm de hauteur et 4,6 cm de diamètre 

sont incubés « intacts » c’est-à-dire sans modification de structure.  

 

Les échantillons de sol « intacts » et équilibrés au même potentiel matriciel (-31,5 

kPa) après passage en presse de Richards, sont placés dans des bocaux d’un litre, hermétiques 
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et fermés par des septa permettant les prélèvements de gaz. Dans le but de garder la teneur en 

eau des échantillons constante pendant l’incubation, 20 ml d’eau milli-Q sont placés au fond 

des bocaux. Les échantillons sont incubés à 20°C dans l’obscurité pendant 70 jours. 

 

La minéralisation du C organique est évaluée en mesurant la production de CO2 par 

les microorganismes du sol. La concentration en CO2 dans l’atmosphère des bocaux est 

déterminée aux jours 1, 3, 7, 14, 21, 28 et 70 de l’incubation, par chromatographie en phase 

gazeuse à l’aide d’un MICROGC (Agilent 3000A, Santa Clara, CA, USA). Après chaque 

mesure, les bocaux sont ouverts et l’atmosphère y est renouvelée avec de l’air reconstitué, 

humide et dépourvu de CO2 (Fig. II.2). A noter qu’au début de l’incubation, l’atmosphère des 

bocaux était également dépourvue de CO2. Les différences de minéralisation basale totale 

entre systèmes de culture en fin d’incubation ont été analysées par une ANOVA à un facteur 

(le système de culture). 

 

 
Figure II.2: Bocal d’incubation, dispositif de mesure de la concentration en CO2 et système de renouvellement d’air. 

 

 

2.3. Distribution de la matière organique dans des 

agrégats des différents systèmes de culture 

 

2.3.1. Micro-tomographie à rayons X 

En septembre 2011, quatre cylindres de sol ont été prélevés sur l’épaisseur 6-10 cm 

dans les systèmes conventionnel, biologique et SCV, et en plus de cela quatre cylindres de sol 

sur l’épaisseur 2-6 cm dans le système SCV. De cette façon, en comparant (i) les deux 

épaisseurs du système SCV (2-6 et 6-10 cm), (ii) les trois systèmes de culture sur la même 
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épaisseur et (iii) le système sans labour face aux systèmes labourés, on pourra tester (i) l’effet 

de la quantité de matière organique, (ii) l’effet de la qualité de la matière organique et (iii) 

l’effet de la structure du sol sur la géométrie du réseau poral à l’échelle micrométrique. Une 

fois prélevés les échantillons sont emballés et envoyés à l’Agroecosystems Research Group 

de l’Université de Sydney. 

 

Trois agrégats d’environ 4 mm de diamètre par cylindre de sol sont prélevés et séchés 

à l’air avant d’être scannées en micro-tomographie à rayons X (MicroXCT-400, Xradia) à une 

résolution de 5 µm. Pour l’analyse, l’agrégat de sol est placé sur une platine de rotation entre 

une source de rayons X et un détecteur fixe. L’échantillon en rotation est alors bombardé par 

le faisceau de rayons X permettant ainsi d’obtenir des radiographies d’absorption à différents 

angles de projection. L’utilisation du logiciel Soil Laboratory développé à l’Université de 

Sydney permet ensuite la reconstruction et le seuillage des données d’absorption binaires (2D) 

en images tridimensionnelles (3D). L’analyse de ces images tridimensionnelles permet enfin 

d’obtenir les propriétés géométriques basiques du réseau poral (volume total, porosité total, 

porosité connectée, surface totale, ...) (Fig. II.3). Une fois scannés, les agrégats ont été 

renvoyés en France afin d’y être broyés et analysés leur teneur en C organique et la 

composition de leur matière organique. 

 

 
Figure II.3: Analyse en micro-tomographie à rayons X et reconstruction tridimensionnelle d’un agrégat de sol. 

 

2.3.2. Mesures du carbone organique total 

De la même façon que pour les profils réalisés pour la caractérisation des systèmes de 

culture, le C organique contenu dans les agrégats scannés a été mesuré en utilisant un 

analyseur élémentaire de type CHN (CHN NA 1500, Carlo Elba). 
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2.3.3. Spectroscopie moyen infra-rouge par réflexion 

diffusive à transformée de Fourier 

Afin de caractériser la composition de la MO contenue dans les agrégats de sol 

provenant des différents systèmes de culture, la technique de spectroscopie moyen infra-rouge 

(SMIR) a été employée (Nicolet iS10, Smart Diffusive Reflectance, Thermo Scientific). Le 

rayonnement moyen infra-rouge (c’est-à-dire avec des longueurs d’onde de 400 à 4000 cm-1) 

est projeté sur l’échantillon, préalablement broyé finement (< 200 µm) et réfléchi dans toutes 

les directions. Une partie du rayonnement est absorbée par l’échantillon et l’autre partie est 

redirigée vers le détecteur. Du fait du peu de matériel à notre disposition, chaque agrégat a été 

broyé et mélangé à une poudre de bromure de potassium (KBr) qui est dit « transparent » à la 

lumière infra rouge, et donc n’affectant pas le signal résultant. L’analyse des données 

obtenues par spectroscopie moyen infra-rouge a été effectuée par une Analyse en 

Composantes Principales (ACP) en utilisant la version 2.14.0 du logiciel R. 
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3.  Résultats et Discussion 

 

 

3.1. Caractérisation du sol sous les trois 

systèmes de culture 

 

La Figure II.4 montre les profils des teneurs en C et N organiques ainsi que le profil 

du rapport C/N dans les 3 systèmes de culture étudiés sur 0-40 cm de profondeur. Les teneurs 

en C et N, le rapport C/N ainsi que la biomasse microbienne diminuent significativement avec 

la profondeur et varient significativement selon les systèmes de culture (ANOVA, P < 0,001). 

Le système SCV est significativement différent des systèmes labourés (conventionnel et 

biologique), qui ne sont pas significativement différents entre eux. 

 

Dans les premiers centimètres de profondeur du système SCV les teneurs en C et N 

organiques sont plus de deux fois supérieures à celles des systèmes conventionnel et 

biologique. Les systèmes conventionnel et biologique présentent quant à eux des profils de 

teneurs en C et N similaires. De nombreuses études ont déjà montré cette différence de 

teneurs en C et N entre systèmes labourés et non labourés sur les premiers centimètres de 

profondeur qui s’explique par une accumulation en surface de la matière organique (Kandeler 

et al., 1999; Grandy and Robertson, 2007; Fernández et al., 2010). Cependant dans ces études 

il est difficile de voir à partir de quelle profondeur les différences disparaissent. Grâce à notre 

mode d’échantillonnage, il nous a été possible de déterminer que c’est à partir de 6 cm de 

profondeur que les teneurs en C et N entre les trois systèmes de culture deviennent similaires. 

Dans leur article comparant la distribution du C organique entre des systèmes labourés et non 

labourés, Salvo et al. (2010) montrent eux aussi que la profondeur où la différenciation entre 

les systèmes disparaissait était de 6 cm. Entre 28 et 34 cm de profondeur il est intéressant de 

noter une légère diminution des teneurs en C et N dans les trois systèmes probablement due à 

la semelle de labour. Initialement c’est-à-dire avant 1997, l’ensemble du site de La Cage était 

cultivé selon le système conventionnel, le fait que ce décrochement soit aussi observé dans le 

système SCV résulterait donc du passif des pratiques antérieures. 

 

La biomasse microbienne dans le sol du système SCV est près de quatre fois 

supérieure à celles des systèmes travaillés sur les six premiers centimètres de profondeur. 
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Cookson et al., (2008) a également observé cette différenciation entre système conventionnel 

et système non labouré pour la biomasse microbienne et ce sur les 10 premiers centimètres de 

profondeur. Ce résultat est à mettre en relation avec les teneurs en matière organique plus 

importante en surface. D’autres travaux comparant le système conventionnel au système 

biologique ont montré une biomasse microbienne significativement supérieure dans le 

système biologique (Marinari et al., 2006; Tu et al., 2006). Dans notre étude nous n’avons pas 

obtenu de telles différences entre ces deux systèmes, cependant il ne faut pas perdre de vu 

qu’il existe une multitude de systèmes de culture biologiques et que comparer leurs effets 

peut être un exercice périlleux. 
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Figure II.4: Profils des teneurs en carbone et azote organiques, du rapport C/N et de la biomasse microbienne des sols 

sous les différents systèmes de culture. En bleu le système conventionnel, en vert le système biologique et en rouge le 

système SCV. Les barres d’erreur correspondent aux erreurs standards (n=3). 
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La densité apparente dans le système SCV est significativement plus élevée que celles 

des systèmes de culture conventionnel et biologique (ANOVA, P < 0,05) (Fig. II.5). Elle 

n’est toutefois pas significativement différente entre les systèmes de culture conventionnel et 

biologique. La différence significative entre système SCV et les systèmes labourés peut 

s’expliquer par le fait de l’absence de travail du sol dans le système SCV et donc un plus 

grand tassement du sol (Rahman et al., 2008). D’autres travaux n’ont quant à eux pas montré 

une telle différence que ce soit sur 5 ou 18 cm de profondeur (Puget and Lal, 2005; Grandy 

and Robertson, 2007; Fernández et al., 2010). Ces différences entre études peuvent 

s’expliquer par le fait que les plantes de couverture, les précédents culturaux, les propriétés du 

sol, les conditions climatiques mais également les périodes de prélèvement soient différentes. 

Il est évident qu’après un épisode de labour, les différences entre les systèmes labourés et le 

SCV seront nettement plus importantes qu’après une récolte.  

 

 

 

 

Figure II.5: Densité apparente sur 0-10 cm 

de profondeur des différents systèmes de 

culture. En bleu le système conventionnel, en 

vert le système biologique et en rouge le 

système SCV. Les barres d’erreur 

correspondent aux erreurs standards (n=3). 

 

 

 

 

La structure des communautés microbiennes du système SCV est significativement 

différente de celles des systèmes conventionnel et biologique, et ce selon l’axe 1 de l’ACP 

(ANOVA, P < 0,01) (Fig. II.6). Aucune différence significative n’a été observée selon l’axe 2 

de l’ACP, c’est-à-dire entre les systèmes de culture conventionnel et biologique. Les acides 

gras responsables de la différence significative selon l’axe 1 de l’ACP sont le marqueur 

fongique C18 :2w(9,12) et les C18 :1w9 cis- et trans- pouvant également correspondre à des 

marqueurs fongiques. Bien que nos résultats ne soient pas quantitatifs, une étude réalisée sur 

les sols des mêmes systèmes de culture a observé une biomasse fongique significativement 
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plus abondante pour le sol du système SCV (Henneron et al., Submitted). Dans leurs études 

respectives, Acosta-Martínez et al. (2007) et Rahman et al. (2008) ont également observé une 

abondance relative des biomarqueurs fongiques supérieure dans les systèmes sans labour. 

L’absence de labour semble donc favoriser le développement fongique. Ces résultats sont en 

accord avec ceux de la littérature, et en particulier ceux de Frey et al. (1999) où l’abondance 

d’hyphes sur 0-5 cm est nettement supérieure dans le système non labouré comparé au 

conventionnel.  
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Figure II.6: Analyse en Composantes Principales (ACP) des profils des acides gras phospholipidiques (PLFA) extraits 

du sol sous les différents systèmes de culture, et loadings des acides gras responsables de la différenciation. En bleu le 

système conventionnel, en vert le système biologique et en rouge le système SCV.  

 

Après 70 jours d’incubation, la minéralisation cumulée du C est significativement 

différente entre les différents systèmes de culture (ANOVA, P < 0,01) (Fig. II.7). La 

minéralisation cumulée en fin d’incubation varie entre les systèmes selon l’ordre : SCV < 

Conventionnel < Biologique. Pour rappel, la quantité de C organique sur l’épaisseur 

considérée (6-10 cm) est de 10 mg C. g-1 sol sec, et cela dans chacun des sols des trois 

systèmes. Même si la différence de minéralisation observée ici entre les systèmes de culture 

conventionnel et biologique n’est pas significative, on est amener à se demander si une plus 

grande diversité microbienne dans le sol du système biologique aurait un rôle dans la 

minéralisation du C. En effet, il a été démontré que l’absence de pesticides et de fertilisants de 

synthèse caractérisant les systèmes biologiques pouvait améliorer la diversité du sol 

(Edwards, 2002; Mäder et al., 2002). Dans le système SCV, la minéralisation cumulée est 

significativement plus faible que celles des systèmes de culture conventionnel et biologique 

Acides*gras*phosphoD
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(P < 0,01). Dans l’étude de Fernández et al. (2010), la minéralisation du C dans le sol du 

système non labouré est quant à elle supérieure à celle du C du sol du système conventionnel. 

Cependant ce résultat est à prendre avec précaution puisque les valeurs de minéralisation ne 

sont pas rapportées aux teneurs en C respectives des sols sous les deux systèmes, et donc 

exprimées en mg C.kg-1 de sol. En exprimant les données en mg C.g-1 de C du sol, on obtient 

une minéralisation du C plus faible dans le système SCV que dans le système conventionnel 

et donc en accord avec nos résultats. Une étude de De Neve et Hofman (2000) mettant en lien 

la minéralisation des MOS dans des échantillons où le degré de compaction varie est en 

accord avec nos résultats. En effet, cette étude montre l’influence négative de la compaction 

sur la minéralisation des MOS, en particulier du carbone organique. Dans notre étude, le sol 

du système SCV sur 0-10 cm est le plus compact et celui où la minéralisation du C est 

moindre. Nous faisons l’hypothèse que la minéralisation est ralentie du fait d’une aération 

moindre dans les cylindres du sol sous SCV ou du fait d’une accessibilité moindre des MO 

aux microorganismes. L’incorporation des résidus de culture via le labour pourrait favoriser la 

décomposition de la MO en fournissant des conditions favorables de température et 

d’humidité aux décomposeurs microbiens (Rahman et al., 2008). De plus cette incorporation 

pourrait, en augmentant le contact entre sol et résidus, favoriser la colonisation microbienne 

des résidus et permettre une meilleure fourniture d’azote. 

 

 

Figure II.7: Minéralisation basale 

du carbone dans les différents 

systèmes de culture. En bleu le 

système conventionnel, en vert le 

système biologique et en rouge le 

système SCV. Les barres d’erreur 

correspondent aux erreurs 

standards (n=3). 
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3.2. Distribution de la matière organique à 

l’échelle de l’agrégat 

 

Des sections en deux dimensions obtenues après analyse en micro-tomographie à 

rayons X de certains agrégats provenant des différents systèmes de culture sont représentées 

en figure II.8. Une appréciation visuelle semble indiquer que les agrégats des systèmes SCV 

(aux deux profondeurs) ont une plus grande porosité que ceux des systèmes labourés. Les 

résultats de densité apparente présentés dans la partie 3.1 de ce chapitre, montrent que le 

labour est associé à une plus grande porosité à l’échelle décimétrique, alors que ces 

observations suggèrent une réduction de la porosité intra agrégat. 

 

 
Figure II.8: Images obtenues après analyse en micro- tomographie à rayons X d’agrégats provenant des différents 

systèmes de culture à une résolution de 5 µm. 

 

Pour tester si une relation existait entre réseau poral et MO, nous avons décidé de 

mettre en relation une variable descriptive du réseau poral : la porosité totale, et la teneur en C 
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organique (Fig. II.9). La figure II.9 montre l’existence d’une relation entre porosité totale et 

teneur en C organique pour les agrégats du systèmes biologique (r2 = 0,51). Pour les agrégats 

du système conventionnel, même si aucune relation n’a été observée, la tendance est la même 

que pour les agrégats du système biologique. En effet, dans ces deux systèmes il semblerait 

que plus la porosité augmente plus la teneur en C augmente. En ce qui concerne le système 

SCV, aucune relation entre porosité et teneur en C n’a pu être observée et ce quelque soit la 

profondeur d’échantillonnage. Dans les agrégats du système SCV la porosité et la teneur en C 

sont très variables à la différence des agrégats des systèmes labourés.  

En l’absence de labour, la ségrégation spatiale de la MO pourrait être plus importante ce qui 

entraînerait une accumulation de C organique à des endroits inaccessibles aux décomposeurs 

microbiens. Cette hypothèse est renforcée par le fait qu’il a été observé une telle variabilité 

dans la fonction de minéralisation du C dans des agrégats du sol de ce même système non 

labouré (Sauvadet, 2012). 

 

 

 

 

Figure II.9: Relation entre teneur en carbone 

organique et porosité totale pour les agrégats 

provenant des différents systèmes. En bleu le 

système conventionnel sur 6-10 cm, en vert le 

système biologique sur 6-10 cm, en rouge le 

système SCV sur 6-10 cm et en orange le système 

SCV sur 2-6 cm. 

 

 

 

 

La composition de la MO contenue dans les agrégats des différents systèmes et 

obtenue par analyse en spectroscopie moyen infra rouge est représentée en figure II.10. Les 

systèmes de culture n’ont pas d’effet significatif sur la composition des MO des agrégats. 

Cependant, de même que pour la relation entre porosité et teneur en C, la composition des 

MO contenues dans les agrégats du système non labouré (SCV) est beaucoup plus variable 

que celle des MO contenues dans les agrégats des systèmes labourés (conventionnel et 

biologique). Du fait de l’absence de labour l’incorporation de la MO dans les agrégats du 
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système SCV, provenant d’une part de la plante cultivée et d’autre part de la plante de 

couverture, est vraisemblablement très hétérogène. 

 

 

 

Figure II.10: Analyse en Composante 

Principale (ACP) de la composition des 

matières organiques obtenue par 

spectroscopie moyen infra-rouge (MIRS) 

dans les agrégats provenant des différents 

systèmes. En bleu le système conventionnel 

sur 6-10 cm, en vert le système biologique 

sur 6-10 cm, en rouge le système SCV sur 

6-10 cm et en orange le système SCV sur 

2-6 cm. 

 

 

 

Dans les sols labourés avec absence de plante de couverture, il existe donc une relation 

à l’échelle de l’agrégat entre porosité, teneur en C et composition des MO. Il serait donc à 

présent intéressant de compléter ces données par une analyse des communautés microbiennes 

à l’échelle de l’agrégat comme l’a déjà fait Davinic et al. (2012). En effet ce dernier a étudié 

les communautés microbiennes à l’échelle de l’agrégat par pyroséquençage en les associant 

aux résultats de composition chimique de la MO obtenue par spectroscopie moyen infra 

rouge. 

 

Cette étude est à notre connaissance une des premières cherchant à mettre en relation 

des résultats obtenus par des analyses en micro-tomographie à rayons X et des mesures 

standards (telles que la détermination de la teneur en C ou l’analyse par spectroscopie proche 

IR), et ce pour un grand nombre d’échantillons. Les informations qui en découlent pourraient 

être utilisées pour implémenter les modèles déterminant comment la distribution à micro-

échelle du C pourrait réguler les dynamiques du C dans les sols. 
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4.  Conclusion 

 

 

Cette caractérisation nous montre que quelque soit l’échelle d’étude, le système SCV, 

c’est-à-dire non labouré, se distingue largement des systèmes conventionnel et biologique 

labourés. En effet, à l’échelle macroscopique, le sol du système non labouré avec une 

couverture végétale permanente (SCV) a une concentration en MO dans les premiers 

centimètres, une biomasse microbienne et une densité apparente plus élevées, une structure 

des communautés microbiennes avec une composante fongique plus importante, et une 

minéralisation du C plus lente. A l’échelle de l’agrégat, la porosité ainsi que la quantité et la 

qualité de la MO ont une plus grande variabilité pour le sol du système SCV. 

 

Les pratiques culturales, et plus particulièrement du labour et le semis direct sous 

couvert végétal permanent, ont des impacts physiques et biologiques sur les sols allant de 

l’échelle de la parcelle à celle de l’agrégat. 

)
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AVANTJPROPOS)AU)CHAPITRE)III)

 

Les résultats du second chapitre concernant la décomposition du carbone d’un sol sous 

différents systèmes de culture montrent que la structure du sol affecte la minéralisation des 

matières organiques dans les sols considérés. En effet, le système de culture non labouré et où 

la densité apparente est la plus élevée, minéralise moins de carbone que les systèmes labourés. 

 

Dans ce chapitre III nous avons donc décidé de tester l’influence de la structure du sol 

sur la décomposition du carbone organique du sol, et alliant outils physiques et biologiques. 
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RÉSUMÉ)

 

Les communautés microbiennes vivent dans le réseau poral du sol où leur accès aux 

substrats organiques, à l’oxygène et à l’eau dépend de la façon dont ce réseau est structuré. 

Dans cette étude, nous nous sommes intéressés à la relation entre la structure du sol et la 

dynamique des MOS, en mesurant les cinétiques de minéralisation dans des échantillons où 

l’on a fait varier la structure du réseau poral.  

 

Des cylindres de sol avec différentes structures (non perturbée, tamisée et désagrégée 

par agitation dans l’au), mais avec la même densité apparente ont été incubés et la 

minéralisation du C organique natif et apporté (via des substrats marqués au 13C, fructose et 

vanilline) a été mesurée pendant 127 jours. Afin de se focaliser sur l’effet de la structure 

obtenue par ces traitements, ce n’est qu’une fois les effets immédiats des perturbations 

causées par les traitements de structure passés, que l’incubation a débuté. A la fin de 

l’incubation, la biomasse microbienne et la structure des communautés microbiennes ont été 

déterminées. Les cinétiques de minéralisation ont été mises en relation avec les paramètres 

structuraux qui ont été déterminés par micro-tomographie à rayons X.  

 

Les traitements de structure n’ont pas eu d’effet sur la minéralisation du C natif  et du 

C apporté, et cela même si les caractéristiques de la porosité étaient significativement 

différentes. Cependant, la structure des communautés microbiennes dans les échantillons non 

perturbés était significativement différente de celles des échantillons dispersés. Ces résultats 

semblent indiquer que ni l’accès qu’ont des décomposeurs aux substrats organiques, ni les 

conditions environnementales dans lesquelles a lieu la décomposition, n’ont été affectés par 

les traitements de structure du sol. Cela suggère que les contrôles de la biodégradation des 

MO auraient lieu à des échelles spatiales en deçà de celles qui ont été modifiées dans cette 

étude. 

 

Mots-clés:  

Carbone organique du sol; Minéralisation ; Dynamiques du carbone ; Structure du sol ; Etat 

stationnaire ; Micro-tomographie à rayons X ; Habitat microbien. 



 

 

!
Chapitre*III*–*Effets*de*la*structure*du*sol*

!

! !

87 

ABSTRACT)

 

Soil microbial communities live in the soil pore network and therefore the access they 

have to organic substrate, oxygen and water depends on how this network is structured. In this 

experimental study, the relationship between soil structure and SOM dynamics was 

investigated by measuring the kinetics of organic C decomposition in samples that varied only 

in the physical structure of the soil pore network.  

 

Soil cores with different structures (undisturbed, sieved and disaggregated by agitation 

in water), but with the same bulk density, were incubated and the mineralisation of native and 

added (13C-labelled substrates, fructose and vanillin) organic C was measured for a period of 

127 days. The incubation was commenced after the immediate effects of the perturbations 

caused by the soil structural treatments had dissipated. At the end of the incubation, the 

microbial biomass and microbial community structure were determined. The respiration 

kinetics were not related to soil structural parameters, which were determined using X-ray 

micro-CT.  

 

The structure treatments had no significant effect on the mineralisation of soil or 

added organic C, despite the significantly different physical environments. However, the 

microbial community structures of the undisturbed and dispersed samples were significantly 

different. These results indicate that neither decomposer access to organic substrate nor the 

environmental conditions in which decomposition occurred were impaired by the soil 

structure treatments and suggest that the controls on C dynamics may take place at scales 

below those that were manipulated in this experiment. 

 

Keywords:  

Soil Organic Carbon; Mineralisation; Carbon dynamics; Soil Structure; Steady state; X-ray 

micro-Computed Tomography; Microbial habitat. 
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1.  Introduction 

 

 

In order to better understand how soil C dynamics are affected by environmental 

changes and by the evolution of cropping systems, it is necessary to identify the mechanisms 

that regulate SOM decomposition. A number of regulatory mechanisms have been postulated 

(e.g. Six et al., 2002): (i) the intrinsic recalcitrance of OM, (ii) differential microbial activity 

related to microbial community structure or to local environmental conditions, and (iii) 

processes related to the physical and chemical properties of the soil matrix (i.e., physical 

protection, protection by adsorption). However, it has recently been suggested that the 

decomposer access to organic substrate is the primary regulatory mechanism governing OM 

turnover (Dungait et al., 2012). 

 

Soil structure is a three-dimensional arrangement of solid particles and voids, that 

results in a complex pore network in which microbial communities reside.  The pore network 

is believed to regulate microbial access to organic substrate (Ladd et al., 1996; Chenu et al., 

2001; Ritz et al., 2004; Yoo et al., 2006) as well as fluxes of water, oxygen, nutrients and 

enzymes (Sexstone et al., 1985; Prove et al., 1990; Linquist et al., 1997; Wang et al., 2001). 

The complex nature of the pore network results in a heterogeneous distribution of water and 

air that varies as function of the matric potential of the soil. As bacteria are most active at the 

air-water interface (Strong et al., 2004) and fungal spread, through hyphal extension, tends to 

occur in air-filled porosity (Harris et al., 2003), the matric potential determines, in part, the 

extent and location of microbial activity in soil. Therefore the maximum equivalent pore neck 

diameter and connectivity of water-filled pore space, as well as the location of soil organic 

matter (SOM) in the pore network will influence SOM decomposition rates. In the literature, 

many studies have suggested that the structure of soil regulates C dynamics. Franzluebbers 

and Arshad demonstrated that C mineralisation was higher in large aggregates (> 0.25 mm) 

and suggested that this was because OM was more physically protected in small aggregates (< 

0.25 mm). Similarly, Puget et al. (1995), using a fractionation method, showed that C 

turnover was slowest in micro-aggregates. In a review of the effect of tillage practices on C 

dynamics, Balesdent et al. (2000) concluded that disruption of soil structure through tillage 

increases C mineralisation. It has also been demonstrated that the disruption of soil structure, 

either by sieving (e.g. Tisdall and Oades, 1982; Hassink, 1992; Balesdent et al., 2000; Salomé 
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et al., 2010; Thomson et al., 2010) or drying and wetting treatments (Adu and Oades, 1978; 

Lamparter et al., 2009) induces an increase of C mineralisation. These results show that the 

disruption of the physical structure of soil, at various scales, induces an immediate flush of C 

mineralisation either because it releases organic compounds making them available to 

microorganisms, or because O2 availability is increased. What is not clear however, is the 

extent to which the physical structure of soil controls C dynamics in soils not subjected to 

perturbations such as physical disruption or dry-wet cycles. In soils with different physical 

structures the spatial distribution of water-filled pores, and therefore of sites of microbial 

activity, is likely to be different. It is reasonable to expect therefore, that C mineralisation 

would be affected by different physical structures too. 

 

The physical environment that is involved in the protection of organic matter in soils 

can now be characterised with X-ray micro-Computed Tomography (X-ray micro-CT) 

(Nunan et al., 2006; Baveye et al., 2010). X-ray micro-CT can reveal the internal pore 

geometry of undisturbed soil samples or aggregates (Peth et al., 2008; Baveye et al., 2011). In 

addition to more readily obtainable bulk measures such as pore volume and pore size 

distributions, various quantitative measures can be obtained from the pore geometry including 

connectivity of pore networks (Perez-Reche et al., 2012), connectivity of macro-pores (Luo et 

al., 2010) and pore-solid surface area (Falconer et al., 2012). This has been used to reveal how 

soil structure is affected by soil biota (Feeney et al., 2006), and soil management (Kravchenko 

et al., 2011) and how this relates to fungal growth dynamics (Pajor et al., 2010), water 

distribution and microbial interactions (Falconer et al., 2012) as well as greenhouse gas 

emission (Lubbers et al., 2011). In this study X-ray micro-CT was used to quantify how the 

pore geometry, as quantified by pore volume, connectivity and pore-solid surface area, was 

affected by different physical treatments of soil samples in order to determine how pore 

network properties were related to microbial mineralisation of organic C. 

 

The objective of the present study is to determine whether different soil structures 

affected C mineralisation when conditions were constant (i.e. soil physical structure and 

moisture content did not vary over time). This was achieved by creating microcosms in which 

the structure of a sandy loam soil was altered, and by measuring C mineralisation rates once 

the effects of the perturbation (sampling and alteration of structure) had passed. Two different 

soluble substrates (fructose and vanillin) with different chemical complexities were added in 
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order to determine whether the alterations in soil structure affected the mineralisation of 

soluble compounds. The effects of the treatments on the pore networks of the samples were 

then quantified using X-ray micro-CT. The variables describing the pore networks were 

related to the mineralisation rates measured during an incubation that lasted 4 months. We 

hypothesised that the treatments changed the connectivity of the pore volume and the pore-

solid interface area. It was also hypothesised that these changes in soil structure would affect 

the continuity and tortuosity of water filled paths and therefore the length of diffusion 

pathways between substrate and decomposer. Finally, it was hypothesised that structural 

changes would affect the continuity and tortuosity of air filled paths and so the colonisation of 

soil by fungi and their access to SOM and the diffusion of O2 and CO2. 
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2.  Materials and Methods 

 

 

2.1. Soil sampling 

 

In the spring of 2010, undisturbed soil cores (5cm diameter) were sampled from the 

surface 15 cm of the conventional cropping system in the “La Cage” long-term trial at the 

INRA research centre of Versailles (France) and stored at 4°C until use. The plots sampled 

were set to wheat at the time of sampling. Organic C and total N contents at a depth of 6-10 

cm (the depth from which the samples were taken for the incubation) were 9.3 ± 0.7 and 1.0 ± 

0.07 mg g-1 dried soil, respectively. The soil is classified as Eutric Cambisol (FAO; 17% clay, 

56% silt and 27% sand) with a pH (water: soil = 1) of 7.4 and a CEC of 11.5 cmol kg-1.  

 

 

2.2. Preparation of soil cores 

 

After sampling, undisturbed soil subsamples were excised from the field cores at a 

depth equivalent to 6-10 cm. The excised samples were used to prepare the different structure 

treatments.  A third of the samples was left intact and was used for the “undisturbed structure” 

treatment. A second third of the samples was sieved to < 5 mm.  This treatment was called the 

“sieved structure” treatment. The final third of the samples was disaggregated by agitation in 

water with glass beads, according to the protocol proposed by Balesdent et al. (1998). This 

ensured the disruption of all aggregates > 50 µm. The soil suspension was then air-dried and 

sieved to < 5 mm into artificial aggregates. This final treatment was named the “dispersed 

structure” treatment. The soil in both disturbed treatments was compacted with a hydraulic 

press to obtain the same bulk density as that of the undisturbed treatment (1.4 g cm-3). To 

ensure that there was no gradient in bulk density, the soil was packed in layers. In total, 17 

samples were prepared for each physical structure treatment. Nine per treatment were used for 

the preparation of the microcosms as described below, three to establish the matric potential 

curves and five for X-ray micro-CT analysis. 

 

In the literature it is commonly observed that soil structure perturbations (by grinding, 

sieving or through drying and wetting treatments) induces an immediate flush of C 
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mineralisation. The increased C mineralisation rate generally lasts for a few days up to a 

maximum of 4 weeks (Gregorich et al., 1989; Hassink, 1992; Franzluebbers and Arshad, 

1997; Franzluebbers, 1999; Franzluebbers et al., 2000; Stenger et al., 2002). In order to 

exclude the C mineralisation flush from the incubation, the treated samples were pre-

incubated for two months at 20 °C and -31.5 kPa.  

 

 

2.3. Addition of two 13C-labelled substrates 

(fructose and vanillin) and incubation 

 

In order to determine how the different soil structures affected the mineralisation of 

soluble substrate, the mineralisation of two different soluble, uniformly 13C-labelled 

substrates (fructose and vanillin – Cambridge Isotope Laboratories, USA) was monitored. 
13C-labelled substrates were used in order to differentiate the mineralisation of the added 

substrate from that of native soil organic C.  

 

After the two month pre-incubation, samples were amended with a solution of either 
13C-labelled fructose or 13C-labelled vanillin at a concentration equivalent to 15 mg substrate 

C g-1 soil C. To determine the δ13C of the added solutions (δ13C fructose = 1722‰ and δ13C 

vanillin = 1272‰), they were previously lyophilised and then analysed with an elemental 

analyser (EA) coupled to an isotopic ratio mass spectrometer (IRMS) (Annexe A). The 

substrate solutions (2.4 mL) were applied to the surface of the samples using a multi-channel 

pipette. This ensured an even distribution of solution across the samples. Unlike the native 

soil organic matter, the added soluble substrates were located in specific pore sizes in the pore 

network of the samples: the substrate solutions (or water in the case of the control samples) 

were added in order to bring the matric potential of the samples to -31.5 kPa, meaning that the 

substrates were located in pores with a maximal pore-neck diameter of 9.5 µm (the Jurin-

Laplace equation). As the pre-incubation was also carried out at -31.5 kPa, the samples were 

dried slightly prior to the substrate addition by leaving the flasks open for several hours. 

Fructose and vanillin were chosen because they are soluble, but differ in their chemical 

complexity, one being a sugar and the other an aromatic aldehyde. This allowed us to 

determine whether there was any interaction between the mineralisation of different types of 

organic C and changes in soil structure. In order to verify the depth to which the substrates 
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penetrated into the samples, at the end of the incubation depth profiles for 13C were 

established by measuring the 13C signature at 1 cm depth increments.  

Immediately after amendment the samples were placed on sample holders in 1 L air-

tight jars with spring-lock catches. The jars were sealed with rubber gaskets and a glass lid 

fitted with a septum for headspace sampling. The jars had a wide opening to enable the 

incubation of undisturbed cores. In order to keep the soil moisture levels constant during the 

incubation, 20 mL water was placed at the bottom of each jar. The samples were incubated at 

20°C in the dark for 127 days.  

 

 

2.4. Measurements of CO2 concentration, δ13C and 

quantification of organic matter mineralisation 

 

Organic C mineralisation was monitored by measuring CO2 concentration in the 

microcosms' headspaces on days 1, 3, 7, 14, 21, 28, 49, 70, 91 and 127 of the incubation. The 

CO2 concentration (ppm) was determined by gas chromatography with a MICROGC (Agilent 

3000A, Santa Clara, CA, USA). The δ13C of the headspace CO2 was measured using an 

automatic unit that combined a gas chromatograph 5890 GC (Hewlett-Packard, Palo Alto, 

California, USA) coupled to an isotope ratio mass spectrometer (IRMS) (Isochrome III, 

Micromass-GVI Optima) equipped with a 3 m column filled with a Prorapak QS stationary 

phase (80-100 mesh) (Annexe B). After each measurement, all jars were opened and flushed 

with reconstituted and moistened CO2-free air. At the beginning of the incubation the jars’ 

atmosphere was CO2-free. 

 

SOC mineralisation in samples that had received labelled substrate (fructose or 

vanillin) was calculated using the following equation: 

SOC mineralisation = α × Qsample        (1) 

where α = (Afructose or vanillin-Asample)/(Afructose or vanillin-Acontrol), Q is the amount of CO2 in the 

flask's atmosphere in mg CO2-C kg-1 dried soil and Afructose or vanillin, Asample and Acontrol 

represent the isotopic abundance of fructose or vanillin, of CO2 in the sample headspace and 

of CO2 in headspace of control samples (i.e. samples to which water was added rather than 

labelled substrate), respectively. The mineralisation of labelled substrate was calculated using 

the following equation: 
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Fructose or vanillin mineralisation = (1-α) × Qsample     (2). 

 

 

2.5. Microbial biomass and phospholipid fatty 

acids analysis (PLFA) 

 

At the end of the incubation, the microbial biomass in samples was determined by 

fumigation-extraction (Vance et al., 1987), using the modifications described in Gaillard et al. 

(1999). 

 

Lipid profiles were established after extraction from 10 g soil using the method 

described by Frostegård et al. (1993). Phospholipids were separated from neutral- and 

glycolipids on solid phase extraction columns (Extract Clean®Silica, Grace). After 

methylation the fatty acid methyl esters (FAME) were identified using the retention time of 

chromatograms and mass spectral comparison on a Hewlett Packard 6890 gas chromatograph 

equipped with either a Flame Ionisation Detector (GC-FID) or an Agilent 5973 Electronic 

Impact (70 eV) quadripole Mass Spectrometer (GC-MS). A standard qualitative bacterial acid 

methyl esters mix (Sigma-Aldrich) that ranged from C11:0 to C20:0, was used for the 

identification of sample FAME based on retention time. The relative abundance of each fatty 

acid was used to compare the community structure between the samples. All fatty acids 

contributing less than 1% to the fatty acids pool were removed before analysis. Standard fatty 

acid nomenclature was used, as described previously in Frostegård et al. (1993). Mono-

unsaturated and cyclopropyl fatty acids (C16:1w9, C18:1w9c, C18:1w9t, cycC17:0, 

cycC19:0) were taken as Gram-negative bacterial biomarkers (Zelles, 1999), iso- and anteiso-

fatty acids (iC15:0, aC15:0, iC16:0, iC17:0, aC17:0) as Gram-positive bacterial biomarkers 

(Zelles, 1999), C18:2w(9,12) as a fungal biomarker (Frostegård et al., 1993; Zelles, 1997). 

Cyclopropyl fatty acids can also be taken as anaerobes biomarkers (Hill et al., 2000). The 

total bacterial community was represented by the sum of the Gram-positive and Gram-

negative bacterial biomarkers as well as C15:0 and C17:0. Fungi/Bacteria and Gram-

positive/Gram-negative ratios were calculated by dividing the respective sums of biomarkers.  
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2.6. Soil water retention and pore size classes 

 

The moisture retention characteristics of 9 soil samples (3 per structure treatment) 

were established using pressure plates (Richard’s press) in order to determine (i) the matric 

potential at which the volume of water-filled porosity was similar across treatments, (ii) the 

effect of the different structural treatments on the pore size distribution and (iii) the volume of 

pores accessible to microorganisms across the structure treatments. The matric potential at 

which the volume of water-filled pores was the most similar across treatments was -31.5 kPa 

(Fig. III.1). The incubation was carried out at this matric potential, indicated by the red dotted 

line in Figure III.1. The saturation was incomplete in the sieved and undisturbed treatments, 

probably due to the presence of large pores that were not completely filled with water or 

trapped air bubbles. As the bulk density was the same in the three physical structure 

treatments, the total porosity was also the same across structure treatments. Therefore, the 

water content of the dispersed treatment at saturation was used as the saturation value for all 

the treatments. This part of the water retention curve in Figure III.1 is greyed to indicate that 

the values were not all measured directly.  

 

V
o

lu
m

e
 o

f p
o

re
 (c

m
 .c

m
   )

Undisturbed

Sieved

Dispersed

0
.0

0
.1

0
.2

0
.3

0
.4

0
.5

0
.6

Pore diameter (µm)

Saturation 1 10 31.5 100 315 1000 1600

Saturation 300 30 9.5 3 0.95 0.3 0.19

Matric Potential (-kPa)

W
a

te
r 

C
o

n
te

n
t 

(c
m
3
.c
m

−
3
)

3
-3

0
.0

0
.1

0
.2

0
.3

0
.4

0
.5

0
.6

a a

b
a

a

b

a ab
b

a

ab
b

 
Figure III.1: Matric potential curves and pore volume in each pore size class for undisturbed (black), sieved (grey) 

and dispersed (white) treatments. The maximum neck diameter of water-filled pores at each matric potential was 

determined using the Jurin-Laplace equation. The grey surface in the figure corresponds to the part of the moisture 

retention curve not measured directly in the undisturbed and sieved samples. The vertical red dotted line corresponds 

to the incubation matric potential. Letters indicate significant differences across structure treatments in each pore 

size class analysed (P < 0.05). Errors bars represent standard error (n=3). 
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2.7. X-ray micro-tomography 

 

In order to explain the structure treatment effects on C mineralisation, X-ray micro-CT 

was used to identify solid and pore space in the samples. This technology enabled us to 

quantify pore geometries, providing information on porosity, pore connectivity, specific 

density of surface area and pore size distribution. The resolution that can be obtained using X-

ray micro-CT depends on the sample size. Three different sample sizes (5 cm diameter, 4 cm 

in height; 1.5 cm in diameter, 2.5 cm in height and aggregates of 1-2 mm) were used for 

scanning to obtain three resolutions (32 µm, 13 µm and 3 µm) (Table III.1). Five replicates of 

each treatment and samples size were used for scanning. The soil cores and aggregates were 

scanned with a Metris X-Tek HMX CT scanner at energies ranging from 90kV to 125 kV and 

67 µA to 131 µA, with 3010 projections. A Varian Paxscan 2520 V detector, a 225 kV X-ray 

source (Nikon Metrology X-Tek Systems Ltd, Tring, UK) and a focal spot of 5 µm were used. 

The energy of the beam for the three different sample sizes was adjusted to the electron 

density of the materials. A molybdenum target was used with either a 0.25 mm or 0.5 mm 

thick aluminium filter to reduce beam hardening. Metris software CT Pro v2.0 was used for 

reconstruction using a filtered back-projection algorithm. The large soil cores (prepared as 

described above) were scanned before, subsamples from the centre of these cores were taken 

using an aluminium cylinder (1.5 cm diameter, 2.5 cm in height). These subsamples were 

scanned and then left to dry. The dried soil was sieved to aggregate sizes of 1-2 mm. One 

aggregate of each soil core was scanned. 

 

Table III.1: X-ray micro-CT descriptors. 

Sample*type*
Sample*size* Filter* Energy* Current* Voxel*size* Analysed*volume*

cm& mm& keV& µA& µm& mm
3
&

Cylinder* Л)(2.5)2)×)4) 0.25) 125) 65J67) 32) 8.2)

Cylinder* Л)(0.75)2)×)2.5) 0.5) 100) 84J108) 13) 3.3)

Aggregates* 0.01J0.02) 0.5) 90) 130J131) 3) 0.8)
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2.8. Image analysis 

 

2D cross sections (top view) from the 3D volumetric images of soil samples of 

different sizes were saved as image sequences (slice thickness = voxel size) using VGStudio 

MAX v2.1 software. These images were cropped to a size of 256 × 256 × 256 voxels. The 

cropped images were converted to binary images using a fully automated segmentation 

method. This method determined a thresholding value by minimizing the intra class variance 

given by the mean square error (MSE) between the greyscale and the corresponding binary 

image. A pre-classification of the pore and solid populations in addition to the well-

established Otsu’s technique was included (Otsu, 1979; Hapca, S.M. et al., 2012). Cross 

sections were selected for visual comparison of soil structure and quantitative measures were 

obtained at each of the spatial scales for porosity, pore connectivity and the surface area. 

 

 

2.9. Statistical analyses 

 

Statistical analyses were performed using R version 2.14.0 (R Development Core 

Team, 2009. R: a language and environment for statistical computing. Available: 

http://www.Rproject.org).  

 

A two-compartments, first-order model (equation 3) was used to describe the 

mineralisation kinetics of the two added substrates:  

CO2 = Cfast (1-e-αt) + Cslow (1-e-βt)       (3) 

where t is time in days, Cfast is the pool of substrate C (fructose or vanillin) that was directly 

mineralised, Cslow is the pool of substrate C that was mineralised more slowly and α and β are 

the associated first-order rate constants. The effect of the various treatments on the 

mineralisation of fructose and vanillin was verified by ANOVA on the four model 

parameters. The rate parameters (α and β) were log transformed before ANOVA in order to 

normalise the data. The use of this model to describe the mineralisation of the added 

substrates can be justified on the basis that a portion of the substrate C is mineralised directly 

whilst the remaining substrate C is mineralised only after microbial processing. This means 

that the molecular form of part of the labelled C was altered before being mineralised. It is 

also probable that some of the original substrate was mineralised more slowly because it was 
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located in pores that did not contain degraders and therefore had to diffuse to sites of 

degradation activity. The model was not used to describe the SOC mineralisation curves as 

the model did not converge.  

Differences in carbon mineralisation during the incubation were also determined by 

repeated measures analysis of variance of daily mineralisation rates,, with time as within-

subject factor and structure and substrate treatments as between-subjects factors. Differences 

in the fugal to bacterial ratio were analysed by two-way ANOVA (structure x substrate 

amendment). The impact of the treatments (structure and substrate amendment) on microbial 

community structure (PLFA) was determined after ordination by Principal Components 

Analysis (PCA) using the “Vegan: Community Ecology Package” in R. 
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3.  Results 

 

 

3.1. Soil organic carbon mineralisation 

 

Figure III.2 shows the cumulative and daily mineralisation of SOC in the control 

samples of the undisturbed, sieved and dispersed treatments. At the end of the incubation, 

303.2 mg CO2-C kg-1 soil was mineralised in undisturbed soil samples, 255.5 mg CO2-C kg-1 

soil in sieved samples and 305.2 mg CO2-C kg-1 soil in dispersed samples. No significant 

difference in the SOC mineralisation was observed among treatments. This was true for both 

the daily rates and the cumulative curve (Fig. III.2).  

 

The undisturbed, sieved and dispersed samples amended with fructose produced 

352.8, 269.0 and 291.7 mg CO2-C kg-1 soil of native SOC during the incubation, respectively 

(data not shown). Similar amounts of SOC were mineralised in vanillin-amended samples 

(301.3 mg CO2-C kg-1 soil, 285.4 mg CO2-C kg-1 soil and 289.9 mg CO2-C kg-1 soil in 

undisturbed, sieved and dispersed samples, respectively). No significant differences in SOC 

mineralisation rates were observed among soil structure treatments. Furthermore, no 

significant effect of amendment on cumulative SOM mineralisation was observed (i.e. no 

cumulative priming effect). 
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Figure III.2: Cumulative and daily soil organic carbon mineralisation in control treatments for undisturbed (full 

lines), sieved (dashed lines) and dispersed (dotted lines) treatments. Values are expressed as mg C-CO2.kg
-1

 dry soil 

equivalent and mg C-CO2.kg
-1

.day
-1

 dry soil equivalent, respectively. Error bars represent standard error (n=3). 

 

 

3.2. Substrate spatial distribution and 

mineralisation 

 

The extent of spread of the substrates was verified at the end of the incubation by 

measuring the distribution of isotopic label. Both substrates penetrated to the same depth (2 

cm), regardless of physical treatment, indicating that the diffusion of the substrates was not 

affected by treatments.  

 

Figure III.3 shows the cumulative and daily mineralisation of fructose (a) and vanillin 

(b) in the undisturbed, sieved and dispersed treatments. In the undisturbed samples, 61% of 

fructose C and 31% of vanillin C were mineralised during the incubation. In sieved samples, 

these values were 55% and 30% for fructose and vanillin, respectively; in dispersed samples 

56% and 34%. At the end of the incubation, the amount of fructose mineralised was 

significantly higher than the amount of vanillin for all the structure treatments (P < 0.001). 

The structural treatments only had a significant effect on the daily mineralisation of fructose 

at the beginning of the incubation (P < 0.001) and on the Cfast pool rate of fructose 

mineralisation (P < 0.05) (Table III.2). The dispersed samples mineralised significantly less 
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fructose than the other structural treatments on the first day of incubation and more between 

days 1 and 3 (Fig. III.3a). The rate of mineralisation of the Cfast pool was lower in the 

dispersed than in the sieved or undisturbed samples (Table III.2), also indicating that the onset 

of fructose mineralisation was slightly slower in these samples. 
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Figure III.3: Cumulative and daily (a) fructose and (b) vanillin mineralisation for undisturbed (full lines), sieved 

(dashed lines) and dispersed (dotted lines) treatments. Values are expressed as mg C-CO2.kg
-1

 dry soil equivalent and 

mg C-CO2.kg
-1

.day
-1

 dry soil equivalent, respectively. Error bars represent standard error (n=3). 
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Table III.2: Means and standard deviations of the four model parameters for the substrate (fructose and vanillin) and 

structure (undisturbed, sieved and dispersed) treatments. In each column letters indicate significant differences across 

structure treatments (P < 0.05). 
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3.3. Microbial biomass and phospholipid fatty 

acids (PLFA) profiles 

 

The microbial biomass in sieved samples, regardless of substrate amendment, was 

significantly higher than in the other structure treatments (P < 0.001). No significant effect of 

substrate addition on the microbial biomass was observed (data not shown).  

 

The ratio C18:2w(9,12) to bacterial PLFA was used as an index of the fungal/bacterial 

ratio. This ratio was significantly lower in dispersed samples (P < 0.05) (Fig. III.4a) even if 

no difference in fungal or bacterial biomarkers was found. The fungal/bacterial ratio was not 

significantly affected by the substrate additions. 

 

Microbial community structure at the end of the incubation differed significantly 

among structure treatments (Fig. III.4b). This was evident along the second principal 

component axis (P < 0.01), which represented 24% of the total variance in the PLFA data. 

Undisturbed samples were significantly different from the dispersed ones. The difference in 

community structure between the two treatments was mainly due to higher relative 

abundances of Gram-positive biomarkers (aC15:0, iC15:0, iC16:0, iC17:0) in the undisturbed 

samples. The microbial community structure was not affected by the substrate amendment. 
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Figure III.4: Fungal to bacterial ratio (a) and Principal Component Analysis (PCA) of phospholipid fatty acids 

(PLFA) profiles (b) at the end of the incubation for the different soil structures (undisturbed in black, sieved in grey 

and dispersed in white) in controls, amended with fructose and amended with vanillin samples. Asterisks indicate 

significant differences across structure treatments (P < 0.05). Error bars represent standard error (n=3). 
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3.4. Soil water retention, porosity, connectivity 

and specific density of surface area 

 

Figure III.1 shows that at the wet end of the water retention curves (matric potentials 

of -1 and -10 kPa), dispersed samples contained significantly more water than either 

undisturbed or sieved samples (P < 0.05). Significant differences in volume of pore were 

observed across structure treatments for the pore size classes > 300 µm (P < 0.001), 9.5-30 

µm (P < 0.001), 3-9.5 µm (P < 0.05) and < 0.19 µm (P < 0.05).  

 

Assuming pores with a neck diameter < 0.3 µm are too narrow for microorganisms to 

gain access and pores with a neck diameter above 9.5 µm are air-filled at the matric potential 

of incubation, the volume of pores accessible to microorganisms for each of the structure 

treatment has been estimated (Fig. III.5). The volume of pores accessible to microorganisms 

was not significantly different among structure treatments. However, the air-filled porosity 

and the fine sized pores that were inaccessible to microorganisms showed significant 

differences among treatments (Fig. III.5). 
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Figure III.5: Air-filled, water-filled and accessible to microorganisms and water-filled but not accessible to 

microorganisms volumes of pores at the incubation matric potential. Letters indicate significant differences among 

structure treatments in each pore size class (P < 0.05). Errors bars represent standard error (n=3). 
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The micro-CT images confirmed that the treatments had a significant effect on the 

pore network properties (Fig. III.6). At the lowest resolution, where only pores larger than 32 

µm were visible, large connected channels were visible in the image of the undisturbed 

sample, and clusters of large pore volumes were seen in the sieved sample. However, the 

dispersed sample did not reveal pores at this scale. In contrast, at the highest resolution, where 

within aggregate pore space was visible, all treatments look similar in their pore geometry. 

This was confirmed by an analysis of the pore network properties. Figure III.7 shows porosity 

(a), connectivity (b) and specific density of surface area (c) in the three treatments at the 

different resolutions (32 µm, 13 µm and 3 µm). At resolutions of 13 µm and 32 µm, the 

different soil structure treatments were significantly different in porosity, pore connectivity 

and surface area (P < 0,001) as the dispersed samples showed no detectable porosity (Fig. 

III.6). These significant effects were still apparent at the resolution of 32 µm when the 

dispersed samples were removed from the ANOVA (P < 0.001). In the images obtained at a 

resolution of 3 µm, no significant difference among structural treatments was observed for 

porosity, pore connectivity or surface area. 
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Figure III.6: Examples of grey scale and binarized images of undisturbed, sieved and dispersed soils. The scans were 

obtained at resolutions (voxel sizes) of 3, 13 and 32 µm. No porosity was detected in the images of dispersed samples at 

the optical resolutions of 13 and 32 µm. 
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Figure III.7: Image based porosity, pore connectivity and surface area for the undisturbed (black), sieved (grey) and 

dispersed (white) treatments at resolutions of 3 µm, 13 µm and 32 µm. Porosity and pore connectivity values are 

expressed in % of the total volume analysed; surface area values are expressed in µm
2
.µm

-3
 of soil volume. Asterisks 

indicate significant differences across structure treatments (P < 0.05). Errors bars represent standard error (n=5). 
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4.  Discussion 

 

 

The effect of differences in soil structure and pore network properties (connectivity, 

pore size class, etc.) on the mineralisation of SOM was investigated because it is now well 

established that alterations in the physical structure of soil has an immediate impact on 

microbial activity and in particular on the mineralisation of SOM (e.g. Salomé et al., 2010; 

Thomson et al., 2010). The flush of mineralisation that occurs after physical perturbation has 

long been taken as evidence that the physical structure of soil constrains OM dynamics. The 

constraint is believed to be based on the spatial separation of OM and microbial degraders, as 

microbial access to organic substrate is limited in the complex network of soil pores (e.g. 

review in Dungait et al., 2012). It is also presumed that alterations in the physical structure 

bring previously separated OM and degraders together, thereby reducing the constraint on 

mineralisation. This scenario suggests that the regulation of C mineralisation is dependent on 

microbial decomposer access to substrate either via microbial spread and/or diffusion of 

enzymes towards substrate or of substrate towards decomposers. Therefore, alterations of the 

diffusion pathways (of substrate to sites of decomposition, metabolites away from sites of 

decomposition, but also of oxygen to sites of activity) are likely to have more far-reaching 

effects on microbial activity than merely inducing an immediate flush of activity: a long-

lasting effect on steady-state activity might be expected. The importance of diffusion 

pathways has been identified in both empirical and theoretical studies (Schjonning et al., 

2003; Or et al., 2007). In this study it was hypothesised that changes in soil structure would 

affect the continuity and tortuosity of water filled paths and therefore the length of diffusion 

pathways between substrate and decomposer. It was also hypothesised that structural changes 

would affect the continuity and tortuosity of air filled paths and so the colonisation of soil by 

fungi and their access to SOM. 

Although the C mineralisation flush induced by the physical treatments is likely to 

have resulted in different amounts of mineralisable C in the different treatments at the start of 

the incubation, with more in the undisturbed samples, this mineralisable C was protected from 

mineralisation in the samples prior to the physical treatment and it is likely that it remained so 

in the samples of the undisturbed treatment. It is reasonable therefore, to assume that any 

differences among treatments were due to the different soil architectures.  
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4.1. Soil structure changes and mineralisation 

 

The applied treatments clearly resulted in different soil architectures: there was a shift 

from larger to smaller pores and the extent of the shift was related to the intensity of the 

physical disruption imposed on the samples. The results show that at the scale of aggregates, 

the treatments did not have a large effect on the geometry of the pore space. It should be 

noted however, that even for these smallest samples, a substantial part of the pore volume 

cannot be detected by X-ray micro-CT (i.e. the pores smaller than the resolution of the scan). 

Therefore, conclusions can only be drawn about pore sizes and the connectivity of pores with 

diameters greater than the detection limit. Despite the different physical environments 

induced by the treatments at the larger scale, with the exception of the initial fructose 

mineralisation rates, no significant difference in mineralisation rates was observed. These 

finding corroborate those of Stenger et al. (2002), who did not observe any difference in total 

C or N mineralisation between intact and sieved/refilled cores during an incubation of 183 

days. Their incubation was also preceded by a 4 weeks pre-incubation period.  

 

It may be that only porosity that was not directly accessible to microorganisms was 

significantly altered by the treatments, as evidenced by the water retention curves (Fig. III.1 

and III.5). The lack of a relationship between the pore network properties measured by X-ray 

micro-CT at the lower resolutions and the C mineralisation kinetics was probably due to the 

fact that the majority of this pore volume was air-filled. Indeed, microbial decomposition of 

organic C is generally confined to the water-filled pores (Chenu and Stotsky, 2002; Or et al., 

2007) and it is natural therefore that these structural changes would have only a minor effect 

on decomposition rates.  

 

The data further suggest that the water-filled pore network was sufficiently connected 

in all treatments for normal rates of mineralisation to be maintained. An alternative 

explanation for the lack of treatment effects is that any increase in organic C availability as a 

result of the dispersal and increase in water-filled pore connectivity coincided with a decrease 

in oxygen availability, the two opposing effects cancelling each other out. This is unlikely 

however, as the mineralisation of the added substrates was also unaffected by the structure 

treatments. If anoxic conditions had developed and reduced microbial activity, then the 
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mineralisation of the substrates would also have been affected, but this was not the case. 

Furthermore, it has been suggested that the fatty acids cyc17:0, and cyc19:0 are signatures of 

anaerobes (Hill et al., 2000) and one would have expected an increase in such biomarkers in 

dispersed samples had anoxic conditions developed, but none were apparent. The slower rate 

of fructose mineralisation observed at the beginning of the incubation in the dispersed 

samples was probably because the fructose penetrated into the sample at a slower rate in the 

dispersed samples due to the lack of large connected pores. The coarse-scale alterations were 

therefore important for mass transfer by advection.  

 

Fructose mineralisation was always higher than that of vanillin in all physical 

treatments, probably reflecting substrate complexity and adsorption/desorption (Zhang et al., 

2007). Moreover, no priming effect was observed during this experiment, unlike what was 

observed in the of Guenet et al. (2012). The latter observed an increase in C mineralisation 

after the addition of fresh organic matter in the same soil. This difference can be explained by 

the utilisation of soluble and easily degradable substrates in this experiment as opposed to 

cellulose in Guenet et al. (2012). The addition of fructose or vanillin probably did not provide 

sufficient energy to stimulate microbial activity and generate SOC mineralisation (Fontaine et 

al., 2004). Another explanation for the absence of priming effect is that the substrates added 

did not stimulate fungal growth and their subsequent exploration of the soil architecture for 

organic C (Salomé et al., 2010). Indeed, no difference in fungal biomarkers was found 

between control and amended samples. 

 

 

4.2. Microbial biomass and microbial community 

structure 

 

Although the structure treatments had no effect on SOC or substrate mineralisation, 

microbial community structure and microbial biomass were affected, suggesting dissociation 

between the size of the microbial biomass and C mineralisation rates. Others have mentioned 

this before (Kemmitt et al., 2008; Paterson, 2009), and suggested that OM mineralisation is 

regulated by abiotic processes converting non-bioavailable substrates to bioavailable ones. 

This was termed the “Regulatory Gate” mechanism. 
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Microbial biomass and microbial community structure were both affected by structure 

treatment, as has been shown elsewhere (Thomson et al., 2010). The fungal to bacterial PLFA 

ratio appeared to be lower for the dispersed treatment. The reduction of macro porosity in the 

dispersed samples may have led to a decrease of fungi, because fungi are rarely found in 

micro pores (Killham et al., 1993). Hattori (1988) showed that 80-90% of fungi are restricted 

to larger pores. This is consistent with work by Harris et al. (2003) and Otten et al. (1999) 

showing preferential fungal exploration through larger and air-filled pores. Moreover, it is 

known that soil management has an impact on mycelia, so it is reasonable to expect fungal 

hyphae to be disrupted during the dispersion phase (Young and Ritz, 2000). 
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5.  Conclusion 

 

 

In this study we used different experimental tools (biological, physical) to investigate 

the role of soil structure in regulating carbon dynamics. The soil structure treatments applied 

had no effect on either the mineralisation of soil or added OM, despite the different pore 

geometries for pores larger than 13 µm induced by the treatments. The results suggest that the 

imposed soil structure changes did not have an impact on the accessibility of microbial 

decomposers to added substrates or soil organic matter, possibly because the control soil 

structure has on carbon dynamics takes place at spatial scales below those modified in this 

experiment (< 13 µm). These results may therefore be specific to the treatments and 

experimental set-up used here and one might expect different results had the incubations been 

carried out at different matric potentials or using soils with different textures, as this would 

have resulted in different connectivity of air-filled and water-filled porosity. For example, had 

the incubation been carried out under wetter conditions in a soil with higher clay content, then 

anoxia may have developed in the dispersed samples. Had the incubation been carried out 

under drier conditions then any potential differences in the connectivity of water-filled 

porosity, not apparent here, may have induced differences in mineralisation rates.  

 



 

 113 

 



 

 114 



 

 115 

AVANTJPROPOS)AU)CHAPITRE)IV)

 

Dans le précédent chapitre, nous avons vu que les modifications de la structure du sol, 

n’ont pas eu d’impact sur la minéralisation du carbone organique. En effet, ces altérations de 

structure ne modifiaient pas l’échelle spatiale à laquelle l’accessibilité des substrats aux 

microorganismes serait importante, et elles garantissaient dans toutes les situations une 

aération suffisante du sol. 

 

Dans le chapitre II, une des hypothèses émises pour expliquer les différences de 

minéralisation entre les systèmes de culture, a été celle d’une plus grande diversité 

microbienne dans les sols où la minéralisation du carbone était la plus importante.  

 

La question à présent est donc de savoir si la diversité microbienne est réellement une 

variable importante à prendre en compte dans l’étude de la biodégradation des matières 

organiques des sols. 
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RÉSUMÉ)

 

Les organismes du sol sont d’une importance fondamentale pour beaucoup de 

fonctions, telles que la décomposition de la matière organique, le recyclage des nutriments et 

les flux d’énergie. La plupart des recherches tendent à montrer que les communautés 

microbiennes des sols sont fonctionnellement redondantes, suggérant qu’il y a peu de relation 

entre la diversité microbienne et les fonctions des sols. L’activité des communautés 

microbiennes est connue pour être affectée par l’environnement physique dans lequel elles 

vivent. Nous avons donc ici étudié les effets de la diversité microbienne et ceux des 

changements d’environnement physique (par modification de la structure du sol) sur la 

minéralisation du C organique (C natif et apporté via l’addition de substrat). 

 

Des échantillons de sol, au préalable ayant été soumis à différentes perturbations 

physiques et stérilisés, ont été inoculés avec une communauté microbienne à différents 

niveaux de diversité. Une fois inoculés les échantillons ont été incubés pendant 127 jours et la 

minéralisation du C organique natif et ajouté (fructose et vanilline marqués au C13) a été 

mesurée. Ce travail réside dans l’hypothèse selon laquelle l’ampleur de l’effet des 

changements dans la structure du sol sur la minéralisation du C pourrait s’accroître lorsque la 

diversité microbienne diminue. 

 

Le traitement diversité semble avoir un effet significatif sur la minéralisation du C 

organique natif et sur celle du C apporté par les substrats. La structure du sol quant à elle, n’a 

un effet significatif que sur la minéralisation du C apporté par les substrats. Aucune 

interaction entre les traitements diversité et structure du sol n’a été observée, indiquant que la 

relation entre diversité et décomposition du C organique n’est pas dépendante de 

l’environnement physique du sol. 

 

Mots-clés: 

Diversité microbienne du sol; Structure du sol; Minéralisation du carbone organique du sol; 

Dynamiques du carbone. 
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ABSTRACT)

 

Soil organisms are of fundamental importance for many soil functions, such as OM 

decomposition, nutrient cycling and energy flow. Most of the research suggests that soil 

microbial communities are functionally redundant, meaning that there is little relationship 

between microbial diversity and soil functions. However, the activity of biological 

communities is known to be affected by their physical environment. Here, the effects of 

changes in microbial diversity and soil structure on organic C mineralisation (native soil 

organic C and added substrate organic C) were investigated.  

 

Sterile soil samples that had been subjected to different physical perturbations were 

inoculated with microbial communities with different levels of diversity. The samples were 

incubated for a period of 127 days and the mineralisation of native and added (13C-labelled 

substrates, fructose and vanillin) organic C was measured. It was hypothesised that the 

magnitude of the effect of changes in soil structure on organic C mineralisation would 

increase as diversity decreased.  

 

The diversity treatment had a small but significant effect on the mineralisation of SOC 

and of the added substrates. The soil structure treatment had a significant effect only on the 

mineralisation of the added substrate C. There was no interaction between the diversity and 

soil structure treatments, indicating that the relationship between diversity and organic C 

decomposition was not dependent on the soil physical environment.  

 

Keywords:  

Soil microbial diversity; Soil structure; Soil Organic Carbon mineralisation; Carbon 

dynamics. 
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1.  Introduction 

 

 

Global biodiversity is declining worldwide, mainly because of human-induced 

disturbances in the form of land use and climate change (Chapin III et al., 2000). As a result, 

an interest in the relationship between biodiversity and ecosystem functioning has emerged in 

ecological (Loreau et al., 2003). Numerous studies on macro-organisms have demonstrated 

that the biotic composition of communities within an ecosystem can significantly affect 

ecosystem process rates, such as primary production, nitrogen cycling or decomposition (e.g. 

Hector et al., 1999; Cardinale et al., 2006; Tilman et al., 2012). Although the relationship 

between diversity and functioning has only recently become a topic of interest in soil 

microbial ecology, a number of studies have investigated the relationship between the 

diversity of microbial communities and many soil functions such as OM decomposition 

(Griffiths et al., 2000; Wertz et al., 2006), nitrification (Griffiths et al., 2000; Wertz et al., 

2006), potential denitrification (Attard et al., 2011), resistance to disturbance or resilience 

after disturbance (Griffiths et al., 2001b; Wertz et al., 2007), soil porosity (Martin et al., 2012) 

and also plant productivity (Chaparro et al., 2012). In contrast to what is seen for higher 

organisms, little or no consistent relationship has been found between soil microbial diversity 

and many soil functions, leading to the conclusion that soil microbial communities are 

characterised by high functional redundancy with respect to many functions (Nannipieri et al., 

2003; Nielsen et al., 2011).  

 

It is now well established that interactions between microbial communities and their 

local environmental (pore network characteristics, chemical properties, oxygen gradients...) 

not only have significant effects on microbial community structure (Ruamps et al., 2011; 

Chaparro et al., 2012; Sleutel et al., 2012), but also regulate many of the soil functions carried 

out by microorganisms, including OM decomposition (Hassink, 1992; Strong et al., 2004), 

potential denitrification (Attard et al., 2011) and enzyme activity (Allison, 2005). The effects 

that changes in microbial diversity might have on these interactions are completely unknown 

however. The objectives of the study presented here were to determine how concomitant 

changes in the physical structure of soil and in microbial diversity affect the decomposition of 

OM. It was hypothesised that differences among physical structure treatments would increase 

as diversity decreased. This hypothesis was based on the idea that diversity provides an 
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insurance against fluctuations in ecosystem functioning under different conditions due to the 

fact that different species have different abilities to carry out a given function under different 

environmental conditions (Loreau et al., 2001). It was also hypothesised that the ability of 

microbial communities to decompose organic substrate would decrease as microbial diversity 

decreased and as the complexity of the substrate increased. Underlying this second hypothesis 

is the assumption that reductions in diversity levels are accompanied by a loss (or a 

significant reduction) of rarer catabolic functions. 

 

In order to test these hypotheses, an incubation experiment was established in which 

three soil structure treatments (undisturbed, sieved and dispersed) and three diversity levels 

were imposed. The different diversity levels were obtained by the removal approach used in 

Wertz et al. (2006). In addition, soluble 13C-labelled substrates of different complexity were 

added at the beginning of the incubation. Fructose and vanillin were chosen because the first 

is a sugar and the other an aromatic aldehyde, and therefore differ in their inherent 

biodegradability. The production of CO2 and 13C-labelled CO2 were then monitored during a 

4-month incubation. At the end of the incubation the structure of microbial communities was 

determined by phospholipid fatty acid (PLFA) profiling. 
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Materials and Methods 

 

 

1.1. Soil sampling 

 

In the spring of 2010, undisturbed soil cores (5 cm diameter) were sampled from the 

surface 15 cm of the conventional cropping system in the “La Cage” long-term field trial at 

the INRA research centre of Versailles (France) and stored at 4°C until use. The organic C 

and total N contents were 9.3 ± 0.7 and 1.0 ± 0.07 mg g-1 dry soil, respectively. The soil is 

classified as an Eutric Cambisol (FAO) with 17% clay, 56% silt and 27% sand, with a pH 

(water: soil = 1) of 7.4 and a CEC of 11.5 cmol+ kg-1 dry soil.  

 

 

1.2. Soil core preparation, sterilisation and 

inoculation 

 

After sampling, undisturbed subsamples were excised from the field cores at a depth 

equivalent to 6-10 cm. The excised samples were used to prepare the different structure 

treatments. A third of the samples was left intact and was used for the “undisturbed structure” 

treatment. A second third of the samples was sieved to < 5 mm for the “sieved structure” 

treatment. The final third of the samples was disaggregated by shaking in water with glass 

beads according to the protocol proposed by Balesdent et al. (1998). The soil samples were 

suspended in deionized water with 5 mm diameter glass beads and the aggregates ruptured by 

mechanical shaking overnight. This ensured that all aggregates were disrupted to < 50 µm. 

The soil suspension was then air-dried and sieved (< 5 mm) to form artificial aggregates. This 

final treatment was named “dispersed structure” treatment. The soil in both disturbed 

treatments was compacted with a hydraulic press to obtain the same bulk density as that of the 

undisturbed treatment (1.4 g cm-3). To ensure that there was no bulk density gradient, the soil 

was packed in layers. Twenty-seven samples for each soil structure (81 soil cores in total) 

were then sterilized by gamma radiation (75 kGy, with a minimum exposure of 45 kGy, from 

a 60Co source). The sterilized samples were stored at 4°C for one month in order to ensure 

that there were no free radicals remaining after the exposure to gamma radiation (McNamara 
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et al., 2003; Berns et al., 2008). The exposure levels were sufficient to eliminate virtually all 

microbial species (McNamara et al., 2003). The sterile samples were then inoculated with 

microbial suspensions obtained from non-sterile soil sampled from the same site. The 

microbial suspensions were prepared by adding 180 ml ¼ strength Ringer solution to 20 g of 

non-sterile soil and shaking for 30 min with glass beads. Serial dilutions (10-4, 10-6 and 10-8) 

of the suspensions were used to inoculate the sterile soil cores (10 mL suspension per core). 

The 10-4 dilution was termed high diversity treatment, the 10-6 dilution intermediate diversity 

and the 10-8 dilution, low diversity. Three independent microbial suspensions were prepared 

and the three replicate cores per treatment were inoculated with one of the bacterial 

suspensions. In all, nine samples were prepared for each dilution and each structure and were 

incubated as described below. The samples were then pre-incubated for seven weeks at 20°C 

and a matric potential of -31.5 kPa to allow the inoculated communities to become established 

and to avoid the different flushes of mineralisation that occur as the communities consume (i) 

the labile C released as a result of the sterilisation and (ii) the C released during the alterations 

in soil structure. Baumann et al. (2013) showed that after six week pre-incubation microbial 

densities in microcosms inoculated with different diversity treatments had stabilised at a 

similar level. During the pre-incubation, the respiration rates of all treatments were stable 

between the fourth and seventh weeks, suggesting that the flushes of mineralisation had 

passed (data not shown). 

 

 

1.3. Addition of two 13C-labelled substrates 

(fructose and vanillin) and incubation 

 

At the end of the seven-week pre-incubation, twenty-seven microcosms (three 

replicate microcosms for each level of microbial diversity and each structure) were amended 

with a solution of either 13C-labelled fructose or 13C-labelled vanillin at a concentration 

equivalent to 15 mg substrate C g-1 soil C. To determine the δ13C of the added solutions (δ13C 

fructose = 1722‰ and δ13C vanillin = 1272‰), they were previously lyophilised and then 

analysed with an elemental analyser (EA) coupled to an isotopic ratio mass spectrometer 

(IRMS) (Annexe A). Unlike the native SOM, the added substrates had a defined initial 

location in the samples: the substrate solutions (or water in the case of the control samples) 

were added in order to bring the matric potential of the samples to -31.5 kPa (or pF 2.5). The 
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samples were then incubated at this matric potential. The substrates had to be soluble to 

facilitate the amendment of undisturbed samples. These treatments allowed us to determine 

the effects of soil microbial diversity and soil structure on the mineralisation of different types 

of organic C. 

 

Immediately after the amendment, the samples were replaced on sample holders in 1 L 

airtight jars with spring-lock catches. The jars were sealed with rubber gaskets and a glass lid 

fitted with a septum for headspace sampling. The jars had a wide opening to enable the 

incubation and easy removal of the cores. In order to maintain a constant humidity during the 

incubation, 20 ml water was placed at the bottom of each jar. The microcosms were incubated 

at 20 °C in the dark for 127 days. In total 81 microcosms were incubated (3 microbial 

diversities x 3 structures x 3 amendments x 3 replicates).  

 

 

1.4. Measurements of CO2 concentration and δ13C 

 

Organic C mineralisation was monitored during the incubation by measuring the CO2 

concentration in the microcosm headspaces on days 1, 3, 7, 14, 21, 28, 49, 70, 91 and 127. 

The CO2 concentration was determined by gas chromatography with a MICROGC (Agilent 

3000A, Santa Clara, CA, USA). The headspace CO2 concentration was determined in parts 

per million and then converted to mg C-CO2.kg-1 dry soil equivalent. The δ13C of the 

headspace CO2 was measured using an automatic unit that combined a gas chromatograph 

5890 GC (Hewlett-Packard, Palo Alto, California, USA) coupled to an isotope ratio mass 

spectrometer (IRMS) (Isochrome III, Micromass-GVI Optima) equipped with a 3 m column 

filled with a Prorapak QS stationary phase (80-100 mesh) (Annexe B). At the beginning of the 

incubation the jars’ atmosphere was CO2-free, and after each measurement, all jars were 

flushed with reconstituted and moistened CO2-free air.  
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1.5. Quantification of labelled substrate and 

native organic carbon mineralisation 

 

SOC mineralisation in the samples that had received labelled substrate (fructose or 

vanillin) was calculated using the following equation: 

SOC mineralisation = α × Qsample       (1) 

where α = (Afructose or vanillin-Asample)/(Afructose or vanillin-Acontrol), Q is the amount of CO2 in 

the flask's atmosphere in mg CO2-C kg-1 dry soil equivalent and Afructose or vanillin, Asample and 

Acontrol represent the isotopic abundance of fructose or vanillin, of CO2 in the sample 

headspace and of CO2 in headspace of control samples (i.e. samples to which water was 

added rather than labelled substrate), respectively.  The mineralisation of labelled substrate 

was calculated using the following equation: 

Fructose or vanillin mineralisation = (1-α) × Qsample    (2) 

 

 

1.6. Phospholipid fatty acids (PLFA) analysis and 

microbial biomass 

 

Lipid profiles were established after extraction from 10 g soil using the method 

described by Frostegård et al. (1993). Phospholipids were separated from neutral- and 

glycolipids on solid phase extraction columns (Extract Clean®Silica, Grace). After 

methylation the fatty acid methyl esters (FAME) were identified using the retention time of 

chromatograms and mass spectral comparison on a Hewlett Packard 6890 gas chromatograph 

equipped with either a Flame Ionisation Detector (GC-FID) or an Agilent 5973 Electronic 

Impact (70 eV) quadripole Mass Spectrometer (GC-MS). A standard qualitative bacterial acid 

methyl esters mix (Sigma-Aldrich) that ranged from C11:0 to C20:0, was used for the 

identification of sample FAME based on retention time.  

 

The relative abundance of each fatty acid was used to compare the community 

structure between the samples. All fatty acids contributing less than 1% to the fatty acids pool 

were removed before analysis. Standard fatty acid nomenclature was used, as described 

previously in Frostegård et al. (1993). Mono-unsaturated and cyclopropyl fatty acids 

(C16:1w9, C18:1w9c, C18:1w9t, cycC17:0, cycC19:0) were taken as Gram-negative bacterial 
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biomarkers (Zelles, 1999), iso- and anteiso-fatty acids (iC15:0, aC15:0, iC16:0, iC17:0, 

aC17:0) as Gram-positive bacterial biomarkers (Zelles, 1999), C18:2w(9,12) as a fungal 

biomarker (Frostegård et al., 1993; Zelles, 1997). The total bacterial community was 

represented by the sum of the Gram-positive and Gram-negative bacterial biomarkers as well 

as C15:0 and C17:0. Fungi/Bacteria and Gram-positive/Gram-negative ratios were calculated 

by dividing the respective sums of biomarkers. The total microbial biomass was estimated as 

the total PLFA peaks areas (Frostegård and Bååth, 1996). 

 

 

1.7. Statistical analysis 

 

Statistical analyses were performed using R version 2.14.0 (R Development Core 

Team, 2009. R: a language and environment for statistical computing. Available at 

http://www.Rproject.org). A two-compartments, first-order model (equation 3) was used to 

describe the mineralisation kinetics of the two added substrates:  

CO2 = Cfast (1-e-αt) + Cslow (1-e-βt)       (3) 

where t is time in days, Cfast is the pool of substrate C (fructose or vanillin) that was 

mineralised rapidly, Cslow is the pool of substrate C that was mineralised more slowly and α 

and β are the associated first-order rate constants. The effect of the various treatments on the 

mineralisation of fructose and vanillin was verified by analysis of variance (ANOVA) of the 

four model parameters. The rate parameters (α and β) were log transformed before ANOVA 

in order to normalised the data. The use of this model to describe the mineralisation of the 

added substrates can be justified on the basis that a portion of the substrate C is mineralised 

directly whilst the remaining substrate C is mineralised only after microbial processing. This 

means that the molecular form of part of the labelled C was altered before being mineralised. 

It is also probable that some of the original substrate was mineralised more slowly because it 

was located in pores that did not contain degraders and therefore had to diffuse to sites of 

degradation activity.  

 

The model did not converge for SOC mineralisation curves. Therefore, differences in 

total SOC mineralisation at the end of the incubation were analysed by three-way ANOVA 

using diversity, structure and substrate treatments as factors (diversity x structure x substrate 

amendment). Differences in microbial biomass were analysed by the same ANOVA structure. 
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The impact of the treatments (diversity, structure and substrate amendment) on microbial 

community structure (PLFA) was determined after ordination by Principal Components 

Analysis (PCA) using the “Vegan: Community Ecology Package” package in R version 

2.14.0. 
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2.  Results 

 

 

2.1. Soil organic carbon mineralisation 

 

The shape of cumulative SOC mineralisation curves was always the same, regardless 

of treatment (Fig. IV.1 & Fig. IV.2). The mineralisation rate was highest at the beginning of 

the incubation and decreased gradually to reach a constant rate after about two months (Fig. 

IV.1). At the end of the incubation, there were significant differences in the amount of C 

mineralised among diversity levels, with the least diverse treatment mineralising significantly 

less (P < 0.05) than the most diverse treatment (Fig. IV.1 & Fig. IV.2). There were no 

significant differences among structure treatments and the addition of fresh substrate (fructose 

or vanillin) did not have a significant effect on the mineralisation of SOC (i.e. there was no 

priming effect).  
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Figure IV.1: Cumulative and daily soil organic carbon mineralisation in control samples for the different diversity 

(high in dashed lines, medium in dotted lines and low in full lines) and structure treatments (undisturbed on the left, 

sieved on the middle and dispersed on the right). Values are expressed as mg C-CO2.kg
-1

 dry soil equivalent and mg 

C-CO2.kg
-1

.day
-1

 dry soil equivalent, respectively. Error bars represent standard error (n=3). 
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Figure IV.2: Cumulative soil organic carbon mineralisation in amended samples with fructose (top) or vanillin 

(bottom) for the different diversity (high in dashed lines, medium in dotted lines and low in full lines) and structure 

treatments (undisturbed on the left, sieved on the middle and dispersed on the right). Values are expressed as mg C-

CO2.kg
-1

 dry soil equivalent. Error bars represent standard error (n=3). 
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2.2. Substrate mineralisation 

 

The mineralisation dynamics of the two substrates were clearly different: more 

fructose C than vanillin C was mineralised during the incubation and the rate of fructose C 

mineralisation at the beginning of the incubation was higher (Fig. IV.3 & Fig. IV.4). All the 

model parameters (sizes of the fast and slow pools and mineralisation rates of both pools) 

were significantly greater for fructose mineralisation than for vanillin mineralisation (Table 

IV.1). In samples amended with fructose, alterations in the physical structure of the soil 

significantly affected the size (P < 0.05) and mineralisation rate of the Cfast pool (P < 0.01) 

but had no effect on the Cslow pool. The Cfast pool in the sieved samples was smaller than in 

the dispersed samples, and this pool was mineralised more slowly in sieved samples than in 

undisturbed samples (Table IV.1). There were also diversity effects: the mineralisation rates 

of both C pools were consistently the lowest across treatments, but the differences were only 

significant in the case of the Cslow pool rate of fructose amended samples (Table IV.1). The 

size of both C pools did not vary as a function of diversity level. There were no significant 

interactions between the structure and diversity treatments for any of the parameters, 

suggesting that the C mineralisation activity of the different microbial diversity levels was 

affected in the same way by the alterations in soil structure. 

 



 

 

!
Chapitre*IV*–*Effets*de*la*diversité*microbienne*

!

! !

132 

0
2
0

4
0

6
0

8
0

1
0
0

1
2
0

020406080100

Fructose mineralisation

mg C-CO2.kg
−1

 dry soil

U
n
d
is
tu
r
b
e
d

H
ig
h

M
e
d
iu
m

L
o
w

0
2
0

4
0

6
0

8
0

1
0
0

1
2
0

020406080100

T
im

e
 (

d
a

y
s

)

S
ie
v
e
d

H
ig
h

M
e
d
iu
m

L
o
w

0
2
0

4
0

6
0

8
0

1
0
0

1
2
0

020406080100

D
is
p
e
rs
e
d

H
ig
h

M
e
d
iu
m

L
o
w

1
3

7
1
4

2
1

2
8

4
9

7
0

9
1

1
2
7

Fructose mineralisation

0102030405060

mg C-CO2.kg
−1

dry soil.d
−1

H
ig
h

M
e
d
iu
m

L
o
w

1
3

7
1
4

2
1

2
8

4
9

7
0

9
1

1
2
7

0102030405060

T
im

e
 (

d
a

y
s

)

H
ig
h

M
e
d
iu
m

L
o
w

1
3

7
1
4

2
1

2
8

4
9

7
0

9
1

1
2
7

0102030405060

H
ig
h

M
e
d
iu
m

L
o
w

 
Figure IV.3: Cumulative and daily fructose mineralisation for high (dashed lines), medium (dotted lines) and low (full 

lines) diversity treatments, in undisturbed (left), sieved (middle) and dispersed (right) samples. Values are expressed 

as mg C-CO2.kg
-1

 dry soil equivalent and mg C-CO2.kg
-1

.day
-1

 dry soil equivalent, respectively. Error bars represent 

standard error (n=3). 
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Figure IV.4: Cumulative and daily vanillin mineralisation for high (dashed lines), medium (dotted lines) and low (full 

lines) diversity treatments, in undisturbed (left), sieved (middle) and dispersed (right) samples. Values are expressed 

as mg C-CO2.kg
-1

 dry soil equivalent and mg C-CO2.kg
-1

.day
-1

 dry soil equivalent, respectively. Error bars represent 

standard error (n=3). 
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Table IV.1: Means and standard deviations of the four model parameters for the substrate (fructose and vanillin), 

structure (undisturbed, sieved and dispersed) and diversity treatments (high, medium and low). In each column 

different letters indicate significant differences within each treatment.  
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2.3. Microbial biomass and phospholipid fatty 

acids (PLFA) profiles 

 

No treatments effects on the total microbial biomass, estimated as the total PLFA 

peaks areas, were observed. The ratio C18:2w(9,12) to bacterial PLFA was used as an index 

of the fungal/bacterial ratio. This ratio was significantly higher in undisturbed samples (P < 

0.01) because significantly more fungal biomarkers were found in undisturbed samples (P < 

0.01). This ratio was however not significantly affected by the diversity or substrate 

treatments. The ratio of Gram+/Gram- was significantly higher in the dispersed samples (P < 

0.01) and also slightly lower in samples inoculated with the medium diversity treatment (P < 

0.05) (data not shown). 

 

Microbial community structure at the end of the incubation differed significantly 

among diversity treatments (Fig. IV.5). This was evident along the second principal 

component axis (P < 0.01), which represented 15% of the total variance in the PLFA data. 

The PCA loadings indicated that the structure of the least diverse treatment was mainly due to 

the presence of Gram-positive biomarkers (aC15:0, iC15:0, iC16:0, iC17:0). The microbial 

community structure was also affected by the soil structure treatment (P < 0.01) along the 

first ordination axis of the PCA, which represented 28% of the total variance. Sieved samples 

were significantly different from the dispersed ones; there were slightly more fungal 

biomarker in sieved samples. 
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Figure IV.5: Principal Component Analysis (PCA) of phospholipid fatty acids (PLFA) profiles at the end of the 

incubation for the different diversity treatments (high in black, medium in grey and low in white) in undisturbed, 

sieved and dispersed samples. 
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3.  Discussion 

 

 

Most studies of the relationships between microbial diversity and soil functions have 

failed to identify any consistent diversity effect. This has resulted in the belief that soil 

microbial communities are characterised by an inherent functional redundancy (Nannipieri et 

al., 2003). The functional redundancy is believed to arise from the very large number of 

species found in soil microbial communities: when species responsible for a given activity are 

lost, others can readily replace their activity. This very high species richness may not have 

been properly accounted for in the setting up of diversity erosion experiments. It is possible 

that in many of the studies that manipulated microbial diversity, the least diverse treatments 

were still sufficiently species rich to contain the functions examined. Wertz et al. (2006) 

simulated the effects of dilutions on the species richness of inocula assuming that the initial 

richness and frequency distribution curves were those reported in Gans et al. (2005). The 

simulation suggested that several hundred species remained after 8 serial dilutions, likely 

sufficient for the maintenance of many functions. It should be noted however, that 

experimental evidence Roesch et al. (2007) suggests that Gans et al. (2005) overestimated 

microbial species richness in soil and therefore, the species richness of the different diversity 

levels may be somewhat lower. It is for these reasons that we chose to ignore levels of 

diversity that were very species rich and to focus the investigation on relatively species poor  

levels of microbial diversity. Nevertheless, the most diverse treatment here was likely to have 

contained several thousands species or more, depending on the initial species frequency 

distribution, and this level of diversity has been shown to be functionally similar to higher 

levels of diversity (e.g. Wertz et al., 2006). Although we did not measure speices richness 

directly in the samples, the method we used to establish different diversity levels (by species 

removal) has been used and validated by others (Griffiths et al., 2001b; Wertz et al., 2006). 

 

The aim of this work was to determine whether reductions in the diversity of microbial 

communities affected their capacity to decompose OM when their local environment (i.e. 

their habitat) was altered. The different types of microbial habitat were created by changing 

the physical structure of the soil. It was hypothesised that the magnitude of the effect of 

changes in soil structure would increase as diversity decreased. This hypothesis was rejected 

because there was no evidence that the soil structure effect was greater with less diverse 
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communities, either on the mineralisation of SOC or on the mineralisation of the added 

substrates.  

 

3.1. Microbial diversity effects 

 

There were significant microbial diversity effects on the rates of organic C 

decomposition (α and β) and on the amount of SOC decomposed during the incubation (after 

127 days). This suggests that when the diversity of microbial communities is very low, as was 

probably the case for the low diversity treatment here (see Wertz et al., 2006), microbial 

communities have the capacity to decompose OM, but do so at a slower rate. The size of the 

microbial biomass did not differ among treatments at the end of the incubation, suggesting 

that the differences observed were not due to biomass effects. It has been shown previously 

that the microbial biomass is not necessarily related to microbial respiration (Kemmitt et al., 

2008). The PLFA profiles indicated that the structure of the least diverse communities were 

significantly different from the communities of the other diversity levels, suggesting that the 

species makeup of the microbial communities may play a regulatory role  in SOC 

mineralisation. The relative abundunce of Gram-positive bacteria in the less diverse treatment 

was greater. Gram-positive bacteria are believed to be “K-strategist” bacteria with a lower 

growth rate (Fierer et al., 2007; Elfstrand et al., 2008). Although SOC mineralisation is a 

widespread soil ecosystem function, in that most soil microorganisms are heterotrophs and are 

capable of breaking down SOM, it may be that there is a diversity threshold level beyond 

which ecosystem functions are no longer maintained. Were this the case, it would be 

interesting to determine what this threshold value is and whether it is consistent across a range 

of systems. It should be noted that the differences among diversity levels were not very 

significant because the within treatment variability was high. High inter-replicate variability, 

probably due to stochastic processes that occurred during the inoculation and the rapid growth 

stages at the beginning of the incubation, has also been observed by others in this type of 

experiment (Griffiths et al., 2001b; Wertz et al., 2006).  

 

There were no differences in the size of the 13C-labelled substrate pools among 

diversity levels. It is not terribly surprising that the Cfast pools did not differ among diversity 

as neither compound was particularly complex and it would be expected that the capacity to 

degrade these compounds would be quite widespread. The Cslow pool however, is likely to be 
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made up of 13C-labelled products of microbial metabolism as well as a part of the initially 

added compound, suggesting that the microbial communities all had the similar catabolic 

ranges. This, of course, would need to be verified. 

 

 

3.2. Physical structure and substrate amendment 

effects 

 

Only the size and mineralisation rate of the Cfast pool were affected by the alterations 

in soil structure. The different structure treatments most likely resulted in different effective 

diffusion pathway lengths from the surface of the samples to the sites of decomposition 

because the pore networks were changed by the structure treatments (Juarez et al., 

Acceppted). The fact that there were no soil structure treatment effects on either the Cslow pool 

or on the native organic C mineralisation was a surprise. Although the soil structure was 

altered, the bulk density was kept constant across treatments, meaning that the total porosity 

in the samples was not changed. Therefore, microbial access to oxygen and local access to 

substrate may not have varied sufficiently for differences in activity to be observed. 

 

The higher relative abundance of fungi observed in the sieved relative to the dispersed 

treatments suggests that the physical environment (pore size distribution, tortuosity, air-filled 

porosity) in this treatment was more suitable for fungal development. Indeed, it is known that 

soil structure is a major regulator in the exploration of soil volume by fungi (Harris et al., 

2003). 

 

The differences observed between the amounts of substrate mineralised reflected their 

different chemical complexities (even if these two substrates are easily degradable) and their 

different adsorption/desorption processes (Zhang et al., 2007).  
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4.  Conclusion 

 

 

The results showed that soil biodiversity erosion had, as expected, an impact on soil 

microbial community structure (Griffiths et al., 2001a, b; Wertz et al., 2006, 2007; Garcia-

Pausas and Paterson, 2011). However, there was also an unexpected, if small, effect on the 

mineralisation of SOC and labile substrates, suggesting that the functional redundancy often 

associated with soil microbial communities may not always hold. The diversity effects on 

organic C mineralisation, although small, were nevertheless greater and more significant than 

the soil structure treatment effects, suggesting that soil microbial diversity may exert more 

control on SOC dynamics than does soil structure, at least under these conditions (optimal 

water content and same bulk density) and when the levels of diversity are very low. It would 

be interesting to determine the diversity levels below which SOC decomposition is affected 

and also to determine whether there is a threshold level across soils or whether any threshold 

is soil dependent. Furthermore, only one matric potential was used in this experiment. It 

would be necessary to determine whether the relationship between microbial diversity and 

SOC decomposition remains the same under other moisture conditions in order to better 

predict how decomposition will be affected by future climate change. 
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AVANTJPROPOS)AU)CHAPITRE)V)

 

Dans les chapitres III et IV les effets respectifs de la structure du sol et de la diversité 

microbienne sur la décomposition du carbone organique ont été analysés. Tels que modifiés 

dans nos expérimentations ces deux facteurs n’ont que peu ou pas d’effet sur la minéralisation 

du carbone du sol. 

 

Dans ce chapitre nous allons tenter de hiérarchiser l’effet des conditions de l’habitat 

microbien face à celles des communautés microbiennes. L’effet abiotique c’est-à-dire 

l’habitat microbien ne sera pas ici restreint à la structure, et l’effet biotique c’est-à-dire celui 

du aux décomposeurs ne se limitera pas à la diversité, puisque des sols aux propriétés 

physiques et aux communautés microbiennes très différentes seront utilisés.  
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RÉSUMÉ)

 

Les communautés microbiennes du sol vivent dans un réseau tridimensionnel 

complexe dans lequel une gamme de niches écologiques aux propriétés variées existent. 

L’importance des propriétés de l’habitat microbien relativement à celle des propriétés 

intrinsèques des communautés microbiennes dans la régulation de la décomposition des MOS 

est encore mal compris. De nombreuses études ont montré que les principaux facteurs 

influençant l’abondance et la diversité des communautés microbiennes des sols sont les 

caractéristiques physico-chimiques du sol comme la texture, le pH, la CEC et la quantité et la 

qualité de la MO, mais également les pratiques culturales et la plante de couverture. Dans le 

but de travailler avec des communautés microbiennes différentes nous avons choisi six sols 

contrastés provenant de la même région (Ile-de-France) et donc avec les mêmes conditions 

climatiques. Pour ces sols aux propriétés physico-chimiques (texture, pH, MO, CEC), aux 

pratiques culturales et donc aux caractéristiques de l’habitat microbien différentes, nous avons 

vérifié l’existence de communautés microbiennes diverses, de par leurs structures et activités. 

 

Dans le but de découpler les effets liés à l’habitat microbien de ceux liés aux 

communautés microbiennes, nous avons stérilisé les sols avec des rayonnements gamma, et 

procédé à des inoculations croisées. Chaque communauté microbienne a été extraite de son 

sol natif par une solution saline et inoculée dans chacun des six sols au préalable stérilisés. 

Pendant l’incubation de 150 jours, la minéralisation du C a été mesurée, et les capacités de 

dégradation de la MO ainsi que les structures des communautés microbiennes ont été 

analysées. L’utilisation d’un modèle du premier ordre à deux compartiments a permis de faire 

converger les courbes de minéralisation cumulées, et ainsi des paramètres ont été extraits. 

L’habitat microbien s’avère être le déterminant dominant de la minéralisation du carbone 

organique du sol, et de la structure des communautés microbiennes. Cependant, le taux de 

minéralisation du pool natif (paramètre β), ainsi que les capacités métaboliques dépendaient 

de la communauté microbienne. 

 

Mots-clés : 

Habitat microbien ; Communauté microbienne ; Inoculation croisée ; Décomposition des 

Matières Organiques du Sol ; Dynamique des Matières Organiques du Sol. 
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ABSTRACT)

 

Soil microbial communities live in a soil complex three-dimensional framework in 

which a range of microbial niches with a variety of properties exists. The importance of these 

habitat properties relative to the intrinsic properties of microbial communities in the 

regulation of SOM decomposition is still unclear. Some studies have shown that the main 

factors structuring and driving community abundance and diversity are soil physico-chemical 

characteristics, such as texture, pH, and OM status (quantity and quality), but include also soil 

management and plant cover. In order to work with different soil microbial communities, we 

choose six contrasted soils from a same region (Ile-de-France, France), so with the same 

climatic conditions. These soils vary in texture, pH, OM status, so we have different microbial 

habitat conditions, and we verified the existence of different microbial communities (their 

structures and activities). 

 

In order to uncouple effects linked to microbial habitat properties from ones linked to 

microbial communities we sterilized soils by gamma radiations and proceeded to crossing 

inoculations. Each soil microbial community was extracted from its native soil by a saline 

solution, and inoculated in each on the six different sterilized soils. During the incubation, C 

mineralisation was measured, and the microbial degradation capacities as well as the 

microbial communities structures were analysed. The cumulative respiration curves were 

fitted with two-compartments first-order model, and parameters were extracted. Microbial 

habitat was the dominant determinant of SOC decomposition, and of microbial community 

structure. Nevertheless, the mineralisation rate of the native pool (β parameter) as well as the 

metabolic capacities were affected by the microbial community effect. 

 

Keywords: 

Microbial habitat; Microbial community; Cross-inoculation; Soil organic matter 

decomposition; Soil organic matter dynamics. 
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1.  Introduction 

 

 

Soil microbial communities live in a complex and dynamic habitat. Mechanisms 

governing their activity in general and the decomposition of SOM in particular are still 

misunderstood. Some studies suggest that abiotic processes dominate SOM decomposition, 

mainly through physical mechanisms (i.e. occlusion within aggregates, adsorption onto 

minerals) that limit the access decomposers have to organic substrate (e.g. Six et al., 2000, 

2002; Kemmitt et al., 2008; Dungait et al., 2012). Microbial habitat properties are therefore 

likely to profoundly affect microbial decomposition of SOM. In contrast, others studies have 

concluded that soil microbial communities, acting as catalysts of biogeochemical cycles by 

converting organic material to inorganic substances, play a dominant role in SOM 

decomposition (e.g. Kuzyakov et al., 2009; Schimel et al., 2012). 

 

Most studies on the relationship between microbial diversity and SOC decomposition 

indicate that there is little relationship between the two (Degens, 1998; Griffiths et al., 2001b; 

Wertz et al., 2006, 2007; Nielsen et al., 2011). The lack of relationship is believed to be due to 

a certain functional redundancy in microbial communities. However, the experiments on 

which this conclusion is based may always contain the same dominant microbial species and 

the same dominant active species. In these experiments the different levels of diversity were 

produced by successive dilutions (Wertz et al., 2006, 2007) or by different fumigation 

intensities (Griffiths et al., 2000). When diversity is eroded by dilution the rare species tend to 

be lost first and the most abundant remain present in all diversity levels. When fumigation is 

used to create different levels of diversity the species that are most resistant to the fumigant 

(mostly chloroform) are likely to be found at all levels of diversity. 

 

In order to overcome this potential problem and to determine whether functional 

redundancy is an inherent property of microbial communities, an experiment in which 

microbial communities from different soils were cross-inoculated into a range of sterilised 

soils with different properties (texture, pH, OM status) was established.  Soil respiration was 

measured for a period of 5 months. The experiment was designed to test the hypothesis that 

soil organic C mineralisation can be carried out in the same way regardless of the species 

composition of the microbial communities present. The different microbial communities were 
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expected to exhibit similar OM mineralisation rates in each of the soils. The mineralisation 

rates were expected to differ among soils however, regardless of the microbial communities 

present. 
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2.  Materials and methods 

 

 

2.1. Soils and sampling 

 

Six soils with different physico-chemical properties and different land-use histories 

were selected in order to obtain a range of abiotic properties likely to influence organic C 

mineralisation and a range of microbial community structures and metabolic capacities (Table 

V.1). Samples were collected from to the top 10 cm at each site. Four soils were sampled in 

the autumn of 2011: two Cambisols in Dammartin-en-Serve, one from a temperate forest (BF) 

and the other from a conventional cropping system (BC), a Podzol in the “Domaine National 

de Rambouillet” under heathland (PP), and a Luvisol that had been bare-fallow since 1959 

from the “36 parcelles” experiment at the INRA research centre of Grignon (36P). The 

remaining two soils were sampled in January 2012. Samples were taken from the organic 

(LCB) and conventionally managed (LCC) plots of the “La Cage” long-term trial at the INRA 

research centre of Versailles. The soil at this site is classified as a Luvisol and the plots 

differed only by the cropping system to which had subjected for 14 years. All the soil 

characteristics are shown in Table V.1. 
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Table V.1: Basic soil properties of the 6 soils used in this study. 
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2.2. Soil water retention 

 

The moisture characteristics (desiccation curves) of the soils were established in 

triplicate using pressures plate (Fig. V.1). The moisture characteristic curves were used to 

estimate the volume accessible to microorganisms at a matric potential of -31.5 kPa (pF 2.5) 

as well as the volume available for oxygen diffusion. 
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Figure V.1: Matric potential curves for the different soils. (Conventional Luvisol (LCC); Organic Luvisol (LCB); 

Cultivated Brunisol (BC); Forest Brunisol (BF); Podzol (PP); Bare Fallow (36P)). Error bars represent standard 

error (n=3). 

 

 

2.3. Preparation of soil cores, sterilisation and 

inoculation 

 

After sampling, the six different soils were sieved to < 5 mm and for each soil 25 g 

(dry soil equivalent) were placed in PVC cylinders. Two hundred and sixteen cores (36 cores 

per soil) prepared in this way were then sterilized by gamma radiation (75 kGy, with a 

minimum exposure of 45 kGy, from a 60Co source; IONISOS). The sterilized samples were 
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then stored at 4°C for one month in order to ensure that there were no free radicals remaining 

after the exposure to gamma radiation (McNamara et al., 2003; Berns et al., 2008). 

Microbial suspensions from the six soils were prepared and the sterile cores cross-inoculated.  

 

The suspensions were prepared by adding 180 ml ¼ strength Ringer solution to 20 g 

of non-sterile soil and shaking for 30 min with glass beads. Three independent microbial 

suspensions from each soil were prepared (6 x 3 = 18 suspensions), and two replicate cores of 

each of the sterile soils were inoculated (2 mL) with each of the suspensions, resulting in 6 

replicate cores per treatment. The volume of the microbial suspension was adjusted to bring 

the samples to a matric potential of -10 kPa and subsequently air-dried under sterile laminar 

flow hood to reach the incubation matric potential of -31.5 kPa. This was done to ensure that 

the inocula were spread throughout the soil cores. Two cores per replicate were inoculated in 

order to allow destructive sampling during the incubation (see below). The soil cores were 

labelled using the same identification code as that used for the microbial communities, the 

microbial communities being in the lower case and the soils in the higher case. 

 

 

2.4. Incubation and measurements of CO2 

concentration 

 

Samples were placed on sample holders in 1 L airtight jars with spring-lock catches. 

The jars were sealed with rubber gaskets and a glass lid fitted with a septum for headspace 

sampling (Girardin et al., 2009). The jars had a wide opening to enable the easy removal of 

the cores for further analyses. All the incubation equipment was sterilized by autoclaving 

before use. In order to maintain a constant humidity during the incubation, 20 ml water was 

placed at the bottom of each jar. The water content of the cores was determined 

gravimetrically during the incubation and adjustments were made with sterilized water where 

necessary. The microcosms were incubated at 20°C in the dark for 150 days. In total 108 

microcosms containing two cores with the same treatment were incubated ((6 soils x 6 

communities x 3 replicates = 108 microcosms) x 2 cores= 216 cores).  

Organic C mineralisation was monitored during the incubation by measuring the CO2 

concentration in the microcosm headspaces at days 1, 3, 7, 14, 28, 43, 56, 70, 84, 105, 133 

and 150. The CO2 concentration (ppm) was determined by gas chromatography with a 
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MICROGC (Agilent 3000A, Santa Clara, CA, USA). At the beginning of the incubation the 

jars’ atmosphere was CO2-free, and after each measurement all jars were flushed under sterile 

conditions with reconstituted and moistened CO2-free air.  

 

 

2.5. Microbial community structure analysis (PLFA) 

 

Lipid profiles were established after extraction of 10 g soil using the method described 

by (Frostegård et al., 1993). Phospholipids were separated from neutral- and glycolipids on 

solid phase extraction columns (Extract Clean®Silica, Grace). After methylation, the fatty 

acid methyl esters (FAME) were identified using the retention time of chromatograms and 

mass spectral comparison on a Hewlett Packard 6890 gas chromatograph equipped with either 

a Flame Ionisation Detector (GC-FID) or an Agilent 5973 Electronic Impact (70 eV) 

quadripole Mass Spectrometer (GC-MS). A standard qualitative bacterial acid methyl ester 

mix (Sigma) that ranged from C11 to C20, was used for the identification of sample FAME 

based on retention time.  

 

The relative abundance of each fatty acid was used to compare the community 

structure between the samples. All fatty acids contributing less than 1% to the fatty acids pool 

were not considered in the analysis. Standard fatty acid nomenclature was used, as described 

previously in (Frostegård et al., 1993). Mono-unsaturated and cyclopropyl fatty acids 

(C16:1w9, C18:1w9c, C18:1w9t, cycC17:0, cycC19:0) were taken as Gram-negative bacterial 

biomarkers (Zelles, 1999), iso- and anteiso-fatty acids (iC15:0, aC15:0, iC16:0, iC17:0, 

aC17:0) as Gram-positive bacterial biomarkers (Zelles, 1999), C18:2w9,12 as a fungal 

biomarker (Frostegård et al., 1993; Zelles, 1997). PLFA profiles were first of all extracted 

from the different soils and from the microbial suspensions used for the inoculations in order 

to characterise the initial communities. Then, PLFA profiles were established for the 

inoculated soils after 56 days and at the end of the incubation (150 days). 
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2.6.  Microbial metabolic capacities (BIOLOG 

Ecoplates™) 

 

The metabolic profiles of the microbial communities were established using BIOLOG 

Ecoplates™ (Biolog Inc, USA), which contained 31 different C sources (carbohydrates, 

carboxylic acids, polymers, amino acids, amines and miscellaneous substrates) (Annexe C). 

The microbial communities were extracted from the soil cores by adding 180 ml ¼ strength 

Ringer solution to 20 g of soil and shaking for 30 min with glass beads. The bacterial 

suspension obtained was diluted to 10-4 in Ringer solution and aliquots (150 µl) were 

dispensed into each of the 96 wells of the BIOLOG Ecoplates™. The microplates were 

incubated in the dark at 20°C for 7 days and the colour development (due to the C utilisation) 

in each well was measured every day as the absorbance at 590 mm using the microplate 

reader SAFAS FLX-Xenius (SAFAS SA, Monaco). To characterise the inoculated 

communities, the metabolic capacities of the communities contained in the microbial 

suspensions used for the inoculation were determined in this way. Then, the metabolic 

capacities of the communities inoculated since 56 days in the different soils and at the end of 

the incubation were measured. 

 

 

2.7. Mathematical model and statistical analyses 

 

In order to distinguish the CO2 produced during the mineralisation of the labile 

material released during sterilisation (i.e. dead bodies of microorganisms) from the CO2 

produced during the mineralisation of organic C unaffected by gamma radiation, we used a 

two-compartment, first-order model, given in equation 1, to describe the C mineralisation 

kinetics:  

C mineralised = a x (1-exp (-α*t))+ b x (1-exp (-β*t))   (1) 

where a is the mineralisable organic C pool released during the sterilisation (labile 

pool), α is the rate of mineralisation of the pool a, b is the mineralisable pool of organic C 

unaffected by the gamma radiation, β is the rate of mineralisation of the pool b and t is the 

time (days). The parameters describing the experimental cumulative mineralisation curves 

were estimated using the non-linear least squares procedure (nls) in R, version 2.14.0 (R 

Development Core Team, 2009. R: a language and environment for statistical computing. 
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Available at http://www.Rproject.org). The significance of differences among treatments in 

model parameters (a, b, α and β) were determined by two-way analysis of variance (ANOVA) 

(soil x community). Soil and community effects on microbial community structure (PLFA) 

and on microbial metabolic capacities (BIOLOG) were determined after ordination by 

Principal Components Analysis (PCA) using the “Vegan: Community Ecology Package” 

package in R version 2.14.0.  

 

The SOC mineralisation for each community in each soil was expressed in mg C-

CO2.kg-1 dry soil, caled as raw data (Fig. V.4), or in mg C-CO2.g
-1 soil C (Fig. V.5), called as 

normalised data.  
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3.  Results 

 

 

3.1. Different habitats and initial microbial 

communities 

 

At the incubation matric potential (-31.5 kPa) the volume of pores filled by water, and 

so accessible to soil microorganisms, corresponds to pores with maximum neck diameter 

between 0.3 and 9.5 µm. The volume of pores filled by air, and so used for gases diffusion, 

corresponds to pores with maximum neck diameter higher than 9.5 µm (Fig. V.1 and Fig. 

V.2). 

 

The volume of pore accessible by microorganisms (filled by water) was significantly 

lower for the Podzol compared to the Forest Cambisol, the Organic Luvisol and the Bare 

fallow soil (ANOVA, P < 0.01) (Fig. V.2a). The volume of pore filled by air was 

significantly higher for the Forest Cambisol compared to the other soils except the Podzol 

(ANOVA, P < 0.01) (Fig. V.2b). 
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Figure V.2: Volume of pore accessible by microorganisms (a) and filled by air (b) at the incubation matric potential (-

31.5 kPa). Values are expressed as cm
3
.g

-1
. Error bars represent standard error (n=3). The different letters indicate 

significant differences between soils (ANOVA, P < 0.01). 
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Differences between microbial community structures extracted from the microbial 

suspensions and directly from soils are represented in figure V.3. This figure shows a 

significant difference along the first PC axis (ANOVA, P < 0.001) between microbial 

community structures extracted from the microbial suspensions and the soils, mainly due to 

the ubiquitous lipids (C16:0 and C18:0). Moreover, a higher variability for the microbial 

community structures extracted from the microbial suspensions was observed.  
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Figure V.3: Microbial communities inoculated characterisations. Principal Component Analysis (PCA) of 

phospholipid fatty acids (PLFA) profiles extracted from the different soils and from the different microbial 

suspensions (a) and Principal Component Analysis (PCA) of metabolic capacities with the Shannon Index (H) (b) are 

represented. Conventional Luvisol (lcc); Organic Luvisol (lcb); Cultivated Brunisol (bc); Forest Brunisol (bf); Podzol 

(pp); Bare Fallow (36p). 

 

 

3.2. Soil organic carbon mineralisation 

 

The raw mineralisation data (Fig. V.4) ranked the soils in the same order, regardless of  

microbial community (Forest Cambisol > Cultivated Cambisol > Podzol > Organic Luvisol > 

Conventional Luvisol > Bare Fallow soil). The temperate forest Cambisol (BF) samples 

mineralised approximately 5000 mg C-CO2.kg-1 dry soil whilst the values for the other soils 

ranged from 500 to 1500 mg C-CO2.kg-1 dry soil. The total amount of C mineralised was 
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significantly correlated to the organic C, N and OM contents of the soils as well as to the clay 

content, the C/N ratio, the CEC, and the microbial biomass.  

 

In normalised data (Fig. V.5), for each community, the cumulative mineralisation was 

higher in the Organic Luvisol (LCB) and the Cultivated Cambisol (BC). Conversely, the 

cumulative mineralisation was lower in the Podzol (PP) and the Bare Fallow (36P). With 

normalised data, the order of the mineralisation curves among the soils was almost the same 

for each community, ranging between 50 and 90 mg C-CO2.g
-1 soil C. 
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Figure V.4: Cumulative soil organic carbon mineralisation for the different communities (lcc = from Conventional 

Luvisol; lcb = from Organic Luvisol; bc = from Cultivated Brunisol; bf = from Forest Brunisol; pp = from Podzol; 

36p = from Bare Fallow) in the different soils (Conventional Luvisol (LCC); Organic Luvisol (LCB); Cultivated 
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Brunisol (BC); Forest Brunisol (BF); Podzol (PP); Bare Fallow (36P)). Values are expressed as mg C-CO2.kg
-1

 dry soil 

equivalent. Error bars represent standard error (n=3). 
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Figure V.5: Cumulative soil organic carbon mineralisation for the different communities (lcc = from Conventional 

Luvisol; lcb = from Organic Luvisol; bc = from Cultivated Brunisol; bf = from Forest Brunisol; pp = from Podzol; 

36p = from Bare Fallow) in the different soils (Conventional Luvisol (LCC); Organic Luvisol (LCB); Cultivated 

Brunisol (BC); Forest Brunisol (BF); Podzol (PP); Bare Fallow (36P)). Values are expressed as mg C-CO2.g
-1

 soil C. 

Error bars represent standard error (n=3). 
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3.3. Model parameters 

 

Using the raw data, all the parameters of the model (a, b, α and β) were significantly 

affected by the soil factor, and the labile pool a as well as the rate β were significantly 

affected by the community factor (Table V.2 and Fig. V.6). For the labile and native pools (a 

and b), the soil effect was essentially due to the forest Cambisol (BF), which had the higher C 

content. In BF, mean values of a and b parameters were 700 and 5000 mg C-CO2.kg-1 dry 

soil, respectively. For the rates α and β, the soil effect was due to the cultivated Cambisol 

(BC) and the bare fallow soil (36P). In both of these soils, rates α were higher and rates β 

lower than in the other soils. Concerning the microbial community factor effect observed for 

the pool a and the rate β, it was mainly due to the bare fallow microbial community (36p) 

(Fig. V.6). 

 

Table V.2: Soil and community factors effects on the parameters derived from the model using raw and normalised 

data. These effect are significant when P < 0.01 (*) or no significant (n.s.). 

Model’s)

Parameters)

Raw*data) Normalised*data)

Soil& Community& Soil& Community&

a) <0.001*) <0.01*) <0.001*) n.s.)

b) <0.001*) n.s.) <0.001*) n.s.)

α) <0.001*) n.s.) <0.001*) n.s.)

β) <0.001*) <0.001*) <0.001*) <0.001*)
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Figure V.6: Model’s parameters on raw data for the different communities (lcc = from Conventional Luvisol; lcb = 

from Organic Luvisol; bc = from Cultivated Brunisol; bf = from Forest Brunisol; pp = from Podzol; 36p = from Bare 

Fallow) in the different soils (LCC = Conventional Luvisol; LCB = Organic Luvisol; BC = Cultivated Brunisol; BF = 

Forest Brunisol; PP = Podzol; 36P = Bare Fallow). The mineralisable organic carbon released during sterilisation pool 

(parameter a) and the mineralisable native organic carbon pool (parameter b) are expressed as mg C-CO2.kg
-1

 dry 

soil equivalent. The rate of the parameter a (α) and the rate of the parameter b (β) are expressed as mg C-CO2.kg
-1

 

dry soil.day
-1

. Error bars represent standard error (n=3). 

 

The size of mineralisable pools (a and b) were highly correlated with organic C, 

organic N, C/N ratio, OM, CEC, clay content as well as with the microbial biomass measure 

as total PLFA content. The mineralisation rate of the labile pool (α) was positively correlated 

with pH, and clay content and negatively correlated with sand content. The rate of the native 

pool (β) was only negatively correlated with pH (Table V.3). 
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Table V.3: Correlation between soil characteristics and parameters derived from the model using raw and normalised 

data. Correlations are significant when P < 0.01 (*) or no significant (n.s.). 
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All the parameters of the models fitted to the normalised data were significantly 

affected by the soil factor, and only the rate constant β was significantly affected by microbial 

community (Table V.2 and Fig. V.7). The significant soil effect on the size of the labile pool 

(a) was due to the high values in the organic Luvisol (LCB) and the forest Cambisol (BF) 

(around 10 mg C-CO2.g
-1 soil C); the effect on the native pool (b) it was due to the high 

values in the organic Luvisol (LCB) and cultivated Cambisol (BC) (around 100 mg C-CO2.g
-1 

soil C). The mineralisation rate constants α and β were significantly higher in the cultivated 

Cambisol (BC) and in the bare fallow soil (36P). The microbial communities from the bare 

fallow soil mineralised the SOM unaffected by gamma radiation at a lower rate (β) than did 

the other microbial communities (Fig. V.7). 
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Figure V.7: Model’s parameters after data carbon normalisation for the different communities (lcc = from 

Conventional Luvisol; lcb = from Organic Luvisol; bc = from Cultivated Brunisol; bf = from Forest Brunisol; pp = 

from Podzol; 36p = from Bare Fallow) in the different soils (LCC = Conventional Luvisol; LCB = Organic Luvisol; 

BC = Cultivated Brunisol; BF = Forest Brunisol; PP = Podzol; 36P = Bare Fallow). The mineralisable organic carbon 

released during sterilisation pool (parameter a) and the mineralisable native organic carbon pool (parameter b) are 

expressed as mg C-CO2.g
-1

 soil C. The rate of the parameter a (α) and the rate of the parameter b (β) are expressed as 

mg C-CO2.g
-1

 soil C.day
-1

. Error bars represent standard error (n=3). 

 

Moreover, as for raw data, the mineralisation rate of the labile pool (α) was positively 

correlated with the pH and clay content and negatively with sand content, the mineralisation 

rate of the native pool (β) was negatively correlated with the pH (Table V.3). The size of 

labile pool (a) was correlated with the volume of water-filled pores (Table V.3). 

 

 

 

 



 

 

!
Chapitre*V*–*Habitat*microbien*vs.*Communautés*microbiennes*

!

! !

166 

3.4. Microbial community structure (PLFA profiles) 

 

Figure V.8 shows the principal components ordination graph of the PLFA profiles 

obtained after 56 days and at the end of the incubation. The microbial community structure 

differed significantly among soils after 56 days and at the end of the incubation. The 

differences were evident along both PCA axes (ANOVA, P < 0.001). After 56 days and at the 

end of the incubation the differences along the PC axes were due to the same lipids. The 

differences along the first PC axes were due to C15:0, C16:0 and C18:1w9t and the ones 

along the second PC axes were due to iC15:0, C18:0, C20:0. The fungal biomarker 

(C18:2w9,12) was also responsible of the differences along the second PC axis at day 56.  

The origin of the inoculated communities did not appear to have a significant effect on the 

microbial community structure at either day 56 or at the end of the incubation. Moreover, no 

significant difference in microbial community structure was observed between these dates. 
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Figure V.8: Principal Component Analysis (PCA) of phospholipid fatty acids (PLFA) profiles after 56 days of 

incubation (on the left) and at the end of the incubation (on the right). The soils are represented with the different 

patterns filled by the name of the inoculated communities. 
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3.5. Microbial metabolic capacities (BIOLOG 

Ecoplates™) 

 

The metabolic profiles of the microbial communities differed significantly among 

soils and among communities of different origins after both 56 days and at the end of the 

incubation (Fig. V.9). The difference among soils was present along the first PC axis and the 

difference among communities of different origins showed along the second PC axis. The 

ANOVA indicated that the metabolic profiles in the LCC soil were significantly different 

from those in the other soils after 56 days of incubation, and that, at the end of the incubation 

the metabolic profiles in 36P soil were significantly different from those in the other soils. 

The differences among communities of different origins were due to the metabolic profile of 

the lcb communities being different from the communities after 56 days and, at the end of the 

incubation, due to the metabolic profiles of the bc and bf communities being different from 

the other communities. 

 

The metabolic profiles of the microbial communities after 56 days of incubation were 

significantly different from those at the end of the incubation. In addition, the metabolic 

profiles of the initial microbial suspensions were significantly different from those observed 

after 56 days of incubation but were not different from the profiles obtained at the end of the 

incubation (data not shown). 
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Figure V.9: Principal Component Analysis (PCA) of metabolic capacities after 56 days of incubation (on the left) and 

at the end of the incubation (on the right). The soils are represented with the different patterns filled by the name of 

the inoculated communities. 

 

 

4.  Discussion 

 

 

The importance of microbial habitat properties relative to biological properties for 

SOC decomposition is not yet established. In this experiment, in order to differentiate 

microbial habitat effects from biotic ones crossing-inoculations were performed. Soils with 

different characteristics were sterilised by gamma radiations and then inoculated with 

bacterial suspensions previously extracted from the same non-sterile soils. So different 

inocula with different microbial community structures and different metabolic capacities were 

added to different sterile soils, corresponding to different habitats. The C decomposition 

activity of the initially same microbial communities in different habitats was monitored and 

then a partition of the biotic and abiotic properties was possible. 

We have to keep in mind that in this experiment we used microbial extracts and so the 

response obtained does not correspond to the total microbial community, but to the one of the 

extractable community. This is because of the technical constraints of the extraction and 

cultivation of soil microorganisms. Moreover, we inoculated the microorganisms 

stochastically in the pore system filled by water at the incubation matric potential (-31.5 kPa). 
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The initial niche of the microorganisms may not correspond to the one where they were 

placed then. 

 

In our experiment, microbial habitat was the dominant factor of SOC decomposition 

compared to the microbial community factor. Indeed, our results showed that the quantity and 

the biochemical quality of the OM as well as the characteristics of the microbial habitat could 

influence the OM decomposition whatever the soil microbial communities and their metabolic 

capacities. The biochemical quality of the OM and the physical properties of the microbial 

habitat are known to be controls of the SOM decomposition (Adair et al., 2008; Kleber, 

2010), but it’s not the case for their relative importance. 

 

With mineralisation data expressed per unit mass of soil (raw data), a strong microbial 

habitat effect was observed on the mineralisation curves and so on the model’s parameters. 

This soil effect was strongly correlated with C content, so in order to get free from these 

different C contents between the studied soils, data were C content normalised. The strong 

microbial habitat effect was still observed with data expressed per unit of soil C content 

(normalised data), suggesting that not only the abundance of C controlled mineralisation rates 

but also others factors such as the quality of the OM or other characteristics of the habitat. 

Looking at the normalised C mineralisation curves, two soils appeared to be the most 

favourable environments for C mineralisation: the organically managed cultivated Luvisol 

(LCB) and the cultivated Cambisol (BC). In these two cultivated and tilled soils, crop residues 

(wheat and colza respectively) were mixed to the soil by the tillage so are expected to be (i) 

easily accessible to soil decomposers and (ii) easily degradable because of their biochemical 

qualities (Gregorich et al., 2006). To comfort these hypotheses, we observed that the 

mineralisable native C pool size (b) had higher values in these same two soils, stating that soil 

microorganisms probably have a better accessibility to these two native C pools or that the 

native pool is more widely degraded because of its biochemical quality. Even if the initial 

microbial biomass was not as high in the cultivated Cambisol (BC) as in the organic Luvisol 

(LCB), the pool of labile C was more easily decomposable in the Cambisol, maybe because of 

the higher pH. Indeed a strong correlation was observed between the pH and the rate α. 

Although the native C pool in the BC soil was one of the highest, its mineralisation rate (β) 

was one of the lowest, reflecting a limited access for decomposers to this pool or a more 

complex biochemical quality. Native organic C in this clay soil could be occluded in clay 
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particles and so difficult to access for soil microorganism, however no correlation between 

rate β and clay content was observed. 

 

Conversely, two other soils appeared to be the less favourable environments for C 

mineralisation: the Podzol (PP) and the bare fallow soil (36P). Even if oxygen and water 

diffusions as well as SOM accessibility to decomposers are presumed to be optimal in the 

Podzol because of a sandy texture, the pool a and the rate α were the slowest. The initial 

microbial biomass in this soil was one of the least abundant, and the obtained pool after the 

sterilisation was the least decomposable. Strong correlations were observed between the rate 

α and the pH as well as the texture (clay and sand content) and seem indicate that these two 

soil properties have an impact on the microbial activity. Because a microbial habitat effect 

was also observed for the microbial community structures and the metabolic capacities we 

can suggest that environmental conditions lead to similar microbial community structures and 

metabolic capacities whatever the initial inoculated community. In the case of the Podzol, the 

environmental conditions driving the community structure and the metabolic capacities could 

be the low pH and/or the sandy texture, which differentiate this soil from the others (Bååth et 

al., 1995; Johnson et al., 2003). 

 

The C in the long-term bare fallow soil (36P) can be considered to be relatively stable 

because this soil had not received any fresh C for approximately 60 years (Barre et al., 2010). 

This OM is likely protected by micro-aggregation or by adsorption (Six et al., 2000), by its 

chemical recalcitrance (Lützow et al., 2006), or by the presence of CaCO3 slowing down the 

C mineralisation (i.e. pH effect) (Fierer and Jackson, 2006; Baker et al., 2009; Frostegård et 

al., 2011). In the bare fallow soil the mineralisation rate of the native C pool (β) was the 

slowest, reinforcing the hypotheses about the protection from the degradation of the native C. 

In addition, the mineralisation rate of the C released during the sterilisation (α) was the 

highest (with those of BC), suggesting that the labile pool a from the bare fallow soil is easily 

degraded by the microorganisms. The initial microbial community from the bare fallow soil 

could be mostly composed by bacteria and then once sterilisation occurred liberated more 

labile C, than the other communities.  

 

It is interesting to note that when organic substrate was plentiful (i.e. at the beginning 

of the incubation after the release of labile substrate due to the sterilisation), the soils with the 
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highest pH (BC and 36P) also exhibited the highest mineralisation rates of the labile pool (α). 

This difference was no longer apparent when the substrate supply decreased and the microbial 

communities were mineralising OM unaffected by the sterilisation. This suggests that pH 

affects microbial activity only when substrate supply is not constraining activity. Also, 

metabolic profiles seemed to be affected by a substrate supply because they varied among 

incubation time. Indeed, initial metabolic profiles (made on the inocula) were different from 

the one obtained after 56 days of incubation but the same that ones obtained at the end of the 

incubation. When microbial communities were inoculated to the soils, a large amount of 

labile C was available due to the sterilisation. Because of this easy degradable source of C, 

metabolic capacities may change explaining their evolution between the inocula and day 56. 

When this pool of labile C was consumed, the metabolic capacities may have returned to their 

initial pattern (inocula).  

 

After normalisation a community effect was still observed for the rate of the 

mineralisable native C pool (β) but not for the mineralisable labile pool (a), suggesting that 

the rate β was affected by the quantity and biochemical quality of C and the pool a was only 

affected by the C quantity. This community effect on the rate β was mainly due to the bare 

fallow community (36p). Guenet et al., (2011) showed that a bare fallow soil microbial 

community easily used microbial products. Our results are in accordance with this because no 

inoculum effect was observed for the mineralisation rate of the C due to the sterilisation (α), 

probably mostly composed by microbial products, but was observed for the native C 

mineralisation rate (β). This microbial community (36p) coming from a soil where no OM 

was added for 60 years, likely kept its slow native C degradation capacities whatever the soil 

inoculated in. This suggests that there is a larger range of molecules in the OM from the other 

soils and that the community from the bare fallow doesn’t have the capacity to degrade them. 

Indeed, in four soils (LCC, LCB, BF and 36P) the community extracted from the bare fallow 

mineralised the native OM more slowly than the other communities. For this community as 

well as for the others, it is interesting to note that in their original soil they were not 

specialised for their native SOC, invalidating the home field advantage hypothesis (Hunt et 

al., 1988). However, in these studies where the hypothesis was that decomposer communities 

are specialised to litter types characteristics of their ecosystem, the entire soil community was 

used and not only the microbial one (Gholz et al., 2000; Ayres et al., 2006). 
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5.  Conclusion 

 

 

Microbial activity of SOC decomposition seems to be more controlled by 

environmental conditions (such as pH, texture and also substrate supply) than by the 

microbial community structure or metabolic profiles. Microbial community structure was also 

controlled by the environmental conditions because independent of its origin. This confirms 

that soil microorganisms adapt their structure to environmental pressure (Fenchel and Finlay, 

2004; Fierer and Jackson, 2006). 

 

Future investigations are needed in order to determine if environmental conditions still 

govern microbial patterns at a finer microbiological scale (species level for example). 
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Conclusion)générale)))))))))))))))))))))))))))))))))))

et)))))))))))))))))))))))))))))))))))))))))))))))))))))

Perspectives)

 

 

Ce travail de thèse, à l’interface entre la physique, la microbiologie des sols et la bio-

géochimie, visait à faire la part des régulations biotiques et abiotiques de la décomposition 

des MOS, afin de pouvoir prédire et anticiper le devenir du carbone des sols dans un contexte 

de changements climatiques et de changements de pratiques culturales. Nous souhaitions ainsi 

mieux comprendre et évaluer les mécanismes régulateurs de la dynamique des MOS, et plus 

précisément ceux liés d’une part à la structure du sol qui détermine les propriétés de l’habitat 

microbien, et d’autre part ceux liés aux communautés microbiennes elles mêmes (de par leur 

abondance, leur diversité et leur structure).  

Pour ce faire, ont été mis en place des systèmes expérimentaux permettant de faire 

varier de façon indépendante ou simultanée: 

- la structure du sol par des degrés de désagrégation plus ou moins importants,  

- la diversité des communautés microbiennes par des dilutions successives de la 

communauté initiale,  

- l’intégralité de l’environnement de différentes communautés microbiennes par des 

inoculations croisées. 

 

Reprenons à présent les questions posées au début de cette étude et voyons quelles 

réponses ont pu être apportées grâce aux expérimentations effectuées, et quelles seraient les 

directions à prendre pour de futurs travaux. 
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Question*1:*Quelle*est*l’importance*relative*de*la*structure*du*sol*dans*la**

décomposition*des*MOS?*

 

La majorité des travaux portant sur l’impact de la structure du sol sur la dynamique 

des MOS, analysent l’impact direct de perturbations (ex. broyage, compaction) (e.g. Tisdall 

and Oades, 1982; Hassink, 1992; Balesdent et al., 2000; Salomé et al., 2010; Thomson et al., 

2010). L’originalité de notre travail réside dans le fait d’avoir étudié l’impact de la structure 

sur la minéralisation du CO des sols, et ce en régime stationnaire. Ceci nous a permis de 

comparer les structures différentes générées en terme d’habitats différenciés. Les différents 

degrés de changement de structure imposés dans cette expérimentation, n’ont eu d’effet ni sur 

la minéralisation du carbone organique natif, ni sur celle du carbone apporté par les substrats. 

Cet absence d’effet de la structure du sol, malgré les différences d’environnements physiques 

observées, est vraisemblablement dû à notre système expérimental. En effet, dans notre étude 

les pores remplis d’eau (d’un diamètre maximal de 9,5 µm) n’ont pas été affectés par les 

modifications de structure puisque celles ci n’ont été observées que jusqu’à une résolution de 

13 µm. A un potentiel matriciel de -31,5 kPa et pour ce type de sol (sol limoneux), les 

contrôles des dynamiques du C des sols se déroulent donc à une échelle spatiale inférieure à 

13 µm. Cette hypothèse est renforcée par l’étude de Franklin and Mills (2007) montrant que 

le rayon d’influence d’une cellule bactérienne sur un substrat est d’environ 10 µm. Les 

structures générées par nos manipulations expérimentales, ont apparemment garanti une 

aération suffisante des pores saturés en eau à pF 2,5. Dans ces conditions d’aération 

suffisante, les mécanismes qui réguleraient la dynamique du CO des sols se passeraient à des 

échelles très fines, d’où la nécessité de les inclure dans les modèles mécanistiques pour une 

meilleure prédiction (par exemple : adsorption, diffusion sur de petites distances).  

 

Bien que le système expérimental n’ait pas permis d’étudier au mieux les effets des 

changements de structure, il ne faut pas perdre de vue que ce sol limoneux sensible à la 

battance fait régulièrement l’objet de telles modifications de structure. L’action des gouttes de 

pluie sur les agrégats de sol induit un réarrangement des particules rendant très compacte la 

couche superficielle : c’est la croûte de battance. La formation de cette croûte pourrait être 

comparée à notre modalité la plus déstructurée, la modalité dispersée. Ainsi, le maintien de la 

fonction de minéralisation observée dans ces environnements physiques différents pourrait 

s’expliquer par une adaptation des communautés microbiennes, qui rencontreraient de façon 
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occasionnelle de telles modifications de structure. Ceci nous amène à se demander si l’effet 

de la structure du sol serait le même pour des sols de texture et de teneur en MO différentes. 

On peut également se demander si en sollicitant des pores de diamètre plus important la 

réponse des communautés microbiennes serait identique face à ces mêmes perturbations de 

structure.  

 

De plus le sol utilisé est un sol cultivé où l’abondance fongique est limitée (Henneron 

et al., Submitted). On peut donc supposer que cette même expérimentation avec un sol où 

l’abondance fongique serait nettement plus importante (par exemple dans le même sol sous 

SCV ou dans un sol forestier) aurait des résultats différents puisque les champignons grâce à 

leurs hyphes peuvent explorer un grand volume du réseau poral, et ainsi transloquer les MOS. 

Cette exploration fongique est fonction de la connectivité et de la tortuosité du réseau poral 

rempli d’air (Otten et al., 1999). 

 

 

Question*2:*Quelle*est*l’importance*relative*de*la*diversité*microbienne*dans*la*

décomposition*des*MOS?*

 

La plupart des études dans lesquelles la biodiversité a été érodée ne montrent pas 

d’impact significatif sur la minéralisation du CO des sols (Griffiths et al., 2000; Wertz et al., 

2006). Les différents degrés de diversité imposés dans notre expérimentation ont eu des 

effets, faibles mais significatifs, sur la minéralisation du carbone organique natif et du 

carbone provenant des substrats apportés. Ces effets ne s’observent qu’à la diversité la plus 

faible suggérant un effet seuil. L’impact de l’érosion de la diversité sur la minéralisation des 

MO semble donc indiquer que la redondance fonctionnelle n’est pas toujours aussi importante 

que considérée jusqu’ici dans les études de la minéralisation des MOS. 

 

Du fait que dans cette expérimentation l’effet de la diversité soit couplé à l’effet de la 

structure du sol, une hiérarchisation de ces mécanismes de régulation a été rendue possible. 

Certes petits, les effets de la diversité microbienne sur la minéralisation du carbone organique 

apparaissent plus importants que ceux de la structure du sol. Attention toutefois à ne pas 

perdre de vue que cette hiérarchisation est valable pour ce type de sol, pour ces conditions de 

potentiel matriciel (comme expliqué plus haut) et pour une diversité microbienne très faible. 
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Au vu des résultats obtenus, il serait à présent intéressant de déterminer les niveaux de 

diversité en dessous desquels la décomposition du carbone organique serait affectée, et ainsi 

identifier des niveaux seuil qui pourraient être dépendants des sols. Ce seuillage pourrait être 

amélioré via l’utilisation de techniques de la biologie moléculaire, plus fines dans l’analyse de 

la diversité. 

 

 

Question*3*:*Existe*tDil*une*hiérarchie*entre*propriétés*de*l’habitat*microbien*et*

communautés*microbiennes*dans*la*régulation*de*la*décomposition*des*MOS*?*

 

La hiérarchisation des facteurs de régulation de la décomposition des MOS apparaît 

nécessaire pour améliorer la prédiction des modèles, puisque permettrait d’établir les 

variables à prendre en compte en priorité. L’activité microbienne de décomposition du 

carbone organique du sol semble plus contrôlée par les conditions environnementales (comme 

le pH, la texture et l’approvisionnement en substrat) que par la structure des communautés 

microbiennes ou les capacités métaboliques des microorganismes du sol.  

 

L’effet communauté observé au cours de cette expérimentation est dû à une 

communauté microbienne en particulier, la communauté de la jachère nue de longue durée. 

Cette communauté très spécifique de son environnement et ce depuis près de 60 ans, s’est 

adaptée à une dégradation du carbone organique natif très lente du fait de l’absence d’apports 

exogènes. En effet, comme le suggère Ekschmitt et al. (2005), dans des conditions de 

« famine » les microorganismes régulent leur activité puisque l’acquisition des MOS leur 

coûte autant que ce la dégradation ne leur rapporte.  

 

Pour renforcer les données obtenues sur la différenciation des communautés 

microbiennes inoculées, des analyses en TRFLP sont en cours. Ces données permettront une 

appréciation qualitative de la structure des communautés et de la diversité microbienne pour 

chacune des communautés inoculées.  
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Annexe A: Schéma du fonctionnement d’un analyseur élémentaire couplé à un spectromètre de masse à ratio 

isotopique (Bardoux, Communication personnelle). 
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Annexe B: Schéma du fonctionnement d’un chromatographe en phase gazeuse couplé à un spectromètre de masse à 

ratio isotopique (Bardoux, Communication personnelle). 
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Annexe C: Les différentes sources de carbone d’une plaque BIOLOG Ecoplate™ (www.biolog.com). 
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