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1 Introduction générale 
Les microbes des sols sont utiles à l’agriculture : ils aident les plantes à acquérir des nutriments, dé-
gradent les déchets, protègent des plantations contre les pathogènes… Cela a fait d’eux un sujet de 
recherche agronomique majeur depuis le début du XXème siècle et particulièrement ces dernières 
décennies, suite au développement de modes d’agricultures sobres en intrants. Comprendre les inte-
ractions entre les microorganismes, les plantes et les autres éléments du sol est vu comme une solu-
tion potentielle pour gagner en productivité tout en se passant de produits agrochimiques de synthèse 
dont le coût, les dégâts environnementaux et les effets sur la santé humaine sont problématiques. 
Dans cet optique, un des enjeux importants en agronomie est d’être capable de caractériser la com-
munauté microbienne des sols de manière fonctionnelle ; c’est-à-dire de quantifier les services qu’elle 
peut rendre à l’agriculture et à la société de manière générale. Un microbiote riche d’un point de vue 
fonctionnel protégera les plantes des maladies, leur permettra d’acquérir facilement des nutriments 
et les protégera contre les aléas climatiques, il dégradera les éventuels polluants néfastes, améliorera 
la structure physique du sol et limitera les efflux de gaz à effet de serre.  

Malheureusement, cette caractérisation est rendue difficile par plusieurs caractéristiques des mi-
crobes du sols. Ainsi, les microbiotes des sols sont complexes et variés et on estime qu’un gramme de 
sol contient typiquement plusieurs milliards de cellules de microorganismes visibles au microscope, 
qui peuvent appartenir à entre 500 et 10 000 espèces différentes. La majorité des espèces de microor-
ganismes sont inconnues et parmi celles connues, on ignore pour beaucoup leurs fonctions agrono-
miques éventuelles. En outre, de nombreuses espèces sont difficiles à cultiver. Enfin, les interactions 
(physico-chimiques, hormonales…) entre microbes et avec les autres éléments du sol sont variées et 
difficiles à détecter.  

Les progrès des technologies de séquençage ont permis d’étudier les génomes de communautés en-
tières de microbes du sol, ce qui a apporté beaucoup à la compréhension des microbiotes. Cependant, 
il demeure difficile de lier un gène à une fonction et dans certains cas, le séquençage ne suffit pas à 
connaître les fonctions. C’est pourquoi certains chercheurs visent à mettre en place des modes de 
caractérisation qui reposent directement sur les phénotypes des microbes (les traits biologiques ob-
servables). C’est ce que nous avons fait dans ce travail de thèse, en choisissant de nous concentrer sur 
un paramètre et une fonction importants : le nombre de cellules cultivables et la solubilisation du 
phosphate. Dans chaque cas, nous avons adopté une approche purement phénotypique : caractériser 
le comportement de microorganismes sans chercher à savoir à quelles espèces ils appartenaient.  

Pour développer notre protocole de caractérisation, nous avons choisi d’utiliser la millifluidique de 
gouttes. Elle consiste à manipuler des gouttes de quelques centaines de nanolitres, généralement sé-
parées les unes des autres par une phase continue huileuse. Elle permet notamment de réaliser des 
opérations de microbiologie de façon plus précise, plus répétable et plus rapide qu’avec des méthodes 
traditionnelles, en utilisant moins de réactifs. Nous avons choisi d’utiliser une machine conçue par une 
startup de notre laboratoire et actuellement commercialisée : l’analyseur MilliDrop. Cette machine 
permet de générer jusqu’à 1000 gouttes et de les incuber pendant 48 heures. On peut également 
mesurer la fluorescence de chaque goutte au fil du temps ainsi que la lumière qu’elles diffusent au fil 
du temps. Le compromis entre tailles des gouttes et nombre de gouttes permet à la fois de cultiver 
une fraction importante de la diversité d’un échantillon de microbes du sol et de leur laisser suffisam-
ment de volume pour produire une communauté avec des traits phénotypiques visibles, tout en pré-
sentant une grande facilité d’utilisation.  
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Pour mettre au point notre méthode d’évaluation de la biomasse cultivable et de la concentration en 
microorganismes cultivables, nous avons dû mener un travail de formulation physico-chimique impor-
tant et croiser différentes mesures optiques menées sur nos gouttes. Grâce à cela, nous avons à la fois 
apporté un éclairage nouveau sur la solubilisation du phosphate par les microorganismes et prouvé le 
potentiel de notre machine en tant qu’outil de diagnostic agricole.  

Ce manuscrit se décompose en cinq parties. La première partie est une présentation des enjeux et 
difficultés de l’étude des microorganismes du sol. La deuxième est une revue de littérature qui vise à 
expliquer en quoi l’acquisition du phosphate est un problème pour les plantes et comment les microor-
ganismes peuvent les aider. La troisième partie est une présentation de la millifluidique de gouttes et 
du cas particulier de notre dispositif expérimental. Dans la quatrième et la cinquième partie, nous pré-
sentons les résultats d’expériences d’incubation que nous avons menées sur une douzaine de sols agri-
coles fournis par notre partenaire AgroNutrition. Nous présentons d’abord les résultats que nous 
avons obtenus concernant la concentration en microorganismes cultivables dans nos sols et leur mé-
tabolisme, puis concernant la solubilisation de particules de phosphate.  
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2 Les microorganismes du sol fournissent des services écosysté-
miques à l’agriculture  

2.1 Les microorganismes représentent la majorité de la biomasse des sols 
Les sols sont des milieux complexes, composés typiquement de 25% d’air, 25% d’eau, 45% de minéraux 
et 5% de matière organique en volume1. Substrat de la majorité des végétaux terrestres, le sol est aussi 
le lieu de vie d’une grande diversité d’organismes hétérotrophes. On divise fréquemment ceux-ci en 
macro-organismes (organismes de plus de 2mm), méso-organismes (0,1-2mm) et micro-organismes 
(moins de 0,1mm).  

Les macro-organismes du sol comprennent par exemple les taupes, les fourmis et les lombrics.  

1 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

-  

 

1 Lombrics - Photo par sippakorn yamkasikorn sur Unsplash 

Fourmi - Photo par Peter F. Wolf sur Unsplash 

Rat-taupe nu : Ltshears - Trisha M Shears – domaine public – Wikipedia 

Figure 2-1: Trois macro-organismes du sol célèbres : un rat-taupe nu (Heterocephalus glaber), une fourmi (Camponotus ny-
landeri) et une poignée de lombrics. 
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Les méso-organismes comprennent des espèces telles que les collemboles et les acariens, dont les 
rôles dans la décomposition des déchets organiques ont été abondamment documentés2.  

Alors que la plupart des macro-organismes et méso-organismes appartiennent au règne animal, les 
microorganismes appartiennent à des taxons plus variés. Ainsi, si l’on trouve dans un sol naturel des 
métazoaires comme les nématodes et des tardigrades, on y trouve aussi des bactéries, des algues, des 
archées et des champignons.  

La biomasse microbienne est la masse que pèsent les microbes d’un sol donné.  Son estimation est un 
sujet complexe et de nombreuses méthodes de mesure existent. Un parcours de littérature semble 
cependant indiquer que la biomasse carbone microbienne représente environ 500 mg de carbone mi-
crobien par kg de sol, d’après la méthode de fumigation-extraction 3–7. Ce chiffre est à mettre en regard 
de la biomasse des autres organismes : Ainsi Weil et Al estiment que dans les horizons supérieurs du 
sol, la biomasse des microorganismes est comprise entre 180 et 2580 grammes par mètre carré, alors 
que celle des macro-organismes et méso-organismes est comprise entre 13 et 450 grammes par mètre 
carré8. On peut donc retenir que dans le sol, en matière de biomasse, les microorganismes sont environ 
dix fois plus importants que les macro et méso-organismes.  

En nombre de cellules, dans les 30 premiers centimètres du sol, on peut trouver 10 milliards de cellules 
détectables au microscope par gramme de sol9,10. En plus de représenter la majorité de la biomasse du 
sol, les microorganismes sont donc extrêmement nombreux.  

Or, ces microorganismes réalisent des opérations à l’importance majeure en agronomie et en écologie. 

2.1.1 Les microbes du sol ont des rôles majeurs en écologie et agronomie  
Les microorganismes sont des acteurs clefs des cycles géochimiques.  

• A presque toutes les étapes du cycle de l’azote, des microorganismes sont présents. Le diazote 
contenu dans l’air entre dans la biomasse après avoir été fixé par des microorganismes. Par la 
suite, il peut être oxydé par des bactéries nitrifiantes, puis renvoyé dans l’atmosphère par des 
microorganismes dénitrifiants. Les microorganismes sont également responsables d’une par-
tie du recyclage de la matière azotée contenu dans la biomasse des végétaux et des animaux 
morts11. 

Figure 2-2 : un méso-organisme emblématique – le collembole : Photo Jean-
Pierre Bertrand http://www.avecousansailes.fr/2017_148.html 
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• Le cycle du carbone est également en partie déterminé par des microorganismes du sol : les 
composés organiques, au premier rang desquels la cellulose et la lignine contenues dans les 
tissus végétaux, sont dégradés par des microorganismes, qui peuvent s’en servir comme 
source d’énergie et relâcher du CO2 dans l’atmosphère ; ou participer au stockage de carbone 
dans les sols12. Dans un contexte de dérèglement climatique, ces mécanismes ont été large-
ment étudiés, dans l’espoir d’exploiter le potentiel de puits de carbone des microbiotes.  

• Les microorganismes sont également responsables de la dégradation de nombreux polluants 
chimiques. Certains produits phytosanitaires, comme le 2,4,5-T (agent orange), ou le chlordé-
cone sont connus pour les dégâts environnementaux qu’ils peuvent causer. Si ces composés 
ne sont pas rapidement dégradés, ils peuvent se retrouver dans les cours d’eau et dans l’ali-
mentation du bétail ou des humains et causer des problèmes de santé publique parfois dra-
matiques. Or, les microbiotes sont au cœur de cette éventuelle dégradation13,14. Il en est de 
même, pour certains polluants industriels non liés à l’agriculture15. 

Ces propriétés font que les microbiotes des sols sont abondamment étudiés par les chercheurs en 
écologie. Mais les microorganismes entretiennent également des relations avec les plantes qui inté-
ressent les agronomes. En effet, depuis leur apparition sur Terre, les végétaux aériens sont au contact 
avec des microbes. Cette longue histoire de coévolution a abouti au développement d’interactions 
mutuellement bénéfiques pouvant aller jusqu’à la symbiose. Il en résulte que les microbiotes ont une 
grande influence sur le développement des plantes et de nombreux rôles en agriculture :   

• Ils ont des rôles bien documentés dans l’alimentation des plantes : ils sont capables de rendre 
le diazote de l’air et le phosphore du sol assimilables par les plantes, de constituer des stocks 
labiles de ces nutriments et d’étendre la surface de captage des nutriments dans le cas des 
mycorhizes.  

• Les sols renferment à la fois des microorganismes pathogènes des plantes et des remèdes 
contre ces maladies. Il a ainsi été prouvé que certains microbiotes des sols protégeaient les 
plantes contre les infections et les parasites16–19. La souche bactérienne Bacillus thuringiensis, 
principal succès du biocontrôle est connue pour ses propriétés insecticides et elle est au-
jourd’hui massivement utilisée pour lutter contre certains ravageurs20.  

• De nombreux microorganismes sécrètent des hormones végétales qui influent sur le dévelop-
pement des plantes (ce qui prouve au passage le niveau d’intrication entre microorganismes 
et végétaux)21 

• Les microorganismes structurent le sol. Il a par exemple été montré que la synthèse de gloma-
line par certains champignons favorisait la formation d’agrégats solides, eux-mêmes béné-
fiques à la fertilité des sols22. Ils sont également responsables de la dégradation de la matière 
végétale introduite dans les champs, et de la formation de l’humus.  

• Certains microbes protègent les plantes de différents stress abiotiques23,24 : manque d’eau, 
hyper salinité, acidité… 

• Des champignons sont étudiés pour leur potentiel d’herbicides biologiques25,26 

Une vaste littérature scientifique s’y intéresse donc depuis le début du XXème siècle. Dès cette 
époque, on avait compris que les microorganismes du sol avaient un rôle dans la nutrition des 
plantes27, donc une utilité potentielle. Aujourd’hui, conscients des dégâts causés par l’épandage d’en-
grais et de produits phytosanitaires chimiques, la communauté scientifique et les industriels du secteur 
voient dans les microorganismes des alternatives a priori moins polluantes à ces substances ; une op-
portunité de concilier productivité et préservation de l’environnement. Les avancés dans ce secteur 
sont particulièrement utiles aux exploitations qui ont fait le choix d’une agriculture sobre en intrants, 
par exemple celles en agriculture biologique.  
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On peut identifier deux approches dans la littérature scientifique :  

• Une approche consiste à utiliser les microorganismes comme produits alternatifs ou complé-
mentaires aux produits phytosanitaires de synthèse 19,28–31. On peut épandre soit les microor-
ganismes vivants d’une espèce, soit des communautés de microorganismes vivants multi-es-
pèces, soit des extraits de microorganismes24,32–34. Malheureusement, la littérature s’accorde 
à dire que ces démarches échouent souvent35 pour différentes raisons :  

o Les microorganismes se dégradent rapidement lorsqu’ils sont stockés25.  
o Ils sont plus difficiles à épandre : une fois épandus, ils peuvent se dessécher et être 

dégradés par le soleil 
o Une fois introduits dans le sol, les microbes ne se développeront que s’ils ont un avan-

tage compétitif par rapport à ceux déjà présents (par exemple la capacité à dégrader 
une molécule xénobiotique14). Si tel n’est pas le cas, la compétition avec les microor-
ganismes présents,  parfaitement adaptés au milieu dans lequel ils se trouvent, ou la 
rencontre de prédateurs14,36 les réduiront rapidement à des quantités indétectables.   

o Quand bien même le microorganisme parviendrait à se faire une place dans le sol dans 
lequel on l’introduit, il n’est pas garanti que l’activité pour laquelle on l’a choisi soit 
exprimée. Les microorganismes peuvent ainsi perde toute activité métabolique une 
fois dans le sol14,37.  

• L’autre approche consiste à étudier les microorganismes présents dans les sols, leurs activités, 
leurs fonctions et leurs dynamiques pour éventuellement comprendre comment ces dyna-
miques peuvent être influencées. Des travaux ont par exemple montré que l’apport d’engrais, 
la pollution aux métaux lourds et le type de culture altéraient les microbiotes des sols, en ma-
tière de répartition d’espèces38–42, de potentiel à protéger contre les maladies des plantes (bio-
contrôle)43 ou d’activité solubilisatrice de phosphate39,44. Des équipes s’intéressent également 
à la répartition spatiale et temporelle de différentes activités enzymatiques dans le sol45,46. Ces 
démarches sont souvent le fait d’écologues, qui cherchent à comprendre le fonctionnement 
des microorganismes naturels pour mieux le prendre en compte dans leurs modèles. Cepen-
dant, nous estimons que ces données pourraient un jour servir à conseiller aux agriculteurs 
des pratiques agricoles ; à construire des modèles d’aide à la décision. Par exemple, nous pen-
sons que l’on pourrait conseiller une pratique agricole à un agriculteur en se basant sur un 
diagnostic qui prendrait en compte le nombre de fixateurs d’azote, de solubilisateurs de phos-
phate ou de champignons présents dans son sol. Certains auteurs proposent déjà des indica-
teurs de qualité des sols reposant partiellement sur des paramètre microbiologiques47,48. 

Pour une démarche comme pour l’autre, les chercheurs se heurtent à une difficulté majeure : la grande 
biodiversité microbiologique des sols. Ce paramètre est incontournable pour appréhender les micro-
biotes du sol.  

2.2 Les microbes du sol sont variés et peu connus 
Dans les articles sur les microbiotes de sols, les horizons supérieurs sont presque toujours décrits 
comme étant le berceau d’une grande diversité d’espèces de microbes. On lit souvent en introduction 
qu’un gramme de sol contiendrait jusqu’à 10 000 espèces de microbes, en citant principalement les 
travaux de Torsvik dans les années 19909,49,50.  

Quelles sont les connaissances actuelles sur le sujet ?  

Chez les organismes macroscopiques, on mesure classiquement la biodiversité d’un écosystème en 
dénombrant les espèces présentes. Pour ce faire, on prélève des spécimens de plantes ou d’animaux 
que l’on identifie sur des critères anatomiques et par une analyse génétique lorsqu’il y a une ambiguïté 
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entre espèces d’apparences similaires. On compte ensuite les espèces rencontrées et les fréquences 
auxquelles on les a rencontrées, puis on calcule un indicateur de biodiversité. 

Chez les microorganismes, une telle démarche poserait plusieurs problèmes : le nombre de microor-
ganismes peut atteindre des valeurs telles qu’étudier manuellement chaque cellule d’un échantillon 
(par exemple de sol) est irréaliste. Par ailleurs, des cellules même très éloignées génétiquement sont 
souvent indiscernables sur des critères anatomiques51. L’identification repose donc aujourd’hui 
presque exclusivement sur des méthodes génomiques. Or, la notion d’espèce chez les procaryotes ne 
va pas de soi. 

La notion d’espèce chez les procaryotes :  
Qu’est-ce qu’une espèce ? Chez les eucaryotes pluricellulaires, même si ce concept n’est pas 
parfaitement applicable à toutes les espèces, on accepte souvent la définition donnée par 
Ernst Mayr 52 : une espèce est « une population naturelle dont les membres se reproduisent 
effectivement ou potentiellement entre eux et qui est isolée des autres groupes sur le plan 
reproductif »53. La reproduction sexuée est donc au cœur de la définition d’une espèce eu-
caryote.  
Or, les procaryotes ne réalisent pas de reproduction sexuée… La définition d’une espèce 
procaryote varie donc selon les auteurs, mais on la fait généralement reposer sur le degré 
de similarité entre l’information génétique de deux cellules : des microbes sont d’une même 
espèce s’ils partagent suffisamment de similarités et sont suffisamment différents d’autres 
souches proches. Expérimentalement, l’identification repose aujourd’hui presque exclusive-
ment sur l’ARN 16S (pour les procaryotes) et 18S (pour les eucaryotes, notamment les cham-
pignons) : chaque espèce est définie par une souche-type étalon et une cellule appartient à 
cette espèce si son ARN 16S/18S est suffisamment similaire à celui de la souche-type. On 
prend une valeur de similarité arbitraire : 97% 54,55 et on parle de UTO Unité Taxonomique 
Opérationnelle (OTU en Anglais) plutôt que d’espèce.  

 

A l’échelle de la France, sur 2150 parcelles agricoles réparties sur tout le territoire et en se basant sur 
l’ARN 16S, Terrat et al56 trouve 9E4 UTO bactériennes différentes, avec en moyenne 1288 UTO diffé-
rentes par gramme de sol par parcelle dans les 30 centimètres supérieurs du sol et cela ne prend pas 
en compte les champignons, qui ajoutent encore à la biodiversité. 

Ces résultats confirment donc que les sols sont le berceau d’une grande biodiversité microbienne, et 
qu’il existe au demeurant une diversité phylogénique entre les sols (chaque parcelle en France ne ren-
ferme que 1,4% de la biodiversité totale du pays, d’après ces mêmes travaux). En conséquent, leur 
étude est très complexe et nécessite de fortes capacités de criblage. Mais pour compliquer le pro-
blème, de nombreuses espèces n’ont encore jamais été décrites et dans la plupart des cas, on connaît 
trop mal les espèces décrites pour savoir quelles fonctionnalités agricoles elles pourraient avoir.  

2.2.1 La phylogénie donne peu d’information sur les fonctions agricoles 
Ainsi, selon Torsvik et Øvreås9, « Il est probable que le plus grand problème que rencontre la micro-
biologie aujourd’hui [en 2002] est de lier la phylogénie et les fonctions ». En effet, les résultats de 
séquençage de l’ARN 16S ou 18S des sols donnent peu d’information fonctionnelle, pour deux rai-
sons : D’une part, de nombreuses espèces sont inconnues. Un peu plus de 20 500 espèces de proca-
ryotes ont été décrites dans la base des génomes de procaryotes LSPN (le 09/12/2020), soit environ 
23% du nombre d’UTO trouvées rien qu’en France par Terrat et al57. D’autre part, les espèces connues 
sont souvent décrites sommairement et nos connaissances ne permettent généralement pas de leur 
associer des propriétés agronomiques.  
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Tous ces éléments convergent vers le fait que l’analyse des microbiotes du sol d’aujourd’hui devrait 
être fonctionnelle : pour servir l’agriculture, on doit s’intéresser à la capacité à exprimer une fonction 
agronomique (par exemple, la capacité à solubiliser le phosphate) plutôt qu’à la composition phylo-
génique des microbiotes. Ainsi, dans un article récent, Thiele-Bruhn et Al47 écrit que « les nouvelles 
méthodes [d’évaluation de la qualité des sols] devraient se concentrer plus sur les fonctions micro-
biennes des sols, notamment les cycles des nutriments et des gaz à effet de serre, le bio contrôle, la 
promotion de la croissance, la séquestration du carbone, mais aussi la structuration du sol et la fonc-
tion de filtre ».  

2.2.2 L’étude des microbiotes des sols a besoin d’outils de caractérisation fonctionnelle 
Car en effet, des études montrent que d’un point de vue fonctionnel, il existe des différences quanti-
fiables entre les microbiotes des champs.  

Si l’on prend l’exemple des fixateurs d’azote atmosphérique, dans 58, huit sols néerlandais sont étudiés 
avec des méthodes moléculaires, à la recherche du gène nifH, qui est impliqué dans la fixation de 
l’azote atmosphérique. L’abondance de ce gène dans le sol varie du simple au décuple entre Avril et 
Novembre, et environ du simple au centuple entre les sols à certains moments de l’année.  

Si l’on prend l’exemple du phosphore, les solubilisateurs de phosphate, microorganismes susceptibles 
d’aider les plantes à acquérir du phosphate à partir des particules du sol, sont également présents en 
quantités variables. Dans 39, un même sol est divisé en parcelles sur lesquelles différentes plantes sont 
cultivées, dans différentes conditions agronomiques. Après deux ans, les concentrations en microbes 
cultivables solubilisateurs du phosphate varient de 6,5E4 à 6,2E6 cellules par gramme de sol selon les 
parcelles. De façon similaire, dans 59, sur 52 échantillons de sol issu de 5 lieux de prélèvement, les 
auteurs ont trouvé entre 1,2E2 (en réalité moins que ça, mais cela dépassait leur seuil de détection) et 
2,8E5 cellules solubilisatrices de phosphore par gramme de sol.  

Enfin, Latz et al 43 a trouvé que la diversité des végétaux sur une parcelle avait une influence positive 
sur la capacité des microorganismes à lutter contre les phytopathogènes, en se basant sur la présence 
du gène phlD, impliqué dans la synthèse de composés connus pour leur rôle dans la protection contre 
les maladies fongiques des plantes. 

 

Dans les exemples de la littérature, on voit que deux types de méthodes se dégagent :  

• Les méthodes moléculaires. On séquence la totalité de l’ADN présent dans un sol, et on va 
chercher une famille de gènes dont on sait qu’ils sont liés à une fonction agronomique, par 
exemple les gènes nifH, amoA ou hao60 qui codent la synthèse des enzymes du cycle de l’azote, 
ou les gènes phlD et prnD, impliqués dans la protection contre les champignons pathogènes43. 
On peut également s’intéresser au transcriptome (l’ARN), ce qui fournit une information a 
priori plus proche de ce qui a lieu dans le sol. L’intérêt principale de ces technologies résident 
dans leur très haut débit et dans leur simplicité d’utilisation : de nombreux échantillons peu-
vent être analysés par un technicien en une journée. Ces méthodes ont cependant une limite : 
la présence d’un gène ne garantit pas sa transcription, et sa transcription ne garantit pas son 
expression. Le séquençage fonctionnel reste au demeurant coûteux, ce qui limite son utilisa-
tion en dehors de la recherche scientifique. Par ailleurs, dans certains cas, on ne connaît pas 
de gène associé à une fonction. Il nous semble par exemple que les gènes impliqués dans la 
solubilisation du phosphate inorganique ou les biocontrôle sont peu connus. On estime enfin 
que seuls 0,1 à 2% de la biomasse microbienne du sol est active à un moment donné37. 
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• Les méthodes phénotypiques. On évalue une fonction agronomique directement sur un mi-
croorganisme, soit directement dans le sol, soit sur des microorganismes que l’on a isolés ; en 
général après les avoirs cultivés : sécrétion d’auxine, capacité à hydrolyser la cellulose, capa-
cité à solubiliser le phosphate... Ces méthodes présentent l’avantage d’être a priori plus direc-
tement reliés à des fonctions écologiques dans le sol, mais elles sont généralement beaucoup 
plus laborieuses.  

Il nous semble qu’aujourd’hui, les méthodes moléculaires sont les technologies les plus en vue47. Nous 
pensons cependant que des méthodes phénotypiques, notamment avec culture ont encore leur place 
dans certains cas, et peuvent en tout cas évoluer aux côtés des méthodes moléculaires, à la condition 
de gagner en productivité et en précision. C’est là l’objectif de notre projet de recherche : utiliser de 
nouvelles technologies de culture automatisée de microorganismes pour mettre au point des proto-
coles d’analyse fonctionnelle plus simples d’utilisation, moins exigeants en main d’œuvre et plus ra-
pides que les méthodes pasteuriennes traditionnelles.  

2.3 Conclusion  
Finalement, les sols sont des milieux complexes, peuplés de nombreuses espèces d’organismes. Parmi 
eux, les microorganismes représentent l’essentiel de la biomasse. Ces microbes sont des fournisseurs 
de services écosystémiques auxquels la recherche agronomique s’intéresse de plus en plus. Cepen-
dant, leur grande diversité génétique, leur petite taille, la difficulté à lier phénotype et génotype et les 
innombrables interactions entre eux et avec les autres éléments du sol rendent leur étude très difficile. 
Cela empêche la démocratisation de leur prise en compte dans les choix culturaux.  

Pourtant, nous estimons que caractériser les microbes de leurs sols serait utile aux agriculteurs, si cela 
peut par exemple les aider à lutter contre ravageurs, à régler des problèmes d’acquisition de nutri-
ments ou à limiter leur empreinte environnementale. Les agriculteurs réalisent tous les ans des bilans 
chimiques de leurs sols, mais presque jamais de bilan microbiologique. Pour changer cela, un dispositif 
d’analyse fonctionnel, rapide, standardisé et peu onéreux est nécessaire. Nous avons choisi d’utiliser 
la millifluidique, une technologie maîtrisée par notre laboratoire pour poser les bases de ce qui pour-
rait un jour devenir un tel dispositif.  

Nous avons choisi d’étudier une fonction importante en agriculture : la capacité des microorganismes 
à aider les plantes à acquérir du phosphate. Nous commencerons par faire un état de l’art sur l’impor-
tance du phosphate en agriculture et le rôle que jouent les microbiotes sur l’acquisition de ce nutri-
ment, puis nous présenterons notre dispositif expérimental dans un prochain chapitre.   



 14 

3 Etat de l’art sur la solubilisation du phosphate en agriculture 
Nous avons choisi de concevoir un protocole d’analyse phénotypique des microbes des sols pour l’agri-
culture. Comme nous ne pouvions pas étudier toutes les fonctions à la fois, nous avons choisi de nous 
concentrer sur l’une d’entre elle : l’acquisition du phosphate inorganique.  

3.1 Le phosphore est nécessaire à la vie 
Le phosphore est un élément essentiel à la vie sur Terre. Il entre dans la composition de molécules 
capitales chez les êtres vivants, comme l’ADN et l’ARN, l’Adénosine Tri Phosphate (ATP) et les phos-
pholipides. En nombre d’atomes, on estime qu’il est le 6ème élément dans le corps humain61. Chez E. 
Coli, on estime qu’il représente en masse 4% de la biomasse sèche62, ce qui en fait le 5ème élément à 
égalité avec le potassium.   

Les plantes terrestres notamment en sont composées et en ont besoin pour leur développement. Elles 
le puisent dans le sol, grâce à leurs racines.  

Preuve de son importance, à l’échelle d’un écosystème, il peut être limitant pour la production pri-
maire, c’est-à-dire qu’il est présent en si faible quantité qu’un ajout de phosphore augmente la bio-
masse totale, ou la vitesse de production de cette biomasse dans l’écosystème63. Dans certains sols 
très âgés par exemple, le phosphore présent dans la roche mère a progressivement été extrait et ex-
porté par lixiviation, jusqu’à être présent à des niveaux suffisamment bas pour limiter la production 
de biomasse ; dans d’autres sols, il est présent en quantités importantes, mais est libéré de la roche-
mère trop lentement par rapport à l’apport d’autres nutriments63.  

3.2 Les plantes ont besoin de phosphore pour se développer 
A l’échelle de la plante maintenant, le phosphore a une grande importance. De par sa présence dans 
l’ATP, il est nécessaire aux processus énergétiques comme la photosynthèse, la respiration ou le stock-
age de sucres dans les racines64–67. 

Une plante en déficit de phosphore rencontrera donc des problèmes de développement. Elle sera 
généralement naine et fusiforme. Elle aura souvent une tige anormalement fine et parfois des feuilles 
foncées, presque bleu-vert. Les plantes en déficit de phosphore sont également caractérisées par une 
maturité retardée, moins de fleurs et moins de fruits66,68. Dans les cas les plus graves, la carence en 
phosphore peut causer le jaunissement et la senescence des feuilles66.  

A l’inverse, jusqu’à une certaine limite, augmenter la quantité de phosphore disponible pour une 
plante aura un effet positif sur la photosynthèse, la floraison, la fructification (notamment la produc-
tion de graines) et la maturation. La croissance des racines est favorisée par le phosphore, en particu-
lier le développement des racines latérales et des radicelles. Un bon apport en phosphore est essentiel 
pour une fixation de l’azote efficace et pour la synthèse des protéines qui en résultent chez les légu-
mineuses comme le soja, les pois et les haricots66.  

Les plantes terrestres extraient la totalité du phosphore qu’elles consomment par leurs racines. En 
effet, le phosphore étant un élément quasiment absent en phase gazeuse sur Terre, on le trouve uni-
quement dans les sols et dans les masses d’eau, soit dissout en solution, soit intégré à la matrice solide. 
Or, dans les sols, cet élément est soumis à des équilibres physico-chimiques complexes.  

3.3 Seule une fraction du phosphore des sols est accessible aux plantes 
Dans les sols, le phosphore est présent sous deux types de forme : minérale et organique.  

• Les formes minérales désignent l’acide phosphorique (H3PO4) et les orthophosphates, ions 
formés d’un atome de phosphore, de quatre atomes d’oxygène et d’un nombre variable 
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d’atomes d’hydrogène selon le pH (H2PO4
-, HPO4

2-, PO4
3-). Ces derniers peuvent être en solu-

tion, adsorbés à la surface de particules du sol comme les argiles ou intégrés à des réseaux 
cristallins.  

• Les formes organiques quant à elles, désignent une variété de molécules issues du vivant, qui 
contiennent des éléments phosphore et parmi lesquels on trouve les inositol phosphates, 
formes de stockage du phosphate chez les végétaux.  

La répartition entre phosphore organique et minéral varie selon les sols. La fraction organique repré-
sente ainsi entre 20% et 80% du phosphore total, mais des valeurs de 4% (dans un podzosol) et de 90% 
(dans de l’humus de montagne) ont été observées66,69–71.  

Chaque forme présente des difficultés d’accès pour les plantes.  

3.3.1 Le phosphore minéral se lie avec des ions métalliques du sol 
 L’acide phosphorique et les orthophosphates (H3PO4, H2PO4

-, HPO4
2- et PO4

3- pour rappel) sont sujets 
à différentes réactions qui tendent à les retirer de la solution du sol et à produire des composés phos-
phatés très peu solubles. Ainsi, le fer, l’aluminium et le calcium présents dans les particules minérales 
du sol peuvent former des complexes avec les ions phosphates. Au-delà de la formation de complexes, 
les ions phosphate peuvent également s’adsorber à la surface de différents minéraux du sol72. Il en 
résulte que dans un sol donné, seul une fraction (typiquement moins de 0,01%66) du phosphore miné-
ral total est en solution. Or, les racines des plantes ne sont capables d’assimiler des orthophosphates 
que si ceux-là sont dissouts. On parle alors de phosphate biodisponible, ou assimilable.   

Ces mécanismes sont fortement dépendants du pH du sol. En sol acide, le phosphate se liera avec le 
fer ou l’aluminium, alors qu’en sol basique, il se liera avec des atomes de calcium. Voir la Figure 3-1, 
issue de 66 pour une illustration de ce phénomène.  

Figure 3-1 : Disponibilité du phosphore dans le sol en fonction du pH du sol 



 16 

On notera qu’en Europe, environ la moitié des sols sont alcalins ou neutres, comme illustré sur la carte 
ci-dessous, issue de73 :  

 

 

3.3.2 Les formes organiques se lient avec les ions métalliques du sol et doivent être hydroly-
sées 

Les molécules organiques phosphorées incluent une variété de molécules, allant des orthophosphates 
liés à des acides humiques par des ponts métalliques74 aux acides nucléiques, en passant par des phos-
pholipides, des phosphoprotéines et des « ose-phosphates »69. Cependant, la famille des inositols 
phosphate est la mieux identifiée et certainement la plus étudiée de ces molécules phosphorées.  

Figure 3-2 : pH superficiel des sols de l'Union Européenne 
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Des auteurs ont cherché à identifier les molécules phosphorées des sols et à établir leurs importances 
relatives. Une méthode mise en place par plusieurs d’entre eux est l’étude des liaisons des atomes de 
phosphore en spectroscopie RMN. On en tire les fractions relatives de phosphore qui est pris, par 
exemple dans une liaison de type monoester de phosphate ou diester de phosphate 75,76. Par un re-
coupement avec d’autres méthodes, comme par exemple la chromatographie77,78 on arrive à une es-
timation de la répartition des molécules organiques phosphorées dans le sol. Il en résulte que :  

1. Une grosse partie du phosphore organique (environ 50%69) est présent sous forme de molé-
cules non-identifiées66,74,79.  

2. D’après 71, les inositol hautement phosphorylés (c’est-à-dire à cinq ou six phosphates) repré-
sentent une part très variable du phosphore organique du sol : entre 0,4% et 100%, avec une 
médiane autour de 23%. Dalal 69 donne des résultats comparables. Les inositols phosphates 
moins phosphorylés sont moins présents, certainement parce qu’ils adhérent peu aux parti-
cules du sol79.  

3. Les autres parties identifiables représentent une part bien inférieure du phosphore organique 
du sol : entre 0,5 et 7% avec une médiane de 1% pour les phospholipides, au maximum 3% 
pour les acides nucléiques 66,69.   

Nous allons nous intéresser à la fraction la plus importante parmi les fractions connues : les inositol 
hautement phosphorylés (IHP), dont le plus connu est le phytate.  

 
Figure 3-3 : Représentation de Cram du myo-inositol, une des conformations de l’inositol, le squelette carboné 
sur lequel les plantes fixent des phosphates 

 
Figure 3-4 : Représentation de Cram d'un myo-inositol penta-phosphaté. Ses cinq phosphates en font un 
membre des inositols hautement phosphorylés (IHP) 
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Figure 3-5 : Représentation de Cram d'une molécule d’acide phytique, le membre des IHP le plus étudié et le 
plus fréquent chez les plantes 

Sources :  
1 et 2 : © Edgar181 / Wikimedia Commons, domaine public. https://fr.wikipe-
dia.org/wiki/Inositol et https://fr.wikipedia.org/wiki/Inositol_pentaphosphate 
3 : © Harbinary / Wikimedia Commons, domaine public. https://fr.wikipe-
dia.org/wiki/Acide_phytique 

 

Comme les orthophosphates minéraux, les IHP sont susceptibles de se sorber aux particules solides 
du sol et de précipiter, par exemple avec les ions calcium80. Des études montrent même que les IHP se 
lient plus fortement au sol que les orthophosphates 81,82. Mais, alors qu’il s’agit d’une forme de stock-
age de phosphore chez les végétaux, les IHP ne sont pas assimilés tels quels par les racines des plantes ; 
ils doivent préalablement être hydrolysés. Pour cela, des enzymes appelées phosphatases sont néces-
saires. Or, il est vraisemblable que ces enzymes ne peuvent pas cliver les IHP si ceux-ci sont sorbés au 
sol.  

L’acquisition de phosphore à partir des IHP présente donc une double difficulté : il doit être désorbé 
ou dissout comme le phosphate minéral ; puis il doit être hydrolysé. Cependant, Gerke 79 présente une 
analyse comparée des résultats de 83–89, dans lesquels la capacité à acquérir du phosphore à partir de 
phytate est évaluée dans différents contextes,  en fonction de la disponibilité du phytate et de l’inten-
sité de l’activité phytase (l’hydrolyse du phytate). L’auteur estime que dans les sols, il est probable que 
la concentration de phytate en solution est plus limitante à son acquisition que la capacité des orga-
nismes à l’hydrolyser ; en d’autres termes, que l’activité phytase n’est probablement jamais limi-
tante. Il reconnaît cependant que des résultats contradictoires existent sur ce sujet.  

Finalement, la capacité des plantes à acquérir du phosphate du sol est limitée par la disponibilité de 
celui-ci en solution. Afin de remédier à cela, les agriculteurs épandent du phosphore dans leurs 
champs. Si cela règle en général les problèmes de nutrition des plantes, nous allons voir que cela en-
traîne parfois des pollutions et ne garantit pas toujours une bonne nutrition des plantes. 

3.4 Le phosphore épandu n’est pas toujours intégré au sol 
Lors de l’épandage d’engrais phosphoré, le phosphore est d’abord présent en solution puis s’intègre 
progressivement à la phase solide du sol (en l’absence de phénomène qui pourrait l’extraire du sol 
comme la lixiviation ou la croissance végétale)90,91.  Les agriculteurs épandent donc de l’engrais phos-
phaté non pas pour augmenter la quantité totale de phosphore dans le sol, mais pour maintenir tem-
porairement une concentration élevée de phosphate dans la solution du sol. On notera cependant 
que comme une grosse partie du nutriment n’aura pas le temps d’être assimilé, les agriculteurs aug-
mentent aussi ce faisant la quantité totale de phosphore.  
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Les décennies passant, les sols des agriculteurs suffisamment riches pour épandre de l’engrais se sont 
donc chargés en phosphore et aujourd’hui, les sols européens par exemple contiennent largement 
plus de phosphore qu’au sortir de la seconde guerre mondiale92… Et si ce stock était rendu accessible, 
les besoins en phosphore des végétaux seraient comblés pour de nombreuses années. Pourtant, les 
agriculteurs, y compris européens, continuent d’épandre du phosphore. Eurostat estime ainsi qu’un 
million de tonnes d’engrais phosphaté sont épandues chaque année en Europe, avec un rythme de 
consommation stable depuis 201093.  

Par ailleurs, durant le laps de temps entre l’application du phosphore assimilable et son acquisition par 
les plantes, ou sa fixation au sol, il risque de subir une lixiviation, ce qui le retire des champs où on 
voudrait le voir agir et l’emporte vers des cours d’eau, ce qui peut poser des problèmes d’eutrophisa-
tion.  

L’EUTROPHISATION  
Adapté de Weil et Brady66 
En milieu terrestre, la croissance abondante de plantes est généralement considérée comme 
une bonne chose. Dans les écosystèmes aquatiques à l’inverse, une forte croissance végétale 
est souvent mauvaise pour la qualité de l’eau.  
 
Dans les cours d’eau et les lacs non-pollués, l’eau est généralement transparente, on trouve 
un certain niveau de biodiversité et les algues sont peu présentes. Lorsque l’on ajoute du 
phosphore à un lac dans lequel cet élément est limitant, on stimule une explosion de la crois-
sance des algues : l’efflorescence algale. L’eau va alors devenir verte, avec parfois une couche 
de végétaux à la surface. Lorsque ces espèces opportunistes tombent au fond de l’eau, elles 
vont être décomposées par des microorganismes, ce qui va stimuler la consommation d’oxy-
gène jusqu’à son épuisement. 
Le manque d’oxygène va alors limiter la croissance de nombreuses espèces, notamment des 
poissons. Dans les cas graves, on peut assister à des chutes de biodiversité et à la disparition 
d’espèces d’intérêt économique.  
Par ailleurs, l’eutrophisation favorise la croissance de cyanobactéries, qui produisent des 
toxines, de l’ammoniac et des composés malodorants66,94. Cela rend l’eau inutilisable pour la 
boisson et la baignade, aussi bien des humains que du bétail et peut causer la mort d’espèces 
animales sauvages qui ingèrent cette eau94. Pour remédier à cela, les services de traitement 
de l’eau doivent mettre en place des dispositifs de purification qui entraînent des surcoûts.  
 
L’eutrophisation peut être causée par un excès d’azote ou de phosphate.  

 

Finalement, le phosphore peut être présent en abondance sans être disponible pour les plantes. Son 
épandage coûte de l’argent aux agriculteurs et peut entraîner des pollutions préoccupantes. On aime-
rait donc pouvoir en épandre moins souvent et mieux tirer parti de celui présent dans le sol.  

3.5 Les microorganismes du sol ont une influence sur la disponibilité du phosphore 
Ces problèmes de disponibilité du phosphore se posent aux plantes, mais également aux microorga-
nismes du sol. Pour y remédier, différents mécanismes ont été sélectionnés par l’évolution comme la 
production d’acides organiques, l’augmentation de la surface de captage et l’utilisation avec parcimo-
nie du phosphore95. Nous allons nous intéresser au cas de la sécrétion d’acides organiques.  

3.5.1 La production d’acides organiques et autres chélatants rend le phosphate disponible 
Pour acquérir du phosphate, une stratégie présente chez certaines plantes96 et chez certains microor-
ganismes consiste à sécréter des acides organiques97 : des molécules de quelques centaines de daltons 



 20 

contenant un ou plusieurs carboxyles : acides citrique, malique, gluconique98–100… Certaines plantes 
sécrètent également des chélatants sans groupe carboxyliques (par exemple l’alfafuran chez la lu-
zerne101). Ces molécules rendent le phosphate assimilable pour au moins une des trois raisons sui-
vantes : 

• Parce que leur sécrétion libère des protons, qui acidifient la solution du sol102 
• Pour certaines, parce qu’elles chélatent les contre ions du phosphate comme le calcium et 

l’aluminium 103. La capacité à chélater dépend de caractéristiques structurales, comme le 
nombre de groupes carboxyles et alcools et la distance entre ces groupes103. 

• En milieu acide, parce qu’elles se substituent aux ions phosphates adsorbés sur les cristaux de 
Fe(OH)3 et Al(OH)3 104. 

  

Chez les plantes, la capacité à sécréter des acides organiques pour acquérir du phosphore serait pré-
sente surtout chez les dicotylédones101. Certaines plantes ont des mécanismes sophistiqués d’acquisi-
tion ; on a par exemple montré que le colza était capable de limiter la sécrétion d’acides malique et 
citrique aux zones où du phosphate était présent mais non-disponible99 ou que Lupinus labus sécrétait 
des substances antifongiques et antibactériennes lorsqu’il sécrétait du citrate afin d’éviter que celui-
ci ne soit dégradé par les microbes105 (en effet, en plus d’être un chélatant, le citrate est une source 
de carbone et d’énergie). On peut également citer les racines protéoïdes (ou cluster roots), présentes 
chez plusieurs espèces poussant sur des sols pauvres en phosphore et qui permettent de maintenir 
des concentrations élevées d’acides organiques aux alentours des racines95,106,107. Quoi qu’il soit, on 
sait que certaines plantes sont capables par elles-mêmes d’acquérir du phosphate à partir de sources 
peu solubles et que d’autres ne le sont pas101.  

Afin d’assister les plantes qui en ont besoin, une stratégie fréquemment étudiée est de supplémenter 
le sol avec des acides organiques, des chélatants organiques ou des microbes capables d’en sécréter. 
En effet, les engrais phosphatés traditionnels sont créés en traitant des roches phosphatées à l’acide. 
Le coût élevé de ce procédé rend ces engrais inaccessibles aux agriculteurs des pays en voie de déve-
loppement108. Les phosphorites constituent une source de phosphore moins chère que les engrais 
phosphatés, mais dans laquelle le phosphate est nettement moins soluble. Il s’agit simplement de 
roches non traitées naturellement riches en phosphate. Des auteurs comme 108 suggèrent donc de les 
utiliser additionnées d’acides organiques en remplacement des engrais phosphatés traditionnels. L’in-
térêt de cette démarche a été confirmé par des travaux qui montrent qu’un apport d’oxalate dans un 
sol améliore la nutrition phosphorée des plantes comme le maïs109.  

Figure 3-6 : Une molécule d'acide citrique, un des acides orga-
niques fréquemment sécrétés par les plantes. Il rend le phosphore 
du sol assimilable. Source :  

NEUROtiker / Wikimedia Commons, domaine public. 
https://fr.wikipedia.org/wiki/Acide_citrique 
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Dans 110, du blé a été cultivé dans du sol stérile, en serre, dans des conditions où le seul phosphate 
présent est sous forme de phosphorite. L’ajout de différentes souches solubilisatrices du phosphate a 
permis d’augmenter la masse des plantes, ainsi que leur contenu en phosphate et en azote par rapport 
au contrôle non inoculé. Des travaux ont montré un effet comparable sur la luzerne33 et sur la fève 
Vicia faba111,112. Cet effet est également décrit lorsque le sol n’est pas stérilisé pré-inoculation, comme 
par exemple dans les études 113–115, qui présentent des résultats similaires, respectivement sur du blé, 
des haricots mungo et du soja.  

L’utilisation de souches solubilisatrices exogènes est donc prometteuse. Cependant, il est fréquent 
qu’une souche qui marche bien dans un contexte particulier se révèle inefficace sur une autre culture, 
dans un autre sol, d’autres conditions climatiques… La simple survie d’une souche après inoculation 
est rare,  

La plupart des articles sur le sujet s’accordent à dire que le passage du laboratoire ou de la serre 
expérimentale au champ est souvent un échec, pour différentes raisons, pas toutes comprises 
102,116,117. Le rapport coût-bénéfice de remplacer des produits phytosanitaires conventionnels par des 
souches solubilisatrices est généralement en défaveur de ces dernières, notamment car leur efficacité 
varie beaucoup d’un champ à l’autre 102. Même si des souches solubilisatrices sont déjà commerciali-
sées dans plusieurs pays116,118, du travail doit encore être fait pour un jour espérer utiliser de façon 
fiable les microbes solubilisateurs comme substitut aux engrais. 

Une autre approche est d’essayer de comprendre les dynamiques naturelles des microorganismes 
solubilisateurs présents dans les sols : dans quels sols les solubilisateurs sont-ils les plus abondants ? 
quels facteurs stimulent la solubilisation ? quelles pratiques agricoles favorisent leur développement ? 
Cette approche, prometteuse aux vues des difficultés de l’introduction de souches exogènes est pour-
tant peu développée. Quelques auteurs s’y sont intéressé, comme Azziz et Al39 qui mesurent l’abon-
dance de solubilisateurs du phosphore en fonction du traitement agricole appliqué à une parcelle ex-
périmentale. Par ailleurs, si des études d’envergure comme 119 ont étudié la répartition de la biomasse 
microbienne sur de vastes territoires, aucune équipe n’a à notre connaissance mené de tels tests sur 
le nombre de solubilisateurs de phosphate. Cela pourrait pourtant nous renseigner sur les facteurs qui 
favorisent leur développement. Pour cela, il nous semble qu’une méthode simple, rapide et peu oné-
reuse est nécessaire. Au-delà de ça, cette méthode pourrait permettre de mener des tests personna-
lisés pour les agriculteurs, qui pourraient obtenir des informations sur le microbiote présent dans leurs 
sols.  Pour faire cela, il faudrait être capable de mesurer la capacité solubilisatrice d’un microbiote de 
façon rapide, simple et peu onéreuse. Voyons les techniques qui permettent aujourd’hui de faire cela. 

3.6 Comment déterminer qu’un microbe solubilise le phosphate ? 
3.6.1 La voie de la génétique 
Des travaux ont été menés sur les bases génétiques de la solubilisation du phosphate inorganique :  

• Goldstein et son équipe ont révélé dans les années 1990 plusieurs gènes impliqués dans la 
solubilisation du phosphate via la sécrétion d’acide gluconique98,120,121.  

• Les travaux de Illmer et Schinner ont révélé des gènes similaires chez d’autres espèces bacté-
riennes122.  

D’autres travaux ont mis en lumière différents gènes impliqués dans la synthèse de phytase123. Cepen-
dant, compter les microorganismes solubilisateurs avec cette méthode pose plusieurs problèmes :  

• A notre connaissance, aucun gène n’a été identifié pour la sécrétion d’autres acides orga-
niques comme le citrate et le malate, pourtant connus comme ayant des rôles majeurs dans 
la solubilisation.  
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• Il est possible que l’on passe à côté de familles entières de gènes impliqués dans la solubilisa-
tion du phosphate.  

• Quand bien même nous aurions une bonne connaissance de ces mécanismes, seule une frac-
tion des microbes possédant un gène l’expriment réellement. Trouver un gène ne signifie pas 
qu’il est exprimé.  

Pour ces raisons, la détection de solubilisateurs repose encore majoritairement sur des méthodes avec 
culture, même si l’abondance du gène gcd124, impliqué dans la sécrétion de protons à partir du glucose, 
est parfois étudiée125. On notera également des initiatives comme GeoChip, une puce qui permet de 
sonder la présence de gènes de l’environnement, notamment ceux impliqués dans le cycle du phos-
phate126. Elle a par exemple été utilisée pour estimer le niveau de stress lié au manque de phosphate 
dans les microbiotes de tourbières127. A notre connaissance cependant, cette sonde ne permet de dé-
tecter que les gènes liés à la synthèse d’enzymes impliquées dans l’obtention de phosphate à partir de 
molécules organiques : phytase, phosphatase…  

3.6.2 La détection de halos après culture 
Dans la totalité des articles que nous avons trouvé sur le sujet, un microorganisme est réputé solubili-
sateur si un halo transparent apparaît autour de sa colonie lorsqu’on le cultive sur un milieu contenant 
des particules de phosphate. Ce halo transparent est le signe que les particules ont été dissoutes. Dans 

la quasi-totalité des cas, ces particules sont du phosphate de calcium (hydroxyapatite, ou tricalcium 
phosphate) et le milieu de culture est généralement du Pikovsksaya128. Plus récemment, suite aux tra-
vaux de Nautiyal129 une partie des auteurs se sont mis à utiliser du milieu NBRIP, un milieu similaire au 
Pikovskaya dont on aurait enlevé la partie organique (l’extrait de levure) et modifié la concentration 

Figure 3-7 : Une suspension de sol cultivée sur du milieu Pikovskaya, après 5 
jours d'incubation.  Notez les halos transparents autour de certaines colonies. 
Travail personnel. La boîte mesure 12cm de côté (« grande boîte de Petri ») 
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de certains sels (voir par exemple39,130,131). Selon Nautiyal, dans ce milieu, les microorganismes solubi-
lisent plus de phosphate que dans du Pikovskaya129. Voir la Figure 3-7 pour une illustration de cette 
méthode avec du milieu Pikovskaya.  

Certains auteurs complètent leur étude par une analyse en milieu liquide : les microorganismes sont 
cultivés dans du milieu Pikovskaya ou NBRIP liquide (c’est-à-dire sans agar) agité, dont on dose la con-
centration en phosphate libre au cours du temps (avec un méthode telle que celle de Olsen132) et par-
fois la concentration en différents acides organiques. Voir par exemple 100,113,131. 

Ces méthodes ont plusieurs limites. Tout d’abord, comme vu plus haut, le phosphate ne se lie au cal-
cium qu’en milieu basique (pH supérieur à 6). Or, de nombreux sols agricoles sont acides : en France 
par exemple, le Massif Central et la Bretagne ont des pH majoritairement acides. Dans ces sols, les ions 
aluminium et fer seront plus problématiques que le calcium. Certains auteurs se sont intéressés à cette 
question, comme 133 et 134. Il semble qu’il est plus difficile d’obtenir des halos transparents dans des 
particules de phosphate de fer ou d’aluminium que dans des particules de phosphate de calcium134. 
Cependant, les mécanismes qui permettent de libérer le phosphate du calcium sont les mêmes que 
ceux qui le libèrent des autres ions métalliques : l’acidification et la chélation. En conséquent, on peut 
faire l’hypothèse qu’un bon solubilisateur de phosphate de calcium sera également capable de solu-
biliser du phosphate de fer. Par la suite, nous avons choisi de travailler avec du phosphate de calcium 
pour cette raison, mais également car en France, la plupart des régions de culture céréalière sont sur 
des sols alcalins. Par ailleurs, nous voulions pouvoir nous comparer à la littérature existante, beaucoup 
plus abondante sur le calcium que sur le fer et l’aluminium.  

Ensuite, seule une fraction (0,1%-2%) des microorganismes poussent lorsqu’on les cultive. On peut 
toutefois penser que les microorganismes cultivables sont les plus importants d’un point de vue fonc-
tionnel. Parmi les microorganismes non-cultivables par cette méthode figurent cependant une partie 
des champignons mycorhiziens, importants notamment dans l’acquisition de phosphate par les 
plantes135.  

Enfin, comme dit plus haut, la dissolution des particules de phosphate de calcium peut être causée par 
la chélation des ions calcium et/ou par une chute du pH. Dans ce dernier cas, il faut prendre en compte 
deux facteurs : l’effet tampon et la nature des sucres fournis aux microbes. Ainsi, un tampon pH peut 
empêcher l’acidification, donc la libération du phosphate. Or, les sols sont des milieux tamponnés136–

138. Certains auteurs ont étudié cette question, avec la conclusion que de nombreuses souches ca-
pables de solubiliser le phosphate dans un milieu comme le Pikovskaya en étaient incapables si l’on y 
ajoutait un tampon pH130,139. Par ailleurs, des études ont montré que selon le sucre fournis aux mi-
croorganismes, leur capacité à modifier le pH et à sécréter des chélatants organique était affectée130. 

C’est pourquoi il serait utile de séparer l’effet acidification de l’effet chélation dans la caractérisation 
de souches solubilisatrices. En effet, un microbe capable de solubiliser de phosphate grâce à un fort 
effet chélateur sera probablement plus efficace qu’un autre qui ne fait qu’abaisser le pH de son envi-
ronnement proche. A notre connaissance, cela n’a pas jamais été fait de manière quantitative : au-
cune étude ne s’est intéressée à la fraction de solubilisateurs qui ne fait qu’acidifier et à celle qui a un 
fort pouvoir chélatant. 

Malgré cela, cette méthode présente plusieurs avantages notables. Il s’agit tout d’abord d’une mé-
thode simple et bon marché : elle donne des résultats en quelques jours et ne nécessite que du ma-
tériel de microbiologie de base (un autoclave, une hotte stérile). En outre, il s’agit d’une méthode 
fonctionnelle ; elle mesure directement un métabolisme, un phénotype. Enfin, cette méthode nous a 
semblé facilement transposable en gouttes millifluidiques. Nous pensons qu’elle aura sa place au côté 
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de méthodes plus modernes comme la génomique dans les décennies à venir, surtout si elle peut être 
modernisée, rendue plus rapide, plus précise et moins chère comme nous souhaitons le faire. 

3.7 Conclusion sur la solubilisation du phosphate en agriculture 
Finalement, le phosphate est un nutriment clef en agriculture. Pour des raisons agronomiques et en-
vironnementales, la majorité des pays cherchent aujourd’hui à limiter son épandage. En conséquent, 
une abondante littérature scientifique s’intéresse à des manières alternatives d’assurer l’alimentation 
phosphorée des cultures. Une piste régulièrement explorée est d’utiliser les microorganismes solubi-
lisateurs du phosphate pour aider les plantes à en acquérir. De nombreuses souches solubilisatrices 
ont été découvertes et pour certaines, commercialisées. Malheureusement, leur épandage, comme 
celui de microorganismes pour d’autres usages agricoles a rencontré un succès mitigé pour différentes 
raisons, pas toutes comprises. En conséquent, nous pensons qu’il serait pertinent d’aborder la ques-
tion par un autre angle, en cherchant à influer sur les microbiotes du sol sans apporter de souches 
exogènes. Pour cela, il serait nécessaire de pouvoir facilement étudier l’abondance en solubilisateurs 
et la capacité des microbiotes à solubiliser le phosphate.  

Pour ce faire, nous avons choisi d’utiliser une technologie innovante de culture de microorganismes à 
haut débit : la millifluidique de gouttes.  
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4 Présentation de notre dispositif millifluidique 
4.1 Qu’est-ce que la millifluidique/microfluidique de goutte ?  
4.1.1 Généralités 
La microfluidique est un ensemble de technologies qui permet la manipulation de fluides à l’échelle 
du micromètre. Son développement a profité de celui de la micro-électronique : les technologies qui 
permettent de confectionner des circuits imprimés peuvent être adaptées à la confection de canaux 
de quelques micromètres de large dans lesquels on peut faire circuler des fluides140.  

En travaillant à des échelles microscopiques, on gagne en productivité : les quantités de réactifs chi-
miques sont réduites et les temps d’analyse raccourcis. Il devient alors possible de paralléliser et 
d’automatiser des expériences. Ces propriétés de la microfluidique ont été mises à profit notamment 
pour concevoir des machines d’analyse à très haut débit pour le séquençage de l’ADN, aujourd’hui 
dans le quotidien des chercheurs en biologie, par exemple par l’entreprise Illumina.  

Par ailleurs, travailler à l’échelle microscopique permet d’observer et de manipuler des objets de la 
taille d’une cellule. Cela a été mis à profit durant la dernière décennie pour la culture et l’observation 
de cellules animales ou de microorganismes, par exemple en microbiologie : 

• Pour l’étude du lien entre résistance aux antibiotiques et variabilité phénotypique de populations 
monoclonales de bactéries141 

• Pour l’étude des divisions et du vieillissement de cellules procaryotes : on est capable de suivre 
une cellule bactérienne division après division en l’immobilisant au bout d’un canal microflui-
dique142 

• Pour la culture de microorganismes de l’environnement (notamment du sol). En confinant des mi-
croorganismes dans des cellules faites de parois perméables aux molécules, mais suffisamment 
fines pour empêcher le passage des microorganismes, des chercheurs ont réussi à découvrir un 
nouvel antibiotique sécrété par des microbes du sol jusque-là considérés comme incultivables143 

• Pour tester rapidement la réactivité d’un échantillon à des dizaines de molécules : 500nl d’un 
échantillon liquide suffisent à tester sa réactivité à 48 réactifs avec la SlipChip et ce avec du maté-
riel de terrain (c’est-à-dire en dehors d’un laboratoire d’analyse)144 

4.1.2 La microfluidique multi-phases 
La microfluidique peut se diviser en deux familles : la microfluidique simple phase et la microfluidique 
multiphase. En microfluidique simple phase, toutes les réactions ont lieu dans une même phase, qui 
se trouve généralement être une solution aqueuse. Les exemples précédents appartiennent à cette 
famille de technologies.   

La microfluidique multi-phase quant à elle consiste à générer des gouttes de solution aqueuse (et 
éventuellement des bulles de gaz) dans une phase continue huileuse. A la condition de choisir correc-
tement les paramètres expérimentaux tels que la composition de l’huile, la température et éventuel-
lement le surfactant : 

• Les transferts de soluté à travers l’huile sont négligeables 
• Les gouttes peuvent être maintenues plusieurs jours sans coalescer 

Chaque goutte peut alors servir de micro-réacteur, isolé chimiquement de ses voisins. Ces technolo-
gies ont déjà largement pénétré le marché de l’analyse scientifique, avec par exemple l’entreprise 10x 
Genomics, qui propose d’étudier l’expression génétique de cellules uniques. Voir les revues 145,146 pour 
une présentation des applications de la microfluidique de gouttes en chimie et biologie.  
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Parmi les intérêts notables de la microfluidique multi-phases figurent la possibilité de mener des ex-
périences sur un grand nombre de gouttes en parallèle, chacune pouvant contenir soit une cellule 
unique, soit une communauté de microorganismes, avec un débit d’analyse élevé (jusqu’à 2,5E5 
gouttes par seconde) et des procédures qui peuvent être standardisées146,147. On peut ainsi étudier des 
événements rares tels que la détection de cellules cancéreuses pour des prix nettement inférieurs aux 
méthodes classiques148. 

Il est aujourd’hui possible de réaliser diverses opérations sur ce type de gouttes : on peut par exemple 
faire fusionner deux gouttes, en diviser une en deux ou trier des gouttes en se basant sur des para-
mètres physiques comme la fluorescence de leur contenu. Cela a permis l’adoption de cette technolo-
gie dans la recherche en biologie, par exemple :  

• Pour la culture de microorganismes rares ou difficiles à cultiver149. Dans notre laboratoire, des 
travaux ont été menés sur les microorganismes du sol : en encapsulant une suspension de sol dans 
des millions de gouttes de quelques dizaines de picolitres, on se donne une chance de faire pousser 
des espèces très rares, ce qui nécessiterait de réaliser des milliers de boîtes de Petri150. 

• Pour la détection de mutations liées à des cancers151 
• Pour la recherche d’anticorps thérapeutiques par phage display152 
• Pour l’étude de la variabilité phénotypique à l’échelle de la cellule individuelle au sein d’échantil-

lons monoclonaux153,154 

Cependant, certaines contraintes viennent avec la miniaturisation : pour étudier un grand nombre de 
gouttes en parallèle, il est souvent impossible de mesurer plusieurs fois la même goutte155, soit parce 
qu’il est difficile d’identifier les gouttes, soit parce que la mesure ne peut se faire qu’en fin d’incuba-
tion. Il est par ailleurs difficile de récupérer les gouttes d’intérêt si celles-ci sont trop petites. Globale-
ment, les montages de microfluidique sont réservés à des spécialistes.  

Figure 4-1 : Un exemple de microfluidique de gouttes. Des gouttes sont enfermées dans une chambre stérile transpa-
rente. Chaque goutte contient au maximum un lymphocyte et des antigènes fluorescents. Si la cellule sécrète des anti-
corps contre l'antigène, les antigènes se concentrent au centre de la goutte, ce qui permet de facilement repérer les 
lymphocytes qui sécrètent le bon anticorp (indiqués par les flèches noires). Chaque goutte mesure 50µm de diamètre. 
Crédit : Nathan Aymerich 
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Pour pallier ce problème, une solution consiste à générer des gouttes plus grosses. Cela est particu-
lièrement vrai lorsque le nombre de gouttes n’a pas besoin d’être très élevé. On parle alors plutôt de 
millifluidique. Si le nombre de gouttes est à volume égal plus faible qu’en microfluidique, il devient 
cependant possible de manipuler finement les gouttes (voir les travaux pionniers de l’équipe de Ko-
hler156). De manière générale, contrairement aux gouttes micro fluidiques, on peut avoir plusieurs con-
ditions au sein de la même expérience. On peut par exemple réaliser des gradients de concentration, 
ce qui a été utilisé au sein de notre laboratoire pour étudier la dose minimale inhibitrice d’antibiotique 
de façon précise et rapide157.  

Dans le cadre de cette thèse, nous avons choisi d’utiliser la millifluidique de gouttes pour étudier les 
microorganismes du sol. Cette technologie nous a permis de tester au sein d’une même expérience 
plusieurs échantillons microbiens simultanément, à plusieurs concentrations, comme nous le verrons 
dans de prochains chapitres.  

4.2 Notre dispositif d’étude : la millifluidique de gouttes MilliDrop 
Notre dispositif expérimental repose sur les machines de MilliDrop Instruments (une entreprise spin-
off du laboratoire). Ces machines sont des automates de culture pour la microbiologie, conçus pour 
générer, incuber et suivre dans le temps jusqu’à 940 gouttes d’environ 700nl. Certains paramètres 
optiques tels que la fluorescence et la diffusion de la lumière peuvent ensuite être mesurés au cours 
du temps pour chaque goutte. On peut enfin récupérer les gouttes que l’on souhaite en fin d’incuba-
tion.  

Pour mieux saisir le fonctionnement de notre machine, voici le déroulement type d’une expérience 
menée en son sein (Figure 4-3) : 

Figure 4-2 : une machine MilliDrop 
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4.3 Génération d’un train de gouttes dans une machine MilliDrop 
 

4.3.1 Préparation de la plaque 
Les machines MilliDrop génèrent des gouttes à partir de plaque multipuits classiques (96 puits dans 
notre cas), que l’on aura préalablement préparées comme n’importe quelle plaque pour une incuba-
tion en microbiologie. Chaque puits de la plaque doit contenir une solution aqueuse (qui sera dans la 
majorité des cas un milieu de culture) dans laquelle on est libre d’ajouter n’importe quel élément né-
cessaire aux expériences :  

• Un inoculum : souches pures, mélange de plusieurs souches microbiennes, extrait de sol, en-
zymes…  

• Des sondes moléculaires fluorescentes et/ou absorbantes 
• Des particules colloïdales 
• Des antibiotiques, antifongique ou autres molécules chimiques 

4.3.2 Génération des gouttes (durée totale : environ une heure) 
Une fois la plaque préparée, on l’introduit dans la machine. Grâce à un bras robotique (Figure 4-4), 
celle-ci va alors aspirer du liquide dans chaque puits, pour former des gouttes. Un injecteur permet 
d’entourer les gouttes d’une gaine d’huile fluorée. Chaque goutte est alors aspirée dans un tube en 
teflon transparent d’une vingtaine de mètres, préalablement empli d’huile fluorée et enroulé sur lui-
même, dans lequel aura lieu l’incubation. Toute cette génération est fait automatiquement, sans in-
tervention humaine. 

Figure 4-3 : Illustration du fonctionnement d'une machine MilliDrop 
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Figure 4-4 : le bras robotique et la tête d'aspiration responsables de la génération des gouttes 

En outre, une bulle d’air est générée entre chaque goutte, pour les séparer physiquement et éviter 
qu’elles ne fusionnent. La bulle sert également de réservoir d’air pour les microorganismes qui pous-
sent dans les gouttes. Voir Figure 4-5.  

4.3.3 L’incubation (jusqu’à 50h environ) 
Une fois dans le tube, des pompes font réaliser au train de gouttes des allers-retours à intervalles 
réguliers. De cette manière, les gouttes ne sont immobiles qu’un bref instant (moins d’une seconde) 
lors du changement de sens, ce qui permet de maintenir un film d’huile entre elles et les parois du 
tube, évitant ainsi que des microbes ne s’y fixent et contaminent les gouttes voisines. Cela crée par 
ailleurs un courant de convection dans les gouttes, ce qui permet de les mélanger, donc de les main-
tenir homogènes. Là aussi, toute l’incubation est automatique.  

 

Figure 4-5 : Une goutte au cours de son incubation. 1 : tube en teflon. 2 : huile. 3 : goutte. 4 : bulle d’air. Les grandes gradua-
tions sont espacées d’un millimètre. 

Un trajet dure environ 30 minutes.  

Le tube étant transparent, il est possible de réaliser des mesures optiques sur les gouttes. Pour ce 
faire, à certains points du tube, la machine est équipée de lecteurs optiques :  
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• Bloc fluorescence : une photodiode envoie des rayons lumineux à une longueur d’onde donnée, 
un photomultiplicateur récupère la lumière émise à une autre longueur d’onde. Cela permet d’uti-
liser des sondes fluorescentes dans la machine (des produits dont la fluorescence dépend de ca-
ractéristiques chimiques ou métaboliques du contenu des gouttes) ou de suivre des microorga-
nismes eux-mêmes fluorescents. Nous avons les deux blocs suivants :  

o Fluorescence 1 : excitation à 497 nm, lecture à 527 nm 
o Fluorescence 2 : excitation à 565 nm, lecture à 620 nm 

• Bloc scattering : un laser de longueur d’onde 635 nm est envoyé sur les gouttes, on mesure le 
signal lumineux diffusé à 90° par rapport au laser. Il s’agit d’une mesure de néphélométrie en 
goutte, c’est-à-dire d’une mesure de la diffusion de la lumière. Le scattering varie dans le même 
sens que la concentration en particules (notamment en microorganismes) et que l’indice de ré-
fraction de ces particules (des particules minérales diffusent plus la lumière que de la matière or-
ganique, à taille et concentration équivalentes). Notez que cette grandeur est utilisée depuis long-
temps comme proxi de la concentration en microorganismes158. Elle peut aussi servir à mesurer la 
concentration en particules minérales, comme nous le verrons plus loin. 

• Une caméra, activée manuellement.  

L’enceinte d’incubation est maintenue à température constante à 28°C pour toute la durée de l’expé-
rience.  

4.3.4 Traitement des données  
Les différents signaux optiques sont enregistrés en continu sur un ordinateur associé à la machine. A 
partir de ces signaux bruts, un logiciel reconstitue le signal optique de chaque goutte au cours du 
temps. Voir Figure 4-6.  

 

 

Figure 4-6 : Signal de scattering de quelques gouttes de milieu M9 inoculées avec des E coli – une dizaine de gouttes 
sont représentées. Chaque goutte contenait environ 10 cellules en début d’incubation, environ 1E6 cellules en fin d’in-
cubation 
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4.3.5 Récupération de gouttes d’intérêt (facultatif)  
Il est possible de récupérer les gouttes que l’on désire dans une plaque 96 puits préparée à cet effet. 
Cela met cependant fin à l’incubation du train entier. 

4.4 Les intérêts de notre dispositif 
Ce dispositif propose des propriétés à mi-chemin entre la microbiologie pasteurienne classique et la 
microfluidique de goutte :  

• Il est possible de suivre chaque goutte au cours du temps, ce qui est souvent impossible avec les 
dispositifs microfluidiques 

• Il est possible d’incuber jusqu’à 940 gouttes, avec 94 conditions différentes, ce qui représente un 
gain de productivité d’environ 10 par rapport à une expérience en plaque 96 puits dans un lecteur 
de plaque. Si cela reste nettement inférieur à la microfluidique de gouttes, qui permet de créer 
des millions de gouttes, cela permet :  

o D’une part de facilement accéder à des expériences en « cellule unique » (en diluant suf-
fisamment, on peut être quasi-certain de n’avoir qu’une cellule par goutte en début d’in-
cubation).  

o D’autre part, d’encapsuler ensemble jusqu’à plusieurs centaines de microorganismes dif-
férents et d’observer d’éventuelles interactions entre eux.  

• Il est aisé de récupérer des gouttes d’intérêt en fin d’expérience, ce qui est difficile et peu fiable 
avec la microfluidique de goutte 

• Les gouttes sont en permanence mélangées, ce qui assure leur homogénéité, notamment vis-à-
vis de l’oxygène. Ce paramètre peut représenter une forte limitation aux expériences en plaques 
multipuits, où l’oxygène diffuse très lentement jusqu’au fond des puits, qui se trouvent rapide-
ment en anoxie. Par ailleurs, dans des expériences non présentées, nous avons constaté que lors-
que l’on cultive des microorganismes dans un même puits, certains peuvent sédimenter au fond, 
et être ainsi physiquement éloignés des autres. Ce problème ne se pose pas en gouttes.  

• Le module de scattering offre une lecture de la diffusion lumineuse qui serait impossible en puits. 
Les propriétés optiques des gouttes sont en générale meilleures pour une expérience en gouttes 
qu’en puits.   

• Le confinement permet d’atteindre rapidement des concentrations élevées (en microorganismes 
ou en solutés). De nombreux phénomènes peuvent donc être détectés plus tôt qu’avec les mé-
thodes classiques.  

• En plaque multi-puits, les puits proches des bords sont plus en contact avec l’air que ceux du 
centre. Il en résulte que ces puits sont plus oxygénés et que leur contenu est plus susceptible de 
s’évaporer. Les conditions ne sont donc pas exactement les mêmes selon la position sur la plaque, 
ce qui peut poser problème pour des incubations de plusieurs jours. Avec notre setup, les condi-
tions sont plus homogènes le long d’un train. De manière générale, travailler en gouttes milliflui-
dique va permettre d’être plus précis et répétable que travailler en puits.  

• Enfin, et c’est peut-être là l’argument le plus important, la machine MilliDrop est beaucoup plus 
simple s’utilisation que les montages expérimentaux de microfluidiques, opérables uniquement 
par des spécialistes. Pour preuve, elle est déjà commercialisée.  

Nous avons donc choisi de mettre à profit ce dispositif pour cultiver des microorganismes du sol. La 
première étape a consisté à s’assurer que l’on pouvait cultiver des microorganismes du sol dans notre 
machine, que leur présence était détectable avec nos modules optiques et de comparer le nombre de 
microorganismes avec la méthode traditionnelle.  
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5 Validation de la technologie sur l’énumération de microorganismes 
du sol 

Notre dispositif de génération et d’incubation fonctionnel, nous avons voulu nous en servir pour énu-
mérer les microorganismes cultivables du sol.  

Nous avons choisi de mesurer la concentration en microorganismes cultivables car sans être directe-
ment impliquées dans la fertilité des sols ou la qualité des services écosystémiques rendus, des varia-
tions du nombre de cellules cultivables sont souvent des signes avant-coureurs de modifications plus 
profondes. On peut penser que toutes choses égales par ailleurs, plus un sol est riche en microorga-
nismes, meilleures seront ses propriétés fonctionnelles. En outre, si l’on souhaite évaluer des fonctions 
d’un sol (par exemple le nombre de microorganismes capables de solubiliser le phosphate), il est né-
cessaire de rapporter la fonction au nombre de microorganismes ; par exemple de savoir si le faible 
score obtenu sur une fonction est lié à une rareté en microorganismes ou à une population micro-
bienne abondante mais qui n’exprime pas la fonction étudiée.  

Nous avons choisi de nous intéresser à la biomasse cultivable (et non la biomasse totale) notamment 
parce qu’en cultivant les microorganismes, on accède facilement à leur phénotype, donc à leurs fonc-
tions. 

Pour ce faire, nous avons incubé différentes suspensions de microorganismes dans la machine et es-
timé le nombre de cellules qui poussaient. Afin de valider la pertinence de cette mesure, ces résultats 
ont été comparés à ceux obtenus sur boîtes de Petri, la méthode de comptage de référence.  

Nous commencerons par présenter un bref état de l’art sur les méthodes existantes d’estimation de 
la biomasse microbienne des sols. 

5.1 L’estimation de la biomasse microbienne du sol  
La biomasse microbienne du sol est la masse que pèsent les microbes d’un sol donné. Elle est difficile-
ment accessible directement et il a donc fallu inventer différentes méthodes indirectes pour l’estimer 
dont voici un échantillon des plus communes 6,159 : 

5.1.1 La mesure d’un nombre de cellules microbiennes :  
Les premières équipes de recherche à s’intéresser aux microorganismes du sol ont mesuré la biomasse 
du sol grâce par le nombre de cellules. On peut soit compter les cellules en les cultivant sur un milieu 
de culture (dans ce cas, on n’a accès qu’à la biomasse cultivable), soit compter les cellules au micros-
cope après les avoir marquées avec des sondes fluorescentes 160–162. Dans le premier cas, les microor-
ganismes sont extraits du sol puis étalés sur une boîte de Petri ou dilués dans un milieu de culture 
liquide avant d’être incubé pour plusieurs jours. On détecte ensuite leur croissance visuellement : des 
colonies se forment sur boîte ; le milieu liquide change d’apparence. Dans le second cas, les cellules 
sont simplement comptées visuellement par un opérateur après avoir été déposées sur un filtre ou 
dans une chambre de comptage. Des études ont montré que seuls 0,1 à 2% des cellules détectables 
au microscope étaient susceptibles de pousser37. En d’autres termes, la grande majorité des microbes 
du sol ne pousseront pas lorsqu’on essayera de les cultiver.  

5.1.2 La mesure de la masse de carbone digestible  
La fumigation-incubation (FI) consiste à fumiger un échantillon de sol avec du chloroforme, ce qui tue 
la majorité de la biomasse vivante contenue dans l’échantillon. Une fois la fumigation terminée, on 
inocule l’échantillon avec un peu de sol frais. En se développant, les microbes du sol frais vont se nour-
rir des restes de la biomasse fumigée, ce qui relâche du CO2. Plus l’échantillon contenait de biomasse, 
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plus l’efflux de gaz carbonique sera important. L’efflux est donc utilisable comme mesure de la bio-
masse du sol 163,164. La fumigation-extraction (FE) est similaire si ce n’est qu’on ne ré-inocule pas 
l’échantillon fumigé, mais que l’on mesure la quantité de carbone directement avec une méthode de 
dosage chimique.  

Notez que ces procédés sont lourds : le chloroforme est classé CMR (Cancérigène, Mutagène, Repro-
toxique) et doit donc être manipulé avec précaution. La fumigation dure 24 heures, l’incubation 10 
jours, et le dosage chimique nécessite de chauffer l’échantillon à 150°C.  

5.1.3 La mesure d’une activité métabolique 
Plusieurs méthodes d’estimation de la biomasse microbienne reposent sur la mesure d’une activité 
métabolique. Cette activité est supposée corréler avec la masse de microbes dans le sol. Citons la 
mesure de l’efflux de CO2 : On mélange un substrat (généralement du glucose) à un échantillon de 
terre, puis on mesure l’activité respiratoire pendant plusieurs heures 165,166. Il est également possible 
de mesurer la quantité de chaleur générée par les microbes, qui dépend aussi de la biomasse167. Citons 
également la mesure d’une activité enzymatique : on mesure une activité enzymatique non-spécifique 
en incubant un échantillon avec un substrat fluorescent tel que le diacétate de fluorescéine168. On peut 
ensuite mesurer l’activité enzymatique grâce à la fluorescence.  

5.1.4 La mesure de la quantité d’ADN microbien 
Il est aussi possible de mesurer l’ADN par gramme de sol169. Même s’il ne s’agit pas d’une mesure de 
la biomasse, elle corrèle avec la biomasse des sols. Cette mesure s’est développée dans les précé-
dentes décennies suite au développement des méthodes moléculaires dans l’analyse du sol. Elle est 
« plus pratique et efficace » que les méthodes classiques selon 119.  

5.1.5 Conclusion sur ces méthodes 
Comment choisir une méthode ? Pourquoi se baser sur l’une plutôt que sur l’autre ? Une première 
réponse est qu’en général, on peut choisir celle que l’on souhaite. En effet, plusieurs études ont cher-
ché à comparer les résultats obtenus pour un même sol avec différents modes de mesure. Sur deux 
sols, prélevés à différentes profondeur, Taylor et Al10 a par exemple quantifié la biomasse microbienne 
avec différentes méthodes (respiration après ajout de substrat, comptage direct, comptage après cul-
ture, dosage de l’ADN microbien…). Ces travaux montrent une forte corrélation positive entre les dif-
férentes mesures. Plusieurs auteurs ont comparé l’ADN extrait du sol et les résultats issus de la fumi-
gation. Ils en ont conclu que ces méthodes étaient équivalentes 119,170. De façon similaire, Sparling et 
Al a trouvé une bonne corrélation entre FE et respiration après ajout de substrat sur sept sols 3.  

Cependant, dans certains cas, on trouve des différences notables entre les méthodes d’estimation de 
biomasse microbienne. Ainsi par exemple, si les champignons représentent une part importante de la 
biomasse, comme dans les sols forestiers, le dosage de l’ADN risque de sous-estimer la biomasse mi-
crobienne 171. De même, si le sol a récemment subi un amendement avec de la matière organique, le 
dosage du CO2 après ajout de substrat est peu fiable 7,172. D’après 7, il existe également divers biais aux 
mesures par fumigation : la FI ne marche que pour des sols avec un pH supérieur à 5 et qui ne contien-
nent pas de source de carbone facilement extractible (par exemple ne marche pas si on a récemment 
ajouté des racines de blé broyées173) et que pour des sols suffisamment humides3. 

Un bon analyste du sol doit donc pouvoir utiliser un éventail de méthodes et savoir les utiliser à bon 
escient. Selon 161, « chaque méthode mesure une facette légèrement différente de la biomasse micro-
bienne et il serait stupide de ne reposer que sur une méthode si la mesure de la biomasse est au cœur 
de ce que l’on étudie ». On notera cependant que la FE et le dosage de l’ADN microbien semblent être 
les plus pratiqués.  
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Malgré la standardisation des modes de mesures de la biomasse microbienne du sol dont témoignent 
notamment les normes ISO pour la mesure par fumigation-extraction (ISO (14240 : 2 : 1997)) et pour 
le dosage de l’ADN microbien du sol (ISO 11063:2020), malgré tous les phénomènes agricoles connus 
pour être influencés par la biomasse microbienne6,47,174 et malgré les parutions suggérant que celle-ci 
devrait être utilisée comme indicateur de qualité des sols 175,176 (Il a notamment été suggéré que les 
changements de biomasse microbienne pouvaient être un signe avant-coureur de perte de carbone 
organique dans le sol174,177), il semble que la mesure de la biomasse microbienne du sol n’est pratique-
ment jamais menée par les agriculteurs 161.  

Selon Stockdale et Brookes 161, cela tient à plusieurs aspects :  

• Pour qu’un agriculteur prenne en compte un procédé, il faut qu’il puisse intervenir dessus et 
que cela soit rentable. Or, les auteurs de la revue n’ont trouvé aucun article de recherche « qui 
expliquerait […] les étapes pratiques à mettre en œuvre par un fermier pour manipuler de 
façon fiable la biomasse microbienne du sol, à part pour le cas limité de l’apport de souches 
fixatrices d’azote ou de souches de bio-contrôle ».  

• « En général, seule une petite proportion des agriculteurs adopte les nouvelles technologies ; 
la majorité continue de se reposer sur la compréhension des principes de gestion du sol et de 
la fertilisation acquise par l’éducation, ou transmise au fil des générations. »  

Les auteurs concluent qu’une révolution est nécessaire dans la communauté scientifique afin que les 
connaissances « qui reposent au fond des journaux scientifiques » soient partagées avec les gestion-
naires d’exploitations.  

Si nous comptons sur les agriculteurs, sur le monde de la recherche et sur les instituts de formation 
pour progressivement démocratiser la quantification de la biomasse microbienne et de ses sous-par-
ties (champignons, fixateurs d’azote libres…), il nous semble que du travail doit encore être fait pour 
simplifier la mesure, qui demeure coûteuse et laborieuse. Nous pensons que la millifluidique pourrait 
constituer un mode de mesure rapide, simple et bon marché.  

Nous avons choisi de mener une estimation de la biomasse par comptage de cellules cultivables après 
incubation. Cette méthode est peu utilisée aujourd’hui pour la mesure de la biomasse microbienne, 
mais elle présente différents intérêts qui nous ont fait la choisir :  

• Elle est simple à mettre en place : il suffit d’extraire les microorganismes puis de les cultiver 
dans du milieu de culture. Aucun réactif cher ou difficile à utiliser n’est exigé. Les milieux de 
culture peuvent être conservés longtemps au congélateur ou au frigo et sont peu coûteux. 
Notez que la simplicité est un élément crucial dans le choix d’une méthode de mesure : plus 
une méthode est simple et bon marché, plus elle sera utilisée et plus les résultats qu’elle don-
nera seront utiles 

• Dans une optique de caractérisation fonctionnelle, il paraît pertinent de cultiver les microor-
ganismes car cela donne accès à leurs phénotypes, donc il sera a priori facile d’évaluer des 
fonctions agronomiques en plus du nombre de cellules (voir chapitre suivant) 

• On peut penser que la partie cultivable des microbiotes est celle qui a le plus d’importance ; 
il s’agit des microorganismes actifs, donc de ceux qui doivent avoir l’impact fonctionnel le plus 
important 

• Elle est particulièrement bien compatible avec notre automate de culture de microorga-
nismes.  
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Au demeurant, comme expliqué plus haut, la biomasse totale semble généralement corrélée positi-
vement avec le nombre de microorganismes cultivables.  

Afin de mener nos mesures, nous avons dû concevoir un protocole expérimental pour extraire du sol, 
cultiver, détecter la croissance des microorganismes dans nos gouttes puis mener un traitement sta-
tistique adapté. 

5.2 Comment cultiver et détecter des microorganismes en gouttes ? 
5.2.1 Choix du milieu  
Afin de cultiver des microorganismes du sol, nous avons d’abord dû choisir un milieu de culture.  

Pour laisser une chance de se développer au maximum de microorganismes différents, il est souhai-
table de choisir un milieu qui contient une variété de sels minéraux et d’extraits organiques complexes. 
De cette manière, mêmes les éventuels microorganismes auxotrophes doivent pouvoir se développer. 
Nous avons donc choisi le milieu Pikovskaya ; un mélange de différents sels, de glucose et d’extraits 
de levure fréquemment utilisé dans l’étude des microorganismes du sol. Il contient également des 
particules de phosphate de calcium qui lui donnent un aspect laiteux et dont l’utilité sera précisée dans 
un prochain chapitre.  

Voir annexe pour la composition détaillée.  

5.2.2 Comment détecter les microbes qui poussent en goutte ?  
Afin de savoir si de la croissance a eu lieu dans une goutte, nous ne disposions initialement que de 
lecteurs de fluorescence. Nous avons donc choisi de détecter le développement de microorganismes 
en ajoutant au milieu Pikovskaya une sonde fluorescente bien connue : la résazurine.  

 

Figure 5-1 : une molécule de résazurine 

 Source : © Gardini / Wikimedia Commons, domaine public.  

https://fr.wikipedia.org/wiki/Résazurine#/media/Fichier:Resazurin.PNG 

 

La résazurine est fréquemment utilisée en microbiologie et en écologie et permet de mesurer la quan-
tité d’oxygène dégagée par un microbiote naturel ou de détecter la présence de microbes métaboli-
quement actifs 157,178,179.  
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C’est une molécule bleue et légèrement fluorescente. Mise en présence de microorganismes qui res-
pirent, elle est réduite de façon irréversible en résorufine, une molécule rose et très fluorescente.  

La résorufine peut à son tour être réduite en dihydrorésorufine, une molécule transparente et non-
fluorescente ; bien que cette transformation soit réversible180.  

En conséquent, si une goutte contient de la résazurine et des microorganismes actifs, sa fluorescence 
doit nettement changer au cours du temps : elle doit augmenter et/ou diminuer (selon la fraction 
résorufine/dihydrorésorufine). A l’inverse, si la goutte est vide, son signal doit rester constant.  

En guise d’illustration, voir la Figure 5-3, qui présente le signal de fluorescence au cours du temps de 
gouttes inoculées avec différents microorganismes issus d’un sol et où chaque ligne représente une 
goutte. Le milieu de culture est du Pikovskaya, dans lequel nous avons préalablement introduit 39µM 
de résazurine de sodium. 

 

Ce graphique illustre bien la variabilité phénotypique des microorganismes d’un échantillon naturel tel 
qu’un sol : certaines souches font beaucoup augmenter le signal de résazurine (S1 et S5), d’autres à 
peine (S3) et d’autres enfin le font descendre sans l’avoir fait augmenter(S2). Des microbes tels que la 
souche 5 ont un impact précoce et rapide sur le signal de résazurine alors que d’autres comme la 
souche 4 ont un effet plus lent.  

Quoiqu’il en soit, toutes les courbes en couleur sur ce graphique à l’exception des courbes rouges 
montrent des signes d’activité métabolique. Nous considérerons donc dans la suite de notre analyse 

Figure 5-3 : fluorescence de différents microorganismes du sol en fonction du temps 

Figure 5-2 : Les différentes formes de la résazurine | Source : © Vicinius Waldow / Wikimedia Commons, domaine 
public.  

https://commons.wikimedia.org/wiki/File:Resazurin_resorufin_dihydroresorufin.svg 
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que des telles courbes contenaient au moins un microorganisme cultivable en début d’incubation. A 
l’inverse, des courbes comme celles en rouge seront considérées comme négatives. 

Nous avons finalement une méthode pour détecter l’activité métabolique de microorganismes en 
gouttes ; un mode de décision pour séparer des gouttes « positives » de gouttes « négatives ». Nous 
allons maintenant la mettre en œuvre pour estimer une concentration de microorganismes culti-
vables, à partir d’une culture en gouttes.  

5.3 Comment estimer le nombre de cellules cultivables dans une suspension ?  
Soit un échantillon liquide dont on cherche à connaître la concentration en microorganismes culti-
vables.  

Pour estimer cette concentration avec un dispositif en gouttes, on peut inoculer du milieu de culture 
avec notre échantillon, l’incuber et compter combien de gouttes ont un signal résazurine positif. Il 
risque alors de se poser un problème : si notre échantillon est très riche en microbes, toutes les gouttes 
seront positives. On n’aura alors aucun moyen de savoir si les gouttes contenaient une, dix, ou dix 
mille cellules cultivables en début d’incubation. Inversement, si l’échantillon est trop pauvre en mi-
crobes, toutes les gouttes risquent d’être vides, et on sera autant dans l’ignorance quant à la concen-
tration de l’échantillon.  

Mettons maintenant qu’une partie des gouttes est positive et une autre négative. On a alors une meil-
leure idée de la concentration initiale de l’échantillon, mais peut-on réellement l’estimer ? Comment 
savoir si les gouttes pleines contenaient une, dix ou cent cellules en début d’incubation ?  

Formellement, on ne le peut pas, mais on peut estimer la probabilité que cela ait lieu. Pour ce faire, 
on va avoir recours à la loi de Poisson ; une loi de probabilité qui permet de modéliser la survenue 
d’évènements « rares ».  

Soit un liquide de volume V contenant des microorganismes ultivables à une concentration C. On sup-
pose que ce liquide a été homogénéisé et que chaque microbe a une probabilité égale de se trouver 
en n'importe quel point du liquide. On suppose par ailleurs que l'homogénéisation du milieu a séparé 
les microbes les uns des autres et qu'ils n'adhèrent pas entre eux. 

Supposons maintenant que l'on divise le liquide initial en i gouttes de volumes 𝑣!. En moyenne, chaque 
goutte i contiendra donc 𝐶 × 𝑣! 	microorganismes cultivables.  

(On suppose que la goutte est suffisamment grande et la suspension suffisamment diluée pour que la 
présence d'un microbe dans la goutte ne modifie pas la probabilité d'un autre microbe de s'y trouver).  

On peut alors appliquer à la goutte i la loi de Poisson de paramètre 𝜆 = 𝐶 × 𝑣!  :  

𝑃(𝑋 = 𝑘) = 	
𝜆"

𝑘!
𝑒#$ 

Avec :  

• 𝑋 le nombre de microbes cultivables dans la goutte en début d’incubation 
• 𝑘 un entier  
• 𝑃(𝑋 = 𝑘) la probabilité d’avoir k microbes cultivables dans la goutte i en début d’incubation 

Voyons maintenant un exemple pour 𝜆 = 1 afin de se faire une idée du comportement de cette loi de 
probabilité. 
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5.3.1 Calcul d’espérance pour 𝜆 = 1 
La machine est réglée pour avoir des gouttes d’environ 0,7µl. Nous prendrons ce volume pour nos 
calculs. Supposons que l’on génère 70 gouttes identiques à partir d’une suspension de concentration 
en cellules viables C.  

Supposons que l’échantillon contient 1,43E3 cellules par millilitre, soit une espérance d’une cellule par 
goutte, ou 𝜆 = 1. On applique la formule citée plus haut et on affiche les résultats sur la Figure 5-4.  

En espérance, on trouve :  

• 25,75 gouttes vides, 
• 25,75 gouttes contenant une cellule viable  
• 12,88 gouttes en contenant deux 
• 4,29 gouttes en contenant trois 
• 1,33 gouttes en contenant quatre ou plus 

On note donc que le nombre de cellules viables initialement présentes dans une goutte est limitée : il 
est très improbable d’obtenir plus de six cellules par goutte. Cela s’explique par le fait que la variance 
de la loi de Poisson est égale à 𝜆. 

En réalité, il est très difficile de dire combien de microorganismes contenait une goutte en début d’in-
cubation à partir de sa courbe de croissance ; de différencier les gouttes contenant un microorganisme 
viable de celles en contenant deux, trois ou quatre. On ne peut de façon univoque que différencier les 
gouttes vides des gouttes pleines. En conséquent, sur le calcul précédent, ce qui nous intéresse est 
qu’en espérance, on trouvera 25,75 gouttes vides et 44,25 gouttes pleines.  

On comprend intuitivement qu’en inversant la logique, si l‘on incube 70 gouttes d’un liquide de con-
centration C inconnue et que l’on en trouve 26 vides et 44 pleines, la concentration C la plus probable 
était proche d’une cellule par goutte (autrement dit, de 𝜆 = 1), soit 1,43E3 cellules cultivables/ml.  
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Espérance du nombre de gouttes contenant X cellules 
cultivables en début d'incubation ; 𝜆 = 1 ; 70 gouttes

Figure 5-4 : Espérance de la loi de Poisson pour 70 gouttes, avec lambda = 1 
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Une formule (cas particulier de la loi de Poisson pour 𝑋 = 0, voir 181) permet de préciser cette intuition 
et de calculer formellement la concentration en microorganismes la plus probable à partir du nombre 
de gouttes vides et du nombre de gouttes pleines. Soient : 

• C le nombre de cellules cultivables par millilitre de suspension le plus probable 
• w le volume des gouttes  
• n le nombre de gouttes  
• x le nombre de gouttes vides  

𝐶 =
−ln	(x/n)

𝑤
 

Cette formule n’est valable que lorsque 𝑥 ≠ 0	𝑒𝑡	𝑥 ≠ 𝑛 (c’est-à-dire lorsqu’au moins une goutte a 
poussé et lorsque qu’au moins une goutte n’a pas poussé). Et c’est bien là la limite de cette méthode : 
il n’est possible d’estimer une concentration que dans une gamme de concentrations dont l’amplitude 
dépend du nombre total de gouttes. Afin de couvrir une gamme plus large, il est possible de diluer la 
suspension initiale, une ou plusieurs fois.  

5.3.2 Afin de couvrir une gamme de concentrations large, nous avons réalisé des dilutions 
successives 

Lorsque l’ordre de grandeur de la concentration en cellules cultivables de l’échantillon étudié est in-
connu, il est courant de réaliser des dilutions successives et d’incuber chaque niveau de dilution indé-
pendamment des autres. De cette manière, on se donne une chance d’avoir au moins un groupe de 
gouttes composé de positives et de négatives. Au passage, notez que cette méthode a été une des 
premières utilisées pour dénombrer les microbes du sol, au début du XXème siècle161.  

Nous ignorions initialement combien de microbes seraient contenus dans les sols et quelle serait la 
diversité des sols, c’est pourquoi nous avons adopté la méthode des dilutions successives dans la ma-
jorité de nos expériences.  

Pour remonter à une concentration initiale en microorganismes, il devient alors nécessaire d’appliquer 
un traitement statistique un peu plus sophistiqué. Chaque dilution n’est pas prise indépendamment 
des autres, mais considérées comme apportant une information sur la suspension initiale. Le traite-
ment de nos données repose sur la méthode de Jarvis et al182 et est détaillé en annexes.  

5.3.3 Conclusion 
Nous avons un set up qui permet en théorie d’estimer une concentration initiale en microorganismes 
cultivables d’une suspension à partir du ratio gouttes vides/gouttes pleines de dilutions successives de 
cette suspension. Nous avons voulu valider expérimentalement la pertinence de ce modèle, en le com-
parant à la méthode classique des boîtes de Petri, d’abord sur des souches de laboratoire pures, puis 
sur des échantillons complexes de sol.  

5.4 Validation de la méthode de comptage en gouttes avec quelques souches de la-
boratoire 

Afin de vérifier la pertinence de notre modèle théorique, nous avons cultivé quelques souches de la-
boratoire (dont les identités sont données en annexe), que nous avons incubées dans la machine à 
différentes dilutions. Pour chaque dilution, nous avons aussi étalé les suspensions de microbes sur des 
boîtes de Petri contenant le même milieu. Après incubation, nous avons estimé les concentrations 
initiales en microorganismes par les deux méthodes, puis comparé les résultats obtenus ; les boîtes de 
Petri étant considérées comme la méthode de référence.  
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5.4.1 Préparation des milieux de culture 
Le milieu de culture est du Pikovskaya. Deux versions en sont faites : une avec agar et une sans agar. 
Les deux versions sont autoclavées trois minutes à 121°C afin de les stériliser et de dissoudre l’agar. La 
version gélosée est coulée sur des boîtes de Petri stériles de 14cm de diamètre (boîte grand format) 
immédiatement après autoclavage. La version liquide est additionnée de 39µM de résazurine de so-
dium.  

5.4.2 Protocole 
On dispose un inoculum de 200µl de la souche à étudier dans 10ml de milieu Pikovskaya liquide. On 
place cette culture dans un incubateur à 28°C pendant trois heures environ. A partir de cette suspen-
sion, on réalise trois dilutions dans du milieu Pikovskaya liquide frais d’un facteur 104, 105 et 106. A 
partir de ces dilutions, on prépare des boîtes de Petri et une plaque 96 puits destinée à être incubée 
dans la machine millifluidique.  

5.4.2.1 Boîtes de Petri :  
On étale 200µl de chaque dilution sur une boîte de milieu Pikovskaya gélosé. Les boîtes sont disposées 
dans un incubateur à 28°C ; on compte les colonies dès que celles-ci sont nettement visibles à l’œil nu 
(72 heures pour les souches de laboratoire), on fait une deuxième lecture au bout d’une semaine pour 
valider que de nouvelles colonies ne sont pas apparues. 

5.4.2.2 Gouttes MilliDrop :  
La machine millifluidique génère des trains de gouttes à partir de microplaques. Ici, on en prépare une 
composée de puits inoculés et de puits vides ; ces derniers servant de contrôle. Plus précisément, 
chaque dilution est déposée dans sept puits, de façon à avoir 70 gouttes par dilution (voir Figure 5-5). 
On place alors la microplaque dans la machine et on lance la génération ; on laisse incuber pendant 38 
heures. En fin d’incubation, on traite les données récoltées par la machine puis on compte le nombre 
de gouttes dont la fluorescence a varié au cours du temps (positives) et le nombre de gouttes dans 
lesquelles le signal est resté plat (négatives), pour chaque dilution. Voir Figure 5-6, Figure 5-7 et Figure 
5-8 pour une illustration avec notre souche d’E coli ; notez que toutes les gouttes ont poussé à 1 :100, 
ce qui démontre l’intérêt des dilutions successives.   
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A partir de là, on applique le traitement statistique évoqué plus haut pour obtenir la concentration la 
plus probable. Notez que dans le cadre de ce calcul, il est possible de traiter chaque dilution indépen-
damment des autres ou de les grouper ensemble. Le but ici étant de valider que pour une suspension 
donnée, on obtient la même concentration en cellules cultivables sur boîte et en plaque, nous avons 
traité les résultats pour chaque dilution indépendamment.  
5.4.2.3 Temps d’incubation 
Les souches clonales avec lesquelles nous travaillons poussent vite : au bout de 48 heures sur boîte 
et 24h en gouttes, plus aucune colonie ou goutte positive n’apparaît. On garde donc ces temps d’in-
cubation pour les souches pures.  

 
 
Figure 5-6 : Escherichia coli dilué 100 fois - fluorescence de la résazurine en fonction du temps – 70 gouttes par dilution. A 
cette dilution, toutes les gouttes ont poussé.  Il est impossible de calculer une concentration initiale en cellules. 

Figure 5-5 : Plan de plaque utilisé dans les expériences de calcul de concentration la plus probable, pours des souches pures 
et des suspensions de sol 
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Figure 5-7 Escherichia coli dilué 1000 fois - fluorescence de la résazurine en fonction du temps – 70 gouttes par dilution. On 
constate une absence de croissance dans certaines gouttes, signe qu’elles étaient vides de microbes en début d’incubation. Le 
calcul de la concentration la plus probable pour ce seul niveau de dilution donne 2100 cellules par ml dans la suspension 
initiale après dilution, soit 2,1E6 cellules par ml avant dilution 

 

Figure 5-8 Escherichia coli dilué 10000 fois - fluorescence de la résazurine en fonction du temps – 70 gouttes par dilution – Le 
calcul de la concentration la plus probable pour ce seul niveau de dilution donne 150 cellules par ml dans la suspension initiale 
après dilution, soit 1,5E6 cellules par ml avant dilution
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5.4.3 Résultats 
Voir Figure 5-9. On ne présente ici que les dilutions pour lesquelles il y avait au moins une goutte vide 
et une goutte pleine et pour lesquelles des colonies nettes étaient visibles sur les boîtes. La ligne 
transversale représente une régression linéaire.  

Les barres d’erreurs verticales représentent l’intervalle de confiance à 95% calculé à partir du modèle 
de Jarvis, Wilrich et Wilrich182 – voir annexe pour plus de détails. Les barres horizontales sont calculées 
à partir de la formule donnée en annexe.   

On trouve des concentrations quasi-identiques par la méthode en gouttes et la méthode sur boîte de 
Petri. Tous les points sont à une distance de la ligne y=x inférieure à leur intervalle de confiance.  

5.5 Transfert à des échantillons de microbes du sol 
Avec des suspensions clonales, on trouve les mêmes nombres de cellules cultivables sur boîtes de Petri 
et en gouttes. Mais sera-ce le cas avec des échantillons de microbes du sol ?  

Pour le savoir, nous avons mené une série de tests avec des sols de jardin publique prélevés en face 
de notre établissement et des sols agricoles, fournis par notre partenaire AgroNutrition. Voir annexe 
pour une description détaillée de ces sols et des méthodes de suspension des microorganismes.  

5.5.1 Protocole 
Après avoir suspendu les microorganismes du sol et retiré les particules minérales, on réalise une mi-
croplaque similaire à celles décrites précédemment pour des souches pures, en diluant d’un facteur 
102 et 103 cette fois-ci (les extraits de sol étant des milieux moins riches en microbes que des bouillons 
de culture). Nous nous somme basé sur les résultats obtenus par Dequiedt et al119 pour choisir ces 
dilutions. Dans une étude d’envergure sur la totalité du territoire français (2150 parcelles testées) et 
basée sur le dosage de l’ADN microbien du sol, cette équipe a trouvé que la biomasse microbienne du 
sol suivait une répartition « ni normale ni lognormale » mais quelque part entre les deux. On constate 
en observant les graphes de l’étude qu’environ 90% des sols comprenaient entre 2 et 20 µg d’ADN par 

Figure 5-9 : logarithme en base 10 de la concentration la plus probable en microbes cultivables en gouttes en fonction du 
logarithme en base 10 de la concentration la plus probable de microbes sur boîte de Petri 
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gramme de sol (voir Figure 5-10). En conséquent, nous nous attendions à trouver des valeurs de bio-
masse cultivable variant du simple au décuple. Après des expériences préliminaires, nous avons décidé 
de garder ces deux niveaux de dilution. Initialement nous travaillions avec 70 gouttes par dilution par 
sol, puis nous sommes passés à 110 gouttes.  

 

En parallèle, les mêmes tubes qui ont servi à remplir la plaque sont étalés sur des boîtes de Petri, de 
façon identique au protocole pour les suspensions clonales.  

5.5.1.1 Temps d’incubation 
Nous avons constaté que sur boîtes de Petri, les colonies apparaissaient plus progressivement et glo-
balement plus tard qu’avec nos souches pures. Voyant que cela pouvait poser un problème de repro-
ductibilité, nous avons noté à différentes dates le nombre de colonies visibles sur chaque boîte. Après 
les avoir tracées en fonction du temps, nous avons constaté que le nombre de colonies ralentissait 
fortement autour de 12 jours (voir Figure 5-11 et Figure 5-12 pour un exemple avec quatre de nos sols ; 
tous les sols montrent des courbes comparables). Nous avons donc choisi de garder ce temps d’incu-
bation,  

Figure 5-10 : Distribution des rendements d’ADN extrait pour des sols français. Les courbes représentent 
les simulations de répartition normale (courbe en pointillés) et lognormale (traits et pointillées). 
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Pour ce qui est de la détection en gouttes, là aussi, l’apparition des positifs est plus progressive qu’avec 
des souches pures. On arrête l’analyse à 38h et on prend le nombre de gouttes positives à ce temps, 
car au-delà, trop de gouttes coalescent, ce qui gêne l’identification des gouttes.  

 

Figure 5-11 : Nombre de colonies par boîtes en fonction de la durée d'incubation, pour deux sol étudiés plusieurs 
fois. Chaque ligne représente une boîte. Deux niveaux de dilution (ligne pleine : 100ème pointillés : 1000ème). Lignes 
mauves : sol PS 251119. Lignes bleues marine : sol PS 151119 

Figure 5-12 : Nombre de colonies par boîtes en fonction de la durée d'incubation, pour deux sol étudiés plusieurs 
fois. Chaque ligne représente une boîte. Deux niveaux de dilution (ligne pleine : 100ème pointillés : 1000ème). Lignes 
bleues : sol IA 300920. Lignes ocres : sol TS 020120  
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5.5.2 Résultats  
Voir Figure 5-13 et Figure 5-14 pour une illustration des courbes de croissance pour un sol dilué 100 et 
1000 fois.  

 

 

 

 

Figure 5-13 : suspension du sol TB 030920 diluée 100 fois - fluorescence de la résazurine en fonction du temps – 110 gouttes 
par dilution. A cette dilution, 89 gouttes sur 110 ont poussé. Notez la dérive du signal de base, probablement dû à la dégra-
dation de la résazurine. 

Figure 5-14 : suspension du sol TB 030920 diluée 1000 fois - fluorescence de la résazurine en fonction du temps – 110 gouttes 
par dilution. A cette dilution, 17 gouttes sur 110 ont poussé. Notez la dérive du signal de base, probablement dû à la dégra-
dation de la résazurine.  
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Voir Figure 5-15 pour les résultats sur tous nos sols. On ne garde pour l’analyse que les dilutions pour 
lesquelles il y avait au moins une goutte vide et une goutte pleine et pour lesquelles des colonies nettes 
étaient visibles sur les boîtes.  

Nous constatons d’abord que le modèle de la régression linéaire donne un coefficient proche de 1, 
signe qu’en tendance, ni les boîtes de Petri ni les expériences en gouttes ne surestiment la concen-
tration en cellules cultivables l’une par rapport à l’autre. 

 

Nous constatons ensuite que comparé aux souches pures, le modèle de la régression linéaire n’ex-
plique qu’une partie de la variance (R2 = 0,68). Cela reflète la grande diversité de microorganismes qui 
doit être contenue dans nos échantillons. Différents phénomènes peuvent entraîner une surestimation 
avec l’un ou l’autre des modes de mesure, par exemple :  

• Ces extraits peuvent contenir des microorganismes anaérobies, qui ne feraient donc pas virer la 
résazurine mais pourraient former des colonies visibles sur boîte 

• Le niveau d’oxygénation est certainement différent entre boîte de Petri et gouttelettes 
• Nous avons pu constater que certaines souches recouvrent une partie des boîtes de Petri et em-

pêchent le développement ou le comptage des colonies proches 
• Certaines souches pourraient sécréter des substances qui inhibent la croissance d’autres mi-

crobes (on pense par exemple aux antibiotiques ou aux composés fongistatiques183) ou au con-
traire des substances qui favorisent la croissance d’autre microbes (par exemple les sidéro-
phores184) 

• Certains microorganismes du sol pourraient traverser l’huile minérale et passer de goutte en 
goutte, entraînant la contamination de gouttes initialement vides. Des expériences préliminaires 
nous ont montré que cela posait peu de problème avant 38 heures, mais que des contaminations 
précoces avaient parfois lieu. 

• Certaines colonies sont quasiment invisibles à l’œil nu : trop petites, trop fines ou trop transpa-
rentes, alors que les mêmes souches en gouttes font certainement virer la résazurine 

Figure 5-15 : Concentration la plus probable en microbes cultivables en gouttes en fonction de la concentration la plus pro-
bable de microbes sur boîte de Petri pour l’ensemble de nos sols agricoles. Les croix représentent les dilutions au 100ème et les 
points les dilutions au 1000ème  
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• Au demeurant, nous ajoutons un polymère probablement légèrement toxique (le polyacrylate de 
sodium) dans le milieu de culture liquide, qui est présenté dans le prochain chapitre.  

Une partie au moins de ces phénomènes doivent concourir à expliquer la variabilité de ces résultats 
comparée aux souches pures.  

Finalement, nous avons confirmé avec quelques souches pures et des sols agricoles qu’il était possible 
de cultiver des échantillons de microbiotes du sol dans notre machine et qu’on en cultivait autant 
qu’avec la méthode classique de la boîte de Petri. Ces résultats qui peuvent sembler évidents a poste-
riori ont été une bonne surprise pour nous, tant les microorganismes du sol sont variés (on rappelle 
les chiffres du premier chapitre : en moyenne 1288 espèces par gramme de sol en France56) et tant les 
points évoqués ci-dessus auraient pu faire varier la tendance dans un sens ou dans l’autre.  

5.5.3 Variabilité entre les sols  
Maintenant que nous avons confirmé que le comptage en gouttes donnait des résultats proches du 
comptage sur boîte, voyons quels résultats nous obtenons pour nos différents échantillons de sols.  

Pour cette partie, nous calculons la concentration la plus probable en microorganismes cultivables à 
partir de la formule donnée par Jarvis et al182, mais pour chaque expérience, les différents niveaux de 
dilution sont cette fois-ci regroupés ensemble et participent au calcul d’une seule concentration la plus 
probable (CPP) par expérience.  On exclut les résultats avec un indice de rareté inférieur à 0,01 comme 
recommandé par Jarvis et al182. Voir Figure 5-16. 

 

Notez que pour tous les sols sauf trois, nous avons testé le sol plusieurs fois. Tous les tests sur un même 
sol sont menés au maximum dans un intervalle de 6 semaines. Tous les sols sont stockés dans des 
sachets plastiques clos, à environ 5°C à l’obscurité. Nous n’avons pas constaté d’effet de vieillissement 
pour un même sol testé plusieurs fois. 

On constate que :  

Figure 5-16 : Concentration la plus probable en cellules cultivables pour différents sols agricoles, estimée à partir de la culture 
en gouttes. Échelle logarithmique 
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• Les sols ont des concentrations différentes les unes des autres. La distribution des nombres de 
cellules cultivables est de l’ordre de grandeur évoqué dans la littérature119 : le sol le plus riche (PS 
160819) a une concentration de 2,4E6 cellules par gramme et le sol le plus pauvre (PS 271020) de 
1,3E5 cellules par gramme.  

• Pour un sol donné, les résultats varient peu : si l’on calcule les coefficients de variation (écart-
type/moyenne), on trouve des valeurs inférieures à 50% pour tous nos sols. Voir Figure 5-17. Notre 
méthode donne donc des résultats répétables. Ils sont légèrement plus répétables que ceux sur 
boîtes de Petri (coefficient de variation moyen gouttes : 22%, coefficient de variation moyen colo-
nies par ml Petri : 35%).  

 

Figure 5-17 : Coefficients de variation des valeurs de concentrations les plus probables en cellules cultivables par gramme de 
sol, pour nos différents sols (écart-type/moyenne des mesures pour chaque sol). En gouttes. N représente le nombre de fois 
où le sol a été testé avec succès en gouttes 

Les signaux de résazurine n’ont jusqu’ici été utilisés que pour compter si un microbe avait poussé ou 
non et obtenir une concentration. Cependant, comme présenté plus tôt, les signaux présentent une 
grande diversité et il nous a semblé que nous pouvions retirer de l’information supplémentaire des 
formes des courbes. 

5.6 Analyse des paramètres de croissance 
Au-delà du signal oui/non, il est possible d’obtenir différentes informations sur les microorganismes à 
partir de la forme des courbes de fluorescence de la résazurine en fonction du temps. Puisque dans la 
majorité des gouttes positives, le début du signal ressemble à une exponentielle, nous avons décidé 
de mener une régression par un modèle exponentiel sur chacune des courbes de nos échantillons et 
d’extraire un temps de division et un temps de latence pour chacune de nos gouttes positives. Cela 
correspond au demeurant au modèle mathématique classiquement utilisé pour décrire la croissance 
microbienne.  
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Il existe probablement des différences entre espèces microbiennes en termes de vitesse à laquelle une 
cellule réduit la résazurine. Cependant, dans le cadre d’une croissance exponentielle, on montre faci-
lement que ces différences sont équivalentes à du temps de latence. Nous avons donc décidé de né-
gliger ce phénomène.  

Nous avons déployé la démarche suivante pour analyser nos données :  

5.6.1 Protocole d’analyse des courbes 
5.6.1.1 Obtention d’un signal de résazurine « net » 
La première étape consiste à obtenir un signal de résazurine « net » : la résazurine subit généralement 
une légère détérioration au cours du temps, probablement causée par de la réduction de la résazurine 
par le milieu. On choisit donc pour chaque expérience une goutte « de référence » dans laquelle aucun 
microorganisme n’a poussé, puis on soustrait aux autres gouttes le signal de la goutte de référence. 
Pour améliorer encore le signal, on soustrait à chaque goutte le signal moyen de ses quatre premiers 
runs (trajets dans le tube), ce qui fait commencer toutes les courbes presque à zéro.  

Voir Figure 5-18 pour une illustration.  

 

 

5.6.1.2 Sélection des points pour la régression 
On fixe un seuil (« seuil de régression ») qui va nous servir à deux choses : à déterminer quelle goutte 
on garde pour l’analyse et à choisir quels points on utilise pour la régression.  

On garde pour l’analyse les gouttes dont le signal a franchi notre seuil pendant plus de trois runs. Cela 
exclut donc les gouttes dans lesquelles rien n’a poussé, mais aussi certaines rares gouttes dans les-
quelles le signal de résazurine baisse quasi-immédiatement après le début de la croissance des mi-
croorganismes (revoir Figure 5-3). Nous appellerons par la suite les gouttes que l’on garde pour l’ana-
lyse « gouttes positives ». 

Figure 5-18 : Signal de la résazurine après soustraction du signal de la goutte de référence, puis du signal des quatre premiers 
runs de chaque goutte, pour un sol, dilué 1000 fois. Chaque ligne représente une goutte. Constatez qu’on n’observe plus de 
dérive du signal de base de la réaszurine. 
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Une fois ces gouttes choisies, on cherche le run de pente maximal pour chaque goutte et on ne garde 
pour notre régression que les points : 

• Dont le signal « net » de résazurine est au-dessus du seuil de régression 
• Situés avant le run de pente maximale, ou après 15 runs 

Le seuil de régression est choisi à la main et varie entre 0,02 et 0,08 unités arbitraires de fluorescence. 
Voir Figure 5-19. 

On constate que sur ces points, les courbes ont presque toutes une allure exponentielle.  

5.6.1.3 Régression  
Sur Python, on utilise le module scipy.optimize.curve_fit (https://docs.scipy.org/doc/scipy/refe-
rence/generated/scipy.optimize.curve_fit.html) qui fait appel à la méthode des moindres carrés pour 
mener une régression avec le modèle suivant :  

𝐹𝑙𝑢𝑜 = 	2
!"#$%
$ + 𝜀  

Avec :  

• Fluo le signal « net » de la résazurine 
• t le temps en heure 
• lag une variable liée au temps de latence 
• a une variable qui représente le temps de division 
• 𝜀	une variable qui permet de compenser la variabilité du signal de base entre gouttes 

La régression menée avec python détermine les variables lag, a et 𝜀 qui approchent le mieux les points 
mesurés, en se basant sur la méthode des moindres carrés. 

On calcule ensuite un temps au seuil, qui est égal à la valeur théorique de t lorsque Fluo = seuil de 
régression. 

Figure 5-19 : Illustration du traitement mené sur les mêmes courbes que la figure précédente. Les courbes rouges pleines 
correspondent aux points que l'on garde pour l'analyse. Les traits jaunes correspondent aux résultats de la régression linéaire 
menée avec la méthode ci-dessous. Les pointillés ne sont pas pris en compte pour la régression.  
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Les scripts utilisés sont disponibles sur ce lien : https://gitlab.com/Atakalaka/droplet-analyser  

5.6.2 Présentation des résultats 
Pour chaque courbe qu’on a réussi à approximer avec notre modèle, on enregistre le temps au seuil et 
la variable a (le temps de division). On peut alors représenter chaque goutte sur un graphique.  

 

 

Figure 5-20 : Temps au seuil en fonction du temps de division pour chaque goutte positive d’une culture de P ag-
glomerans. Résultat d’une expérience représentés (110 gouttes). Environ 50 bactéries par gouttes en début d’incu-
bation.  

Figure 5-21 : Temps au seuil en fonction du temps de division pour chaque goutte positive du sol IA 300920. Résul-
tats de deux expériences représentés. Environ 5 microorganismes par goutte en début d’incubation. 
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On constate sur les figures ci-dessus que :  

• Les cultures pures donnent des points beaucoup plus groupés que des extraits composés d’un 
mélange d’espèces du sol 

• Les sols ont des signatures différentes les unes des autres 

A partir de ces résultats, nous avons cherché à grouper les sols entre eux, à calculer un degré de simi-
larité entre sols ; en se basant sur la distance entre les points de chaque sol.  

Figure 5-22 : Temps au seuil en fonction du temps de division pour chaque goutte positive du sol PS 270919. Résultats 
de deux expériences représentés. Environ 5 microorganismes par goutte en début d’incubation.  
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Ces résultats sont plus exploratoires et moins aboutis que le reste de nos travaux, mais ils ouvrent la 
voie à une méthode de classification des microbiotes des sols qui se baserait sur des paramètres pure-
ment phénotypiques et non génotypiques comme aujourd’hui.  

5.7 Conclusion sur l’évaluation de la biomasse en gouttes 
Finalement, nous avons réussi à mettre en place un test pour évaluer le nombre de microorganismes 
cultivables par gramme de sol, simple et répétable. Nous avons eu la bonne surprise de constater qu’en 
tendance, on comptait le même nombre de cellules cultivables en gouttes et sur boîtes de Petri, aussi 
bien avec des souches pures qu’avec des échantillons de sols. De nombreux phénomènes biologiques 
ou chimiques auraient pourtant pu nous faire surestimer la biomasse cultivable par un mode par rap-
port à l’autre. Nos résultats sur des échantillons sauvages multi-espèces sont plus variables que ceux 
obtenus avec des souches pures, ce qui vient rappeler la complexité des microbiotes des sols.  

On notera cependant que notre protocole présente deux limites importantes, que l’on retrouve aussi 
bien en gouttes que sur boîtes de Petri :  

• Il surestime les bactéries par rapport aux champignons. En effet, de nombreux champignons sont 
connus pour être mycorhiziens, on peut penser que de tels organismes ne se développeront pas 
en l’absence d’un symbiote végétal. En outre, les champignons représentent dans les sols une bio-
masse importante mais peu de cellules cultivables. Ce dernier point pourrait être contourné en 
menant des incubations spécialement pour les champignons en parallèle de nos expériences prin-
cipales : on incuberait nos extraits à des concentrations plus élevées et on y intégrerait un antibio-
tique afin de ne laisser que les champignons se développer.  

• Il ne permet d’accéder qu’aux organismes cultivables. En effet, comme expliqué plus haut, une 
partie des microorganismes du sol sont considérés comme incultivables. Cependant, les études 
que nous avons pu lire semblent indiquer qu’en termes de biomasse, le nombre de cellules culti-
vables sur milieu riche corrèle bien avec le nombre de cellules total visibles au microscope. Par 
ailleurs, on peut penser que la biomasse cultivable est la plus active dans le sol.  

Figure 5-23 : Arbre de classification des sols obtenu en se basant sur les paramètres de croissance des gouttes. Plus les sols 
sont proches sur le graphe, plus leurs gouttes avaient des paramètres de croissance (temps au seuil et temps de division) 
proches. 
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Notre protocole d’estimation de la biomasse représente malgré cela un premier succès pour notre 
projet. Il est aussi simple et environ sept fois plus rapide que le comptage sur boîtes de Petri (38 heures 
d’incubation contre 12 jours sur boîtes), et beaucoup plus simple que d’autres méthodes d’estimations 
sans culture.  

Forts de ce succès, nous avons voulu aller plus loin et tenter de mesurer une caractéristique phénoty-
pique d’intérêt agronomique sur nos microorganismes : la capacité à solubiliser le phosphate à partir 
de particules minérales. 
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6 Transfert en gouttes des tests de solubilisation du phosphate 
Notre objectif central est de mettre au point un protocole pour évaluer la qualité des microbiotes des 
sols agricoles.  

Nous cherchions à mettre au point un test dans la machine millifluidique pour évaluer la capacité des 
microbes d’un sol donné à solubiliser le phosphate. Nous avons donc cherché quels étaient les modes 
d’évaluation actuellement utilisés et dans quelle mesure ils pouvaient être transférés en milieu liquide, 
puis dans notre machine.  

Nous avons cherché à adapter un test mené sur boîte de Petri pour qu’il puisse être réalisé dans notre 
machine millifluidique. Le but du test est de : 

• Dénombrer les microbes capables de solubiliser des particules de phosphate de calcium. Ha-
bituellement, cela est fait en comptant les colonies autours desquelles se sont développés de 
halos sur boîte de Petri. 

• Avoir si possible un indicateur de l’intensité de la solubilisation pour chaque solubilisateur. 
Certains auteurs mesurent la taille des halos, et la rapporte à la taille des colonies, pour avoir 
une mesure quantitative de la dissolution39. 

• Si possible, quand il y a dissolution des particules, déterminer la part de la dissolution due à de 
la chélation et la part due à de l’acidification.  

6.1 Le test classique sur boîtes de Petri  
Comme présenté dans le chapitre sur le phosphore en agriculture, la méthode la plus répandue pour 
déterminer si un microorganisme est capable de solubiliser le phosphate est de cultiver celui-ci sur un 
milieu de culture gélosé contenant suffisamment de particules de phosphate de calcium pour qu’il ait 
un aspect laiteux. Si après quelques jours de culture une zone translucide se forme autour de la colonie, 
on considère que le microbe est capable de solubiliser le phosphate. 

Pour les microorganismes du sol, on utilise généralement le milieu Pikovskaya128 (voir le chapitre 2 sur 
le phosphate pour une présentation plus exhaustive, voir annexes pour la recette exacte); un milieu 
contenant des sels minéraux, du glucose et de l’extrait de levure. Nous avons choisi ce milieu car nous 
estimions que les sels variés et l’extrait de levure faisaient de ce milieu un milieu riche, ce qui permet-
trait a priori de donner une chance de se développer à la plus grande diversité de microorganismes 
possible. 

Les particules de phosphate de calcium du milieu Pikovskaya sont de l’hydroxyapatite, un minéral 
composé de cinq atomes de calcium pour trois atomes de phosphore, de formule Ca5(PO4)3(OH). Cer-
tains auteurs utilisent du tricalcium phosphate (TCP) à la place, qui a une stœchiométrie légèrement 
différente (3 calcium pour 2 phosphore – mais il semble que ce qui est vendu comme du TCP soit en 
réalité souvent de l’hydroxyapatite). Nous avons choisi d’utiliser de l’hydroxyapatite car on trouve 
beaucoup plus de références de ce minéral que de TCP dans le commerce. 

L’hydroxyapatite est un composé peu soluble : d’après une simulation sur le logiciel de chimie MIN-
TEQ185, à pH 7, à l’équilibre avec la concentration d’hydroxyapatite contenue dans le milieu Pikovsksaya 
(soit 5g/l), seul 0,15% du phosphate toutes formes confondues (H3PO4, H2PO4

-, HPO4
2- et PO4

3-) est en 
solution, soit 4,5E-5mol/l. D’après Damoglou et Dawles186, la concentration limite nécessaire chez E coli 
est de 1,8E-4 mol/l. En deçà de cette concentration, la croissance de Coli est limitée par le phosphate 
dans leurs conditions expérimentales. Il est donc probable que ce milieu stresse au moins certains 
microorganismes du sol en matière de disponibilité du phosphate. 
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Ce test présente plusieurs inconvénients sur lesquels nous reviendront plus bas, mais on retiendra déjà 
qu’il est laborieux et très dépendant du manipulateur : certains voient des halos là ou d’autres n’en 
voient pas. Afin de gagner en productivité en en reproductibilité, nous avons voulu le transférer en 
gouttes.  

6.2 Adaptation du test en milieu liquide 
Afin de transférer ce test en goutte, il suffisait a priori de « retirer » l’agar du milieu Pikovskaya pour 
en faire un milieu liquide. C’est ce que nous avons essayé. Il s’est alors posé un problème : 

Dans une boîte de Petri, l’agar rend le milieu visqueux, même à haute température. Par ailleurs, la 
boîte ne fait que quelques millimètres de profondeur. En conséquent, les particules de phosphate 
n’ont pas le temps de sédimenter complétement et même si cela arrivait, les particules resteraient 
suffisamment proches de la surface pour que des microbes déposés sur la boîte puissent interagir avec 
(voir Figure 6-1 : le rayon des auréoles formées par les colonies blanches est d’environ un centimètre 
et demi, soit trois ou quatre fois l’épaisseur de la couche d’agar).  

En l’absence d’agar pour rendre le milieu visqueux, les particules de phosphate de calcium s’agrègent 
pour donner des flocs et sédimentent au bout de quelques minutes, ce qui pose un double problème :  

• La génération d’un train de gouttes dans notre machine dure environ une heure et le liquide 
est prélevé par le haut. La concentration en particules serait donc plus élevée dans les pre-
mières gouttes que dans les dernières. Il serait difficile de contrôler cette concentration.  

• Les gouttes ainsi générées seraient très hétérogènes, avec un floc à un endroit et aucune par-
ticule ailleurs, ce qui gênerait la mesure de la quantité de particules par lumière diffusée.  

Figure 6-1 : Une suspension de sol cultivée sur du milieu Pikovskaya, après 5 
jours d'incubation.  Notez les halos transparents autour de certaines colonies. 
Travail personnel. La boîte mesure 14cm. 
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Nous avons donc dû reconcevoir le milieu Pikovskaya classique.  

Pour des particules d’un matériau donné, deux phénomènes peuvent expliquer la sédimentation des 
particules :  

• Soit elles sont trop grosses. D’après la loi d’écoulement de Stokes, toutes choses égales par 
ailleurs, la vitesse de chute des particules varie avec le carré de leur rayon. En conséquent, 
plus les particules sont petites, moins vite elles sédimentent, jusqu’à une valeur à partir de 
laquelle l’agitation brownienne compense la sédimentation. 

• Soit elles sont suffisamment petites, mais s’agrègent les unes avec les autres. Cela forme alors 
des flocs qui vont à leur tour sédimenter. Différents paramètres entrent en jeu dans ce phé-
nomène, notamment la force ionique du milieu et la charge de surface des particules. Pour 
maintenir les particules suspendues, une méthode courante consiste à ajouter un dispersant, 
(aussi appelé antifloculant ou agent de surface) à la suspension. 

Afin de déterminer s’il était possible de suspendre des particules d’hydroxyapatite, ou de ralentir suf-
fisamment leur sédimentation pour pouvoir en faire des gouttes, nous avons mis au point un protocole 
de test en deux phases :  

1. On cherche (dans le commerce) des particules suffisamment petites pour ne pas sédimenter 
en ajoutant un agent de surface dont on est sûr de l’efficacité (mais qui dans notre cas, n’était 
pas bio-compatible).  

2. On cherche ensuite un agent de surface bio-compatible suffisamment dispersant pour rem-
placer l’agent de la phase précédente.  

6.2.1 Phase I : recherche d’une taille de particules suffisamment faible 
Nous avons d’abord cherché une taille de particules suffisamment petite. Pour déterminer si une for-
mulation est satisfaisante, on applique le protocole suivant :  

Protocole : 

Dans un flacon en verre transparent, on verse 20 ml de solution de NaCl à 8g/l (137mM) et 100 mg 
d’hydroxyapatite (soit 5g/l, la concentration du milieu Pikovskaya classique128). On ajoute une goutte 
de liquide vaisselle (environ 400mg), qui est connu comme un excellent dispersant. On sonique avec 
une sonde plongeante, pendant 20 secondes à forte intensité : 20kHz pour une puissance de 750 watts 
et une énergie totale appliquée de 550 joules (cette étape est indispensable pour suspendre correcte-
ment les particules). On laisse ensuite le flacon reposer pendant une heure.  

Si au bout d’une heure, le flacon a un aspect laiteux, on considère que les particules sont suffisamment 
suspendues, donc suffisamment petites. Voir Figure 6-3 pour une illustration.  

Après quelques essais, nous avons retenu l’hydroxyapatite (Numéro CAS : 12167-74-7, Aldrich), qui est 
décrite comme une suspension de particules de moins de 200nm. Nous avons tout de même analysé 
la taille des particules dans un dispositif Zetasizer Ultra du fabricant Malvern Panalytical (diffusion dy-
namique de la lumière). Les résultats indiquent qu’à pH 6,6, on observe une répartition bi-disperse des 
diamètres, avec un pic centré sur 92nm (la quasi-totalité des particules) et un pic centré sur 4,7µm 
(environ une particule sur 200 000). Ces résultats correspondent à ce que nous observons au micros-
cope : quelques gros cristaux sont visibles et on perçoit une grande quantité de particules quasiment 
invisibles. 

Si l’on modélise la sédimentation de telles particules avec la loi de Stokes dans de l’eau pure, on trouve 
qu’en une heure (le temps de génération d’un train de 1000 gouttes), elles auront parcouru 44 µm, 
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sauf les plus grosses, qui chutent d’1,2 cm sur cette même durée. On peut donc conclure que si le 
milieu a encore un aspect laiteux au bout d’une heure, c’est parce que les particules d’hydroxyapatite 
chutent suffisamment lentement, d’autant plus que certaines molécules peuvent rendre le milieu plus 
visqueux que l’eau pure.  

6.2.2 Phase II : recherche d’un dispersant biocompatible 
Malheureusement, le liquide vaisselle n’est pas biocompatible. Nous avons donc cherché à le rempla-
cer par un dispersant avec cette propriété. Différents dispersants sont décrits dans la littérature. Nous 
avons choisi d’essayer le citrate187 et le polyacrylate de sodium188. D’après Bernard Cabane, chercheur 
émérite de notre laboratoire, une formule empirique utilisée dans l’industrie est qu’il faut 2 mg de 
dispersant par m2 de particules.  

 

 

En nous basant sur cette approximation, nous avons essayé plusieurs références de dispersants à dif-
férentes concentrations. A chaque étape les flacons sont soniqués et laissés à décanter pendant une 
heure. On observe l’état de la suspension après cela. Nous avons trouvé qu’à pH 7, le polyacrylate de 
sodium Sigma 416037 permettait de maintenir les particules correctement dispersées, à condition d’en 
introduire environ 0,35 gramme par gramme d’hydroxyapatite. Cet acide est un polymère de formule 
[-CH2-CH(COONa)-]n dont chaque résidu comporte un groupe carboxylate. Il est fourni en solution et 
décrit comme ayant une masse molaire moyenne d’environ 1,5E4 daltons, soit environ 1,6E2 résidus 
par chaîne. Voir Figure 6-2 et  Figure 6-3.  

 

CH2 CH

OO
-Na

+

n
Figure 6-2 : un résidu de polyacrylate de sodium.  

Source : Muso - Wikipedia Commons - CC BY-SA 3.0 
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6.2.3 Phase III : Stérilisation de notre milieu 
Pour vérifier qu’il n’y a pas d’interaction avec les milieux de culture (par exemple qui annulerait l’effet 
du dispersant), nous avons introduit ces ingrédients dans du milieu Pikovskaya liquide plutôt que dans 
notre suspension de NaCl. Après sonication, les particules étaient toujours visibles et stables plus d’une 
heure en flacon.  

L’hydroxyapatite fine est fournie en suspension dans de l’eau et des microorganismes sont souvent 
présents dans cette eau, ce qui pose un problème de stérilité. Or, il est impossible de stériliser le Pi-
kovskaya en le filtrant à 200nm contrairement aux milieux sans particules (les particules se bloquent 
dans le filtre). Nous avons donc dû l’autoclaver.  

Figure 6-3 : Hydroxyapatite sans (gauche) et avec (droite) polyacrylate de so-
dium longue chaîne, une heure après sonication. Les flacons contiennent 20ml 
de liquide. 
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La cuisson peut altérer les composants présents, ce qui aurait pu par exemple dégrader notre disper-
sant, mais cela n’a pas posé de problème : l’hydroxyapatite reste correctement suspendue après un 
passage de trois minutes à 121°C à l’autoclave (une légère agrégation peut avoir lieu, mais une agita-
tion vigoureuse de la bouteille règle le problème). Au demeurant, nous avons vérifié que ces para-
mètres d’autoclavage étaient suffisants pour stériliser notre milieu. Un cycle de congélation/décongé-
lation n’altère pas non plus la qualité de notre dispersion. Voir Figure 6-4. 

Afin de valider à l’échelle de gouttes millifluidiques la stabilité que nous constations à l’échelle macros-
copique, nous avons réalisé un train de gouttes avec notre milieu (Figure 6-5).  

Figure 6-4 : Une cuve transparente de milieu liquide Pikovskaya après cuisson, congélation et décon-
gélation laissée à décanter 3 heures à température ambiante. Le milieu contient 5g/l de particules 
et 1,75g/l de polyacrylate. La cuve mesure 2,5 cm de hauteur.  
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On constate que le signal de lumière diffusée des gouttes est stable sur plus de 60 heures.  

Éléments d’explication physico-chimique 
Il est généralement difficile de prévoir a priori si une formulation va permettre d’obtenir une 
suspension suffisamment stable. Afin de comprendre ce qui expliquait la sédimentation ou 
non de nos particules, nous avons mesuré leur potentiel zêta. Cette grandeur donne une 
indication sur les charges de surfaces des particules. Plus elle est proche de zéro, moins les 
particules se repoussent et plus elles risquent de floculer.  
Nous avons mesuré le potentiel zêta de notre milieu après l’avoir stérilisé. Cette mesure est 
faite dans le même appareil que pour la granulométrie : un Zetasizer Ultra du fabricant Mal-
vern Panalytical (diffusion dynamique de la lumière). On trouve un potentiel zêta centré sur 
-54mV. Selon Bernard Cabane, chercheur émérite au sein de notre laboratoire, un potentiel 
de +/- 40mV est suffisant pour empêcher l’agrégation dans nos gammes de forces ioniques 
(sans compter le polyacrylate, le milieu a une force ionique de 31mM). Il est donc probable 
que la répulsion électromagnétique suffit à expliquer la stabilité de la suspension. Un effet 
stérique n’est cependant pas à exclure, vue la taille des chaînes et vus des résultats prélimi-
naires (non présentés) qui suggéraient qu’à concentration massique égale, le polyacrylate 
avec des chaînes plus courtes stabilisait moins bien les particules.  
On notera cependant que l’utilisation du polyacrylate, ou de n’importe quel antifloculant 
comportant des groupes carboxyles soulève un problème : ces substances stabilisent les 
particules par chélation des ions calcium, ce qui limite la présence de charges positives dans 
la double couche des particules. Or, ce faisant, il est probable que l’on solubilise une fraction 
de l’hydroxyapatite, donc des orthophosphates. Ces dispersants « facilitent » donc la tâche 
des microorganismes, ce qui peut introduire une surestimation du nombre de microbes so-
lubilisateurs. A l’inverse, on sait que certains mécanismes d’acquisition du phosphate sont 
commandés par le manque de phosphate dissout189 ; il est donc possible que notre milieu 
réprime l’expression du caractère solubilisateur de certaines espèces microbiennes, par rap-
port au milieu Pikovskaya classique.  
Il nous a cependant semblé qu’il s’agissait d’un risque acceptable, qu’il faudra garder en tête 
lors de l’interprétation de nos résultats.  

Figure 6-5 : Lumière diffusée par des gouttes de milieu Pikovskaya en fonction du temps (5 grammes par litre d'hydroxyapatite) 
– 10 gouttes sont affichées (leurs signaux se superposent)  
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6.2.4 Toxicité du polyacrylate 
Pour tester la toxicité du polyacrylate de sodium, nous avons incubé un sol dans différentes condi-
tions : sans particule et sans polyacrylate, puis dans notre milieu avec 5g/l de particules et 1,75g/l de 
polyacrylate de sodium. On ne trouve pas de différence significative en termes de gouttes positives à 
la résazurine entre les deux conditions, même s’il semble que le polyacrylate retarde la croissance des 
microorganismes, ce qui peut être le signe d’une légère toxicité.  

6.2.5 Conclusion  
Finalement, après avoir essayé différentes références d’hydroxyapatite et différents dispersants à des 
concentrations variées, nous avons réussi à formuler un milieu Pikovskaya biocompatible dont les par-
ticules restent suspendues suffisamment longtemps pour mener une incubation en gouttes. Par sim-
plicité, nous décrirons désormais le milieu liquide ainsi obtenu comme « Pikovskaya liquide ».  

Il nous restait maintenant à savoir si la dissolution des particules aurait lieu en gouttes et si nous pour-
rions la détecter. Intéressons-nous d’abord à la chimie derrière la dissolution de l’hydroxyapatite.  

6.3 La dissolution de l’hydroxyapatite est en théorie contrôlée par le pH et la présence 
de chélatants 

6.3.1 Simulation 
Afin de bien comprendre ce qui permet la dissolution des particules de phosphate, voyons l’effet d’une 
acidification et d’un apport d’un chélatant sur l’hydroxyapatite, précipité de calcium et de phosphate. 
Les graphes qui vont suivre sont des simulations réalisées grâce au logiciel Visual MINTEQ 185.  

Soit une solution contenant 5 g/l d’hydroxyapatite, ou 10 mM. On fait varier le pH de la solution en 
ajoutant du HCl ou du NaOH et on affiche les concentrations molaires des ions calcium et phosphate 
en solution :  
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Figure 6-6 : Simulation de la dissolution de 5g/l d'hydroxyapatite par acidification progressive. Réalisé sous Visual MINTEQ 



64 
 

On constate qu’à pH acide, l’hydroxyapatite n’est pas stable et se dissocie en ses ions constitutifs (no-
tamment le phosphate).  

Voyons maintenant le comportement de cette même solution d’hydroxyapatite, maintenue à pH7, si 
l’on ajoute progressivement du citrate. 

 

On constate donc que même à pH constant, le citrate libère du phosphate en solution (3,5% du phos-
phate libéré à 10mM de citrate). Les autres chélatants organiques agissent de façon similaire, avec une 
quantité d’ions libérée variable en fonction de leur pouvoir chélatant. La sécrétion de ces molécules 
est donc là aussi une stratégie viable pour rendre le phosphate du sol disponible. On retrouve un mé-
canisme similaire avec les sidérophores, qui chélatent les fer en milieu acide97,102. Dans du milieu Pi-
kovskaya, on peut s’attendre à trouver les deux phénomènes. On notera au demeurant que ces résul-
tats peuvent être confirmés expérimentalement : si l’on verse sur une boîte de milieu Pikovskaya une 
goutte de HCl ou de citrate concentré à pH7, il se crée un halo translucide.  

Nous avons voulu savoir si l’on pouvait discerner ces deux effets en gouttes.  

6.3.2 Mesure du pH en gouttes 
Pour ce faire, il nous a semblé utile de mesurer le pH dans nos gouttes. A cette fin, nous avons introduit 
dans notre milieu Pikovskaya liquide 78µM de pyranine. La pyranine, ou acide 8-Hydroxypyrene-1,3,6-
trisulfonique (HPTS) est une molécule organique souvent utilisée comme sonde pH fluorescente et 
que nous avons choisie pour : 

• Sa photo-stabilité (elle n’est pas détériorée par l’exposition répétée à nos lasers) 
• Sa non-toxicité sur les microorganismes 
• Son hydrophilie, qui assure qu’elle ne fuit pas dans la phase huileuse entre nos gouttes 
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Figure 6-7 : Simulation de la dissolution de 5g/l d'hydroxyapatite par ajout de citrate, dans une solution maintenue à pH7. 
Réalisé sous Visual MINTEQ 
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• Sa compatibilité avec la résazurine : avec nos canaux de mesure de la fluorescence, il est pos-
sible de mesurer la fluorescence des deux sondes dans la même goutte, sans que le signal de 
l’une ne soit visible sur le canal de l’autre.  

• Sa gamme de pH correcte (entre 10 et 4 environ), même si une sonde avec une gamme plus 
basse d’un ou deux points aurait mieux valu 

Toutes ces propriétés ont été testées dans des expériences préliminaires (non présentées).  

Afin de valider la précision de notre sonde, nous avons réalisé des étalonnages. Cela nous a permis 
d’avoir une correspondance entre signal de fluorescence de la pyranine et pH. Pour ce faire, on ajoute 
différentes quantités de HCl concentré à des tubes de milieu Pikovskaya liquide (stérile), que l’on in-
cube dans la machine, puis dont on mesure le pH avec un pH-mètre. Après avoir essayé différents 
réglages de gain sur la machine, on constate que sur une plage de pH allant de 7 à 4,5 on a une relation 
linéaire entre le pH et le logarithme du signal de pyranine (Figure 6-8). Pour des pH plus acides, la 
fluorescence devient trop faible pour être mesurée. Pour des pH plus élevés à l’inverse, la relation 
n’est plus linéaire, et notre canal de détection sature. Cela pourrait être corrigé en abaissant le gain de 
notre module de fluorescence, mais on perdrait alors les mesures pour les points les plus acides. 

 

 

Maintenant que l’on sait que l’hydroxyapatite est dissoute par la baisse du pH, et que l’on est capable 
de mesurer le pH précisément dans nos gouttes, on aimerait voir le lien entre lumière diffusée et pH. 
A priori, le signal de scattering doit diminuer avec le pH. Malheureusement, cela s’est avéré plus com-
pliqué que prévu.  

y = 0,8005x - 5,0471
R² = 0,9995
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Figure 6-8 : Résultat de l'étalonnage d'un de nos lots de milieu Pikovskaya. Chaque point est la moyenne de 20 gouttes. Résul-
tats au bout de 16 heures dans la machine. La fluorescence est celle mesurée sur le canal de fluorescence 1 (497nm/527nm) 
présenté dans la partie millifluidique.  
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6.3.3 Lien entre pH et état des particules  
En effet, en réalisant les tubes évoqués au paragraphe précèdent, on observe un phénomène qui pose 
problème pour étudier le lien entre pH et niveau de scattering : avec la diminution du pH, non seule-
ment les particules disparaissent progressivement, mais elles s’agrègent. La Figure 6-9 est une photo 
des tubes utilisés pour réaliser l’étalonnage ci-dessus, environ 15 minutes après avoir ajouté le chlo-
rure d’hydrogène. On constate qu’à partir de pH 6,02, mais surtout de pH 5,21 les particules ont sédi-
menté, formant un culot et rendant le milieu de moins en moins turbide. En dessous de pH 5, la quan-
tité totale de particules semble diminuer, signe de leur dissolution.  

La sédimentation que l’on observe est très vraisemblablement le fait d’une agrégation. Nous n’avons 
pas analysé les causes de cette agrégation, mais il nous semble qu’elle est due à une modification des 
propriétés électrostatiques des particules, certainement causée par la protonation partielle du polya-
crylate. En effet, le pKa du polycarylate est de 4,8190. En conséquent, plus on s’approche de cette 
valeur de pH, plus le polymère passera sous forme acide polyacrylique, ce qui lui fera perdre ses 
charges, sa capacité à interagir avec le calcium et donc à stabiliser notre suspension colloïdale. 

 

Cela pose un problème lié au mode de génération de nos gouttes : comme expliqué plus tôt, la machine 
prélève le liquide contenu dans les puits d’une plaque multi puits par le haut et met environ une heure 
pour ce faire. Le phénomène de sédimentation visible sur la Figure 6-9 a lieu au bout de moins de dix 
minutes. En conséquent, si l’on essaye de générer une plaque avec ces tubes, le contenu des gouttes 
ne sera pas représentatif de celui des tubes : une partie des particules sera tombée au fond des puits, 
donc ne sera pas incorporée aux gouttes sans avoir été dissoute pour autant.  

Ces résultats ont deux implications :  

Figure 6-9 : tubes utilisés pour réaliser l'étalonnage du milieu Pikovskaya en fonction du pH. Observer 
le culot des tubes (flèches). Photo prise 15 minutes après l’ajout de HCl. Le niveau des tubes n’est pas 
en lien avec le pH. Les variations de couleur sont dues à la résazurine. 

pH 6,69 pH 6,02 pH 5,48 pH 5,21 pH 4,98 pH 4,78 
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• Il est impossible de réaliser un étalonnage du signal de scattering du Pikovskaya liquide en 
dessous d’un certain pH. Nous jugeons que les résultats que l’on obtient sont trop peu fiables 
pour être utilisés.  

• Une fois en gouttes, si les microorganismes acidifient beaucoup leur milieu, il est possible que 
cela mène à l’agrégation des particules, ce qui risque de fausser notre signal de scattering. 
Nous reviendrons sur ce dernier point plus loin 

 

Finalement, nous avons réussi à stabiliser une suspension de particules d’hydroxyapatite avec du po-
lyacrylate, un polymère fréquemment utilisé comme défloculant. A partir de là, nous avons pu refor-
muler une version liquide du milieu Pikovskaya, dont les propriétés colloïdales ne sont pas altérées 
par la cuisson ni par la congélation. Nous avons cependant constaté que la qualité de la dispersion des 
particules était altérée par l’acidification. L’ajout de résazurine et de pyranine, deux marqueurs fluo-
rescents, nous permet de suivre à la fois l’activité métabolique (chapitre précédent) et le pH dans nos 
gouttes, sans que le signal d’une des deux molécules ne gêne la lecture du signal de l’autre. Nous avons 
alors voulu observer le comportement de microorganismes cultivés dans nos gouttes de milieu Pikovs-
kaya liquide, afin de savoir si la dissolution de particules était détectable avec notre module de scatte-
ring.  

6.4 La biomasse fait augmenter le signal de scattering, mais dans des proportions né-
gligeables face aux particules minérales 

Il nous restait maintenant à savoir si des microbes qui forment des auréoles lorsqu’ils poussent sur 
boîte de Petri font baisser le signal de scattering dans nos gouttes, avec notre milieu. En effet, en se 
divisant, les microorganismes font augmenter la turbidité de leur milieu, ce qui risque d’occulter 
l’éventuel effet lié à la solubilisation des particules en gouttes. Il était compliqué de prévoir quel effet 
l’emporterait avant d’avoir mené nos expériences. Nous avons donc cultivé sur milieu Pikovskaya li-
quide et solide des microorganismes identifiés. Les espèces que nous avons essayées sont les sui-
vantes :  

• Pantoea agglomerans : cette bactérie de l’environnement est capable de dissoudre des parti-
cules de phosphate de calcium si la concentration de phosphate en solution passe sous un 
certain seuil. Les mécanismes génétiques qui sous-tendent ce phénomène ont été décrits dans 
les années 90 par les équipes d’Alan Goldstein notamment 98,191. Nous utilisons la souche DSM 
8570, du fournisseur DSMZ. Elle forme des auréoles sur boîtes de Petri après quelques jours 
de culture.  

• Escherishia coli : bactérie du tube digestif bien connue du grand public. Nous utilisons la 
souche UMN 026 qui ne forme pas d’auréole si on la cultive sur milieu Pikovskaya. 
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Figure 6-10 : Fluorescence de la résazurine de deux souches bactériennes en fonction du temps (10 gouttes par conditions sont 
représentées) – inoculum initial : 10 bactéries par goutte en moyenne 

Figure 6-11 : Lumière diffusée par deux souches bactériennes en fonction du temps (10 gouttes par conditions sont représentées) – 
inoculum initial : 10 bactéries par goutte en moyenne 
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Nous avons montré qu’une souche connue pour former des auréoles sur milieu Pikovskaya solide fai-
sait bel et bien chuter le signal de scattering dans nos gouttes. Nous avons également montré que 
Escherichia coli ne faisait pas chuter le signal de scattering et ne formait pas d’auréole sur boîte de 
Petri. 
Nous avons également cultivé des microorganismes dans du milieu Pikovsksaya sans particule pour 
estimer le signal de scattering maximal atteint pas les microorganismes. On constate que les valeurs 
maximales de scattering dues à la biomasse sont environ 10 fois plus faibles que le signal de base des 
particules seules. Voir la Figure 6-12.  
L’augmentation du signal de scattering dû à la biomasse ne doit donc pas impacter notre capacité à 
détecter la solubilisation des particules d’hydroxyapatite. 

 
 
Nous avons ensuite adapté ce protocole aux sols évoqués précédemment (Noter que les expériences 
sont en réalité les mêmes, mais la présentation des résultats a été scindée en deux chapitres pour une 
meilleure compréhension). 

6.5 Analyse des sols 
6.5.1 Notre dispositif expérimental permet de distinguer les sols selon leur capacité à faire 

diminuer le signal de scattering 
6.5.1.1 Le problème des signaux, pas aussi clairs qu’avec la résazurine 
Comme nous l’avons vu, la croissance de P agglomerans entraîne une diminution de la quantité de 
lumière diffusée. Qu’en est-il avec des microorganismes du sol ?   

Comme pour la résazurine, les microorganismes du sol montrent des courbes de scattering très diffé-
rentes les unes des autres, dont le signal baisse plus ou moins tôt, plus ou moins fort et augmente dans 
certains cas (voir Figure 6-13 et Figure 6-14 pour un aperçu). Pour la mesure de la fluorescence de la 
résazurine, on voyait parfois que le signal faisait des dents de scie. Cela vient du fait qu’on ne mesure 
pas exactement la même chose si la goutte va dans un sens ou dans l’autre (la goutte peut notamment 
aller légèrement plus vite dans un sens). Cependant, dans le cas du scattering, un autre paramètre 
entre en jeu : l’agrégation.  

Figure 6-12 : Lumière diffusée (scattering) au cours du temps par des gouttes ensemencées avec des microorganismes du sol, 
dans du milieu Pikovsksaya sans particule 



70 
 

 

Figure 6-13 : Signal de scattering au cours du temps de gouttes de Pikovskaya liquide ensemencées avec des microbes du sol 
- environ une cellule par goutte en début d'incubation 

 

 

 

Figure 6-14 : Signal de scattering au cours du temps de gouttes de Pikovskaya liquide ensemencées avec des microbes du sol 
- environ une cellule par goutte en début d'incubation 
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En effet, après avoir pris en photos des gouttes en cours d’incubation, on constate que le contenu de 
certaines d’entre elles n’est pas homogène : on voit des amas par endroits. Voir Figure 6-15 pour un 
échantillon de ce que l’on rencontre en gouttes. Or, on constate que lorsqu’un amas de forme, il est 
généralement attiré vers le bas de la goutte par gravité, ce qui peut donner des paramètres optiques 
très différents dans un sens et dans l’autre. Cela obscurcit par ailleurs parfois tellement la goutte 
qu’une « éclipse » se crée : le laser de détection des gouttes est absorbé par l’agglomérat et une partie 
(voire la totalité) du signal n’est pas détectée comme faisant partie de la goutte. Cela peut donc ame-
ner le logiciel de traitement du signal à surestimer ou sous-estimer le signal réel de scattering. Notez 
que pour des raisons techniques, ce dernier phénomène est plus important sur le canal scattering que 
sur le canal de fluorescence.  

On peut penser que d’un point de vue biologique, il s’agit d’une création de biofilm. En effet, des au-
teurs ont rapporté que le manque de phosphate pouvait entraîner la formation de biofilm chez certains 
procaryotes189. 

 
Contrôle 

 
Dissolution homogène 

 
Amas 1 

 
Amas 2 

Figure 6-15 : Photos de différentes gouttes au bout de 30 heures d’incubation, milieu Pikovskaya inoculé avec une suspension 
de microorganismes du sol. La réglette en bas des photos mesure 5mm. La flèche représente le sens de la gravité. 

On peut donc se demander ce que l’on détecte réellement avec le canal de scattering. Nous étudierons 
cette question plus tard. Dans un premier temps, considérons que toute goutte dont le signal de scat-
tering a baissé d’un certain niveau par rapport à son signal en début d’incubation contient au moins 
une souche de microbes solubilisateurs. Comme dans le chapitre précédent, nous nous baserons là-
dessus pour identifier des gouttes comme « positives » au scattering et des gouttes comme « néga-
tives ». A partir de là, nous réutiliserons la méthode des zéros de Poisson pour estimer une concentra-
tion la plus probable en microorganismes solubilisateurs, en appliquant les formules de Jarvis et al182. 

6.5.1.2 Choix d’un seuil de scattering  
Afin de déterminer à partir de quelle valeur de scattering une goutte est considérée comme contenant 
des bactéries solubilisatrices cultivables nous avons suivi le protocole de traitement de données sui-
vant :  
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1) On retire à chaque goutte sa valeur de scattering initiale, moyennée sur les quatre premiers 
runs.  

2) On note les gouttes qui ont poussé en se basant sur leur signal de résazurine (même données 
qu’au chapitre précédant) 

3) On cherche la valeur de scattering la plus basse par rapport au signal initial ; le « ∆%&'(()*!+, » 
le plus important 

4) A partir de ces valeurs, on trace un histogramme de répartition des valeurs de scattering les 
plus basses atteintes par chaque goutte. Notez que chaque lot de milieu a un pH et une con-
centration en particules légèrement différents des autres lots, c’est pourquoi nous menons 
cette analyse indépendamment pour chaque groupe d’expériences menées avec le même mi-
lieu (c’est-à-dire avec la même bouteille de milieu).  

A partir de cet histogramme, on extrait une valeur seuil en-dessous de laquelle on considère qu’il y a 
eu dissolution. Par exemple, sur la Figure 6-16, on a représenté ces valeurs pour un de nos lots de 
milieu, avec lequel nous avions mené une dizaine d’expériences, sur différents sols. On constate qu’en-
viron 75% des gouttes n’ont pas dépassé -0,25 point par rapport à leur valeur initiale. On prend donc 
cette valeur comme seuil ; pour ce lot de milieu et on considère les gouttes qui ont dépassé -0,25 
comme peuplées de solubilisatrices.  

 

Pour chaque lot de milieu, on détermine un seuil à partir de ces histogrammes.  

A partir de là, on peut calculer les concentrations les plus probables en solubilisateurs, exactement 
comme dans le chapitre sur la biomasse cultivable. Comme expliqué au chapitre précédent, on arrête 
l’analyse à 38h, car au-delà, trop de gouttes coalescent, ce qui gêne l’identification des gouttes.   

Figure 6-16 : Histogramme représentant la valeur de scattering la plus basse atteinte par chaque goutte dans laquelle au 
moins un microorganisme a poussé, pour un même lot de milieu Pikovskaya liquide. La flèche représente le seuil choisi. 
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On constate que le nombre de solubilisateurs varie entre 2E4 et 7E5 cellules par gramme de sol. Notez 
par ailleurs qu’avec notre expérience, il est possible de détecter les points entre 6,0E3 et 3,4E7 cellules 
par gramme de sol. Les sols pauvres comme PS 030919 sont donc en limite de plage dynamique, pour 
chaque expérience, on ne compte typiquement que trois ou quatre gouttes positives au scattering, 
d’où une plus grande variabilité des mesures.  

Comme ces valeurs variaient environ comme la biomasse, nous avons divisé la concentration en mi-
croorganismes faisant chuter le scattering par la concentration en microorganismes cultivables (c’est-
à-dire positifs à la résazurine), ce qui donne les fractions de solubilisateurs présumés. On constate que 
des différences plus marquées apparaissent alors, avec certains sols proportionnellement très riches 
(60% des cellules) ou très pauvres (2,5% des cellules) en microbes faisant chuter le signal de scattering 
(Figure 6-18) : 

 

Figure 6-17 : concentrations la plus probable en microbes solubilisateurs cultivables pour plusieurs sols, en cellules par gramme 
de sol. Ces résultats correspondent aux données disponibles à 38 heures d’incubation.  
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Figure 6-19 : Coefficient de variation (écart-type/moyenne) de du ratio nombre de solubilisateurs/nombre de cellules culti-
vables. Notez que les sols les plus variables sont aussi ceux pour lesquels on a le moins de microorganismes. Le nombre N 
représente le nombre d’expériences. 

Les coefficients de variation sont tous inférieurs à 50%, sauf pour les sols en limite de plage dynamique. 
On a donc une reproductibilité satisfaisante. 

Finalement, on trouve que notre protocole donne des résultats reproductibles et que sur notre lot de 
sols, une diversité apparaît en matière de fractions des microorganismes capables de faire diminuer le 
signal de scattering : entre 2% et 60% selon les sols, avec des extrêmes à 0,8% et 64% pour certaines 
expériences. Ces résultats sont supérieurs à ceux que l’on trouve dans la littérature : dans une étude 
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Figure 6-18 : Fractions de microorganismes faisant chuter le signal de scattering parmi les cellules cultivables pour nos diffé-
rents sols agricoles. Les fractions sont calculées en divisant les concentrations calculées à partir du scattering par celles calcu-
lées à partir de la résazurine.  
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de Azziz et al39, les microorganismes solubilisateurs cultivables sont entre 6,5E4 et 6,2E6 par gramme 
de sol. Ils représentent entre 0,2% et 13,1% de la population totale de microorganismes cultivables, 
avec des moyennes à 2,9% et 3,8%. Dans une étude de Reyes et al192, en moyenne 19% de la population 
microbienne étudiée est capable de solubiliser le phosphate. Nous verrons en 6.6 que cela peut s’ex-
pliquer par différents éléments.   

Il nous reste maintenant à savoir si notre protocole mesure bien la capacité à solubiliser les particules 
de phosphate. Pour ce faire, nous allons analyser le lien entre baisse du signal de scattering et pH dans 
nos gouttes. Dans une dernière partie, nous comparerons nos résultats avec ceux obtenus sur boîtes 
de Petri.  

6.5.2 Étude du lien entre scattering et pH 
L’acidité a un impact majeur sur la solubilité de l’hydroxyapatite. Nous avons donc comparé les résul-
tats du scattering avec ceux issus de la fluorescence de la pyranine, notre indicateur pH. Nous souhai-
tions savoir si les gouttes dont le signal de scattering baissaient avaient subi une acidification et si 
l’acidification étaient suffisante pour expliquer la baisse du signal de scattering (cf Figure 6-6).  

Pour cela, penchons-nous d’abord sur le signal de pyranine dans nos gouttes et sur la diversité des 
courbes que l’on peut obtenir.  

6.5.2.1 Présentation du signal de pyranine 
On constate facilement que beaucoup de gouttes dans lesquelles un microorganisme se développe 
font au moins légèrement baisser le signal de pyranine, signe qu’elles s’acidifient (cf Figure 6-8). Cela 
s’explique probablement par le fait que le milieu contient du glucose, dont on sait que l’hydrolyse fait 
baisser le pH. Dans certains cas, le pH peut augmenter, mais il finit presque toujours par baisser.  

Dans des expériences préliminaires, nous nous sommes assurés qu’en l’absence de pyranine, le signal 
de fluorescence sur le canal « fluorescence 1 »2 (qui pourrait être dû à l’autofluorescence du milieu ou 
des microorganismes, ou à la fluorescence de la résazurine) était suffisamment faible pour être négligé. 
Nous sommes donc confiants dans le fait que la fluorescence que l’on détecte sur ce canal est bien due 
à la pyranine, donc dépendant uniquement du pH. 

Au demeurant, lorsqu’un train de gouttes contient des microorganismes cultivables, on constate que 
même les gouttes vides subissent une baisse de leur signal de pyranine, bien que celle-ci soit moins 
marquée que pour les gouttes ensemencées. Nous pensons que cela s’explique par un transfert de 
CO2 entre les gouttes.  

Enfin, on constate que les vitesses d’acidification et les niveaux minimum atteints sont variables d‘une 
goutte à l’autre : certaines gouttes sont acidifiées très tôt, d’autres très tard et les gouttes acidifiées 
n’atteignent pas toutes le même niveau en fin d’incubation. Voir Figure 6-20 et Figure 6-21. 

 

2 Excitation 497nm/ émission 527nm 
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6.5.2.2 Dénombrement des microbes acidificateurs 
Comme précédemment avec le scattering, nous avons voulu savoir s’il était possible de mettre en place 
une catégorisation simple des gouttes : d’une part les gouttes acidifiées, d’autre part les gouttes dont 

Figure 6-20 : Signal de la pyranine en fonction du temps pour deux sols. Chaque ligne représente une goutte. Échelle linéaire.  
Lignes jaunes : sol TS 020120 ; lignes mauves : sol PS 181019. Notez qu’une goutte jaune a été alcalinisée 

Figure 6-21 : Signal de la pyranine en fonction du temps pour deux sols. Chaque ligne représente une goutte. Échelle logarith-
mique. Lignes jaunes : sol TS 020120 ; lignes mauves : sol PS 181019 
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le pH n’a pas varié, ou a augmenté par rapport aux gouttes contrôles. Pour savoir si cela était le cas, là 
encore, nous avons tracé les histogrammes des valeurs les plus basses atteintes par chaque goutte au 
bout de 38 heures d’incubation, indépendamment pour chaque lot de milieu. Voir Figure 6-22 et Figure 
6-23 pour une illustration.  

 

 

Pour simplifier notre analyse, nous avons choisi de ne créer que deux catégories de gouttes : celles 
acidifiées et celles non-acidifiées. En nous basant sur les étalonnages fluorescence de la pyranine/pH 

Figure 6-22 : Histogramme représentant les logarithmes en base 10 des valeurs de fluorescence de la pyranine les plus basses 
atteintes par chaque goutte pour un même lot de milieu Pikovskaya. La flèche rouge représente le seuil pH 5,8 choisi plus bas. 
Les barres vertes représentent les gouttes pour lesquelles aucune croissance bactérienne n’est détectable par la signal de 
résazurine, à l’inverse des barres violettes.  

Figure 6-23 : le même histogramme sans les gouttes dans lesquelles rien n'a poussé d’après le signal de résazurine 
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établis plus haut, nous avons choisi de prendre un seuil de fluorescence correspondant à pH 5,8 pour 
les raisons suivantes :  

• L’hydroxyapatite commence à se dissoudre à ce pH (voir Figure 6-6 et Figure 6-7 ci-dessus).  
• A cette valeur, notre polymère, dont le pKa est de 4,8 a déjà perdu environ 10% de sa capacité 

dispersante 

Ainsi, on considère comme « acidifiée » toute goutte dont le pH est passé sous 5,8 (représenté par les 
flèches rouges sur les graphes ci-dessus). Une fois ce seuil choisi, nous avons cherché à comparer le 
nombre de microbes acidificateurs et le nombre de microbes faisant chuter le scattering.  

Une observation attentive des courbes de fluorescence et de scattering en fonction du temps (Figure 
6-24) suggère qu’au moins dans certaines gouttes, il y a un décalage temporel de quelques heures 
entre la baisse du signal de pyranine et la diminution de la lumière diffusée.  

 

Afin de préciser cette constatation, nous avons tracé l’écart de temps entre le passage du seuil de 
scattering et du seuil de pyranine, pour les gouttes qui franchissent les deux (Figure 6-25). On constate 
qu’en moyenne, les gouttes qui franchissaient les deux seuils mettaient une heure de plus à franchir 
leur seuil de scattering qu’à franchir leur seuil de pH. Pour prendre en compte cela, on fait cesser 
l’analyse une heure plus tôt pour la pyranine que pour le scattering (c’est-à-dire à 37 heures d’incuba-
tion pour la pyranine et 38 heures pour le scattering). 

Figure 6-24 : Illustration du décalage temporel entre baisse du pH et baisse du scattering - signaux de scattering et de fluores-
cence de la pyranine pour une même goutte inoculée avec des microorganismes du sol 
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Pour chaque trio sol/expérience/dilution, on trace la concentration la plus probable en microbes aci-
dificateurs en fonction de la concentration en microorganismes faisant chuter le scattering, avant et 
après les avoir ramenées à la concentration en microorganismes cultivables. On calcule les concentra-
tions individuellement, comme s’il s’agissait d’expériences indépendantes, et sans prendre en 
compte leur niveau de dilution. Les résultats sont présentés sur la Figure 6-26 et la Figure 6-27. 

 

Figure 6-25 : répartition des écarts de temps de passage entre le seuil de scattering et le seuil de fluorescence de la pyranine, 
avec des seuils de fluorescence correspondant à pH 5,8. Moyenne : 1,0 heure. L’analyse prend fin à 38 heures d’incubation 
pour les deux canaux.  

Figure 6-26 : Concentration en microorganismes faisant franchir le seuil de fluorescence de la pyranine en fonction de la con-
centration en microorganismes faisant franchir le seuil de scattering. Chaque dilution est représentée séparément. La ligne 
noire représente l’égalité. Seuil pyranine correspondant à pH 5,8. Chaque couleur correspond à un sol. 
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En plus de ces résultats, on trouve que sur toutes les expériences confondues, avant 38 heures d’incu-
bation pour le scattering et 37h pour la pyranine :  

• 85,7% des gouttes positives au scattering le sont également à la pyranine 
• 91,0% des gouttes positives à la pyranine le sont également au scattering 

6.5.2.3 Interprétation des résultats 
On constate que les points se répartissent autour de la droite y=x. Dans presque la moitié des cas, on 
a même une égalité parfaite entre ces deux grandeurs.  

On peut cependant se demander pourquoi 9,0% des gouttes qui passent notre seuil de pH n’ont pas 
leur niveau de scattering qui diminue. Une analyse minutieuse révèle que dans la quasi-totalité des 
cas, il s’agit de gouttes limites : 

• Dont le signal de pyranine s’est arrêté juste après le seuil de pH 5,8 (donc peu acidifiées, rela-
tivement aux gouttes acidifiées) 

• Qui ont été acidifiées et ont franchi le seuil de pH 5,8 avant de voir leur pH remonter. Cas rare 
mais pas inexistant, cela pourrait être dû à un métabolisme original 

• Dans lesquelles la croissance microbienne a commencé juste avant la fin de l’incubation (par 
exemple si la goutte franchi le seuil de fluorescence à 36 heures et 30 minutes d’incubation 
et le seuil de scattering deux heures plus tard, donc trop tard pour être comptabilisée)  

• Ou dont le signal de scattering a augmenté avant de descendre, mais sans franchir le seuil, ce 
qui doit être le signe d’une forte création de biomasse, ou de propriétés optiques exotiques.  

On retiendra donc que toute goutte dont le pH passe sous 5,8 et y reste va voir ses particules d’hy-
droxyapatite se dissoudre, à des artefacts expérimentaux près.  

Figure 6-27 : Fraction des gouttes positives à la résazurine ayant franchi le seuil de fluorescence de la pyranine en fonction de 
la fraction de gouttes ayant franchi le seuil de scattering. La ligne noire représente l’égalité. Seuil pyranine correspondant à 
pH 5,8. Chaque couleur correspond à un sol.  
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Pour ce qui est des 14,3% des gouttes qui n’ont pas vu leur pH passer sous 5,8 parmi les gouttes 
positives au scattering, on peut identifier à la fois des cas limites, « symétriques » à ceux évoqués plus 
haut et des cas qui suggèrent qu’un autre mécanisme de solubilisation est à l’œuvre :  

• Nous avons introduit une différence d’une heure entre les dates de fin d’incubation comme 
précisé plus haut. Dans certains cas, le seuil de scattering est passé peu de temps après le seuil 
de fluorescence, voire en même temps. Si ce passage a lieu entre 37 et 38 heures, la goutte 
peut ne pas être comptée comme positive à la pyranine, alors qu’elle le sera au scattering. En 
enlevant ce décalage d’une heure, on descend à 13,7% des gouttes positives uniquement au 
scattering, parmi celles positives au scattering.  Ce phénomène n’explique donc que moins 
d’un pourcent des cas.  

• Dans certaines gouttes, le signal de scattering fait de grandes « dents de scie » ; signe d’une 
grosse différence entre les passages (« runs ») dans un sens et dans l’autre. Ces dents de scie 
suffisent souvent à faire passer la goutte sous le seuil de scattering. D’après les photos que 
nous avons pu prendre de quelques-unes d’entre elles, il semble que cela soit lié à la formation 
d’un gros agrégat. Or, si généralement ces gouttes passent sous le seuil de fluorescence de la 
pyranine (ce qui s’explique certainement par le fait que le polyacrylate perd progressivement 
son effet en dessous de pH 5,8, ce qui doit faire s’agréger nos particules minérales) il arrive 
qu’elles soient peu acidifiées. Dans de tels cas, on peut penser qu’un agrégat s’est formé pour 
une autre raison : microorganismes filamenteux, sécrétion d’une substance agrégeante par les 
microorganismes, hydrolyse du polyacrylate… sans savoir si les particules ont été dissoutes ou 
non. Voir Figure 6-28 et Figure 6-29 pour une illustration. 

 

 

 

Figure 6-28 : Signaux scattering et pyranine d'une même goutte. Le signal du scattering est brut (on ne lui a pas soustrait sa 
valeur initiale). Le seuil de fluorescence de la pyranine équivalent à pH 5,8 est de 0,39 pour cette expérience. Pour le scattering, 
le seuil est à -0,4 par rapport à la valeur initiale, soit environ 3,4.  
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Une goutte dans laquelle aucun microor-
ganisme ne s’est développé (contrôle) 

 

 
La goutte dont le signal est présenté ci-
dessus. La flèche pointe vers un amas de 
matière.  

Figure 6-29 : photo d'une goutte contrôle et de la goutte dont le signal est présenté ci-dessus, à 39 heures d'incubation. On a 
l’impression que les particules ont été concentrées en bas de la goutte. Cela a effectivement éclaircit la goutte, mais on peut 
se demander si des particules ont effectivement été dissoutes.  

• Dans certains cas enfin, le signal de scattering a effectivement diminué sans que le pH de la 
goutte ne chute sous 5,8 et alors que les dents de scie gardent des proportions modestes. Il 
n’est pas toujours facile de séparer ces cas des cas précédents et on observe plutôt un gradient 
qui va de grandes dents de scie/niveau moyen du scattering en légère baisse à de plus petites 
dents de scie/niveau moyen du scattering en baisse nette. Il est possible que de tels cas cor-
respondent à un fort effet chélation couplé à un faible effet acidification. Si tel est le cas, ces 
gouttes représentent un intérêt agricole particulier : les sols étant des milieux tamponnés et 
pauvres en nutriments, libérer du phosphate en ne jouant que sur le pH doit être moins effi-
cace que de sécréter des chélatants des contre-ions du phosphate. Voir Figure 6-30 et Figure 
6-31 pour un cas extrême, où aucune dent de scie n’était visible. Notez qu’il s’agit des mêmes 
gouttes sur les deux figures, et que le signal de scattering commence à diminuer avec celui de 
la pyranine, signe que le pH n’a pas été nécessaire pour faire baisser le scattering. 

 

Figure 6-30 : signal de pyranine en fonction du temps d'une goutte qui montre des signes de solubilisation sans chute du pH 
en dessous de 5,8. Le seuil de fluorescence correspondant à 5,6 est 0,1 sur ce lot de milieu.  
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Plus tôt, nous nous demandions si à l’échelle d’une population de microbes, la solubilisation des par-
ticules de phosphate était causée par l’acidification ou par la chélation. Nos résultats apportent des 
éléments de réponse à cette question : la capacité à faire diminuer le signal de scattering est fortement 
corrélée à la capacité à acidifier notre milieu de culture, bien que certains cas (au maximum 13,7% des 
gouttes qui franchissent le seuil de scattering net, probablement plutôt de l’ordre de 5% des gouttes) 
puissent être expliqués par un effet de chélation qui dominerait sur l’effet acidification.  

Avec les méthodes de culture traditionnelles, cette information serait quasiment impossible à obtenir :  

• Sur boîtes de Petri, on peut accéder à la diversité du sol, mais la mesure du pH est peu précise  
• En milieu liquide, on peut prélever du milieu pour mener des tests chimiques, mais il serait 

trop laborieux d’étudier des centaines de souches comme nous l’avons fait 

Notre protocole apporte donc un éclairage nouveau sur le mécanisme de solubilisation du phosphate 
par les microorganismes du sol.  

 

6.6 Les concentrations trouvées sont-elles comparables avec les concentrations en so-
lubilisateurs d’après la méthode sur boîte de Petri ? 

Demandons-nous maintenant si les résultats que l’on obtient correspondent à ceux obtenus sur boîtes 
de Petri, la méthode de référence dans la littérature. Pour cela, pour chaque expérience en goutte, 
nous avons en parallèle réalisé des boîtes de Petri et compté le nombre de halos qui apparaissaient (il 
s’agit en réalité des mêmes boîtes qu’au chapitre précédent). Certains auteurs proposent des ap-
proches quantitatives, dans lesquelles la tailles des halos est mesurée, éventuellement ramenée à la 
taille des colonies. Nous avons choisi de simplement noter si un halo était visible ou non, pour des 
raisons de simplicité et parce que la taille des halos nous a semblé fortement dépendante de la con-
centration en colonies sur les boîtes : lorsque les colonies sont serrées entre elles, les éventuels halos 

Figure 6-31 : signal de scattering « net » en fonction du temps d'une goutte qui montre des signes de solubilisation sans chute 
du pH en dessous de 5,8. Le seuil de scattering correspondant est de -0,2 sur ce lot de milieu. Notez que le scattering a com-
mencé à baisser avant la fluorescence de la pyranine, ce qui prouve que la baisse n’est pas due qu’au pH. 
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qu’elles forment sont plus petits et plus rares que lorsque les colonies sont éloignées les unes des 
autres. Voir Figure 6-32.  

 

6.6.1 Choix d’une durée d’incubation sur boîte de Petri 
Les halos mettent un certain temps à apparaître sur boîte. Nous avons mesuré à différentes dates le 
nombre de halos visibles sur une boîte. L’apparition des halos semble se stabiliser au bout de 11 jours 
(voir Figure 6-33 et Figure 6-34 et pour une illustration sur deux de nos sols).  

Figure 6-32 : une boîte de milieu Pikovskaya ensemencée avec le sol IA 300920, après 
15 jours d'incubation à 28°C. Les colonies que nous considérons comme formant des 
halos sont entourées en rouge. La boîte mesure 14cm de diamètre.  
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Nous décidons donc d’exclure les boîtes pour lesquelles nous avons arrêté les mesures avant 11 jours 
d’incubation. Ce manque de données après 11 jours peut être dû par exemple à l’apparition de colo-
nies envahissantes (Figure 6-35) ou à des accidents de manipulation. Pour la suite de l’analyse, nous 

Figure 6-33: Nombre de halos par boîte en fonction du temps pour différentes expériences sur le même sol 
(PS 251119), à deux niveaux de dilution (ligne pleine : 100ème pointillés : 1000ème). Chaque ligne représente 
une boîte de Petri.  

Figure 6-34 : Nombre de halos par boîte en fonction du temps pour différentes expériences sur le même sol 
(TS 020120) à deux niveaux de dilution (ligne pleine : 100ème pointillés : 1000ème). Chaque ligne représente 
une boîte de Petri.  
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avons décidé de garder la première mesure réalisée après 11 jours. (Par exemple, si des relevés ont 
été réalisés à 10 jours, à 13 jours et à 25 jours d’incubation, on garde celui à 13 jours).  

 

Maintenant que nous avons une durée d’incubation cible, nous allons pouvoir comparer les données 
recueillies sur boîtes de Petri et en gouttes.  

6.6.2 La corrélation halos/chutes du signal de scattering est beaucoup moins bonne que pour 
la biomasse.  

Comme présenté précédemment, pour chaque expérience, nous réalisons deux dilutions d’une sus-
pension initiale de microorganismes du sol (1:100 et 1:1000). En gouttes, on calcule la concentration 
la plus probable d’après la même méthode que précédemment, en séparant chaque dilution comme 
s’il s’agissait d’une expérience indépendante. On trace ensuite pour chaque dilution d’une même ex-
périence la concentration en microorganismes faisant chuter le signal de scattering en fonction de la 
concentration en microorganismes ayant généré un halo sur boîte de Petri. Les suspensions utilisées 
pour ensemencer les gouttes et les boîtes sont exactement les mêmes, ce qui exclut une variabilité 
due au manipulateur (par exemple une imprécision dans la dilution). On réalise une régression linéaire 
sur le logarithme base 10 des concentrations trouvées. Les résultats sont présentés sur la Figure 6-36. 
Les barres d’erreurs verticales représentent l’intervalle de confiance à 95% calculé à partir du modèle 
de Jarvis, Wilrich et Wilrich182 – voir annexe pour plus de détails. Les barres horizontales sont calculées 
à partir de la formule donnée en annexe.   

 

 

Figure 6-35 : Une boîte de Petri (milieu Pikovsksaya) ensemencée avec une sus-
pension de sol, après 10 jours d'incubation. De telles boîtes doivent être retirées 
de l’analyse 
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On constate que la corrélation est nettement moins bonne avec ces données que lorsque l’on compare 
les nombre de cellules cultivables en gouttes et sur boîtes (chapitre précédent). 

Pour enlever la part de variabilité due au nombre de cellules cultivables, on peut diviser les quantités 
de microorganismes qui forment un halo ou qui font chuter le signal de scattering par le nombre de 
microorganismes qui poussent. Voir Figure 6-37. 

 

Figure 6-36 : Concentration la plus probable en microbes faisant chuter le scattering en fonction de la concentration en mi-
crobes faisant apparaître des halos sur boîte de Petri. La ligne grise représente le résultat de la régression linéaire. Chaque 
point représente une dilution donnée, d’un sol donné dans une expérience donnée. Chaque couleur représente un sol. Les croix 
représentent la dilution au 100ème, les points celle au 1000ème 

Figure 6-37 : Fraction de microbes franchissant le seuil de scattering avant 38 heures, en fonction de la fraction des colonies 
présentant un halo sur boîte de Petri, pour différentes expériences. Chaque point représente une dilution donnée, d’un sol 
donné dans une expérience donnée. Chaque couleur représente un sol. Les croix représentent la dilution au 100ème, les points 
au 1000ème 
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On note que dans presque tous les cas, on trouve plus de microbes faisant chuter le signal de scattering 
que de microbes formant des halos sur boîte de Petri. Cependant, on constate aussi que les fractions 
semblent très peu corrélées. Cela se confirme lorsque l’on essaye de mener une régression linéaire sur 
ces données.  

Plusieurs phénomènes peuvent expliquer cela :  

• Il est probable que notre dispositif en gouttes est plus sensible que la méthode sur milieu 
solide. En gouttes, les molécules à l’origine de la solubilisation, qu’il s’agisse de protons ou de 
chélatants sont confinées dans un petit volume. Cela leur permet probablement d’atteindre 
des concentrations plus élevées que dans la gélose, donc a priori de dissoudre plus fortement 
les particules. Au demeurant, notre mesure en gouttes est sensible à des variations de lumière 
diffusée plus faible que ce que l’œil peut percevoir. On pourrait donc ne pas voir sur boîte des 
halos là où la machine détecterait une variation du signal de scattering. Cependant, nous avons 
essayé de faire varier le seuil de scattering pour ne garder que les gouttes fortement éclaircies. 
Cela n’améliore pas la corrélation avec les halos sur boite.  

• On sait que les microorganismes ont des comportements différents lorsqu’ils sont dans un état 
planctonique ou dans un biofilm. A priori, les microorganismes sont dans le premier état en 
gouttes, et dans le second sur boîte. Or, il est possible que le comportement « solubilisateur » 
ne soit activé que dans l’un des deux cas de figure.  

• Sur boîtes, lorsque de nombreuses colonies poussent proches les unes des autres, il peut de-
venir difficile de les distinguer, et il semble qu’au-delà d’un certain seuil, les microorganismes 
ne génèrent plus du tout de halos, ou que l’intensité des halos diminue au point de rendre 
hasardeux leur comptage, Peut-être parce que les nutriments sont partagés entre colonies 
proches. A l’inverse, en gouttes, les microorganismes n’ont accès qu’aux nutriments présents 
dans leurs gouttes lors de la génération ; chaque goutte est un réservoir isolé chimiquement 
de ses voisines. Sur la Figure 6-38 et la Figure 6-39 ci-dessous par exemple, une suspension de 
sol a été étalée sur quatre boîtes de Petri, à deux dilutions différentes (1 :100 et 1 :1000). On 
constate que diluée à 1 :1000, la quasi-totalité des colonies forment un (petit) halo. A l’inverse, 
diluée au 1 :100, presque aucune colonie ne forment de halo. Pourtant, les colonies concer-
nées ont le même phénotype et semblent appartenir à la même espèce. Au demeurant, le 
milieu de culture est exactement le même, la suspension utilisée pour faire les boîtes est exac-
tement la même, étalée le même jour et incubée dans les mêmes conditions.  

• Comme expliqué au point 6.5.2, nous suspectons qu’une agrégation des particules a lieu dans 
certaines gouttes. Cette agrégation peut amener à compter comme solubilisateurs des mi-
croorganismes qui ne le sont pas.  

• Les effets de communauté : lorsque l’on cultive plusieurs souches différentes dans la même 
goutte, il n’est pas sûr que la communauté résultante hérite des propriétés de chaque souche. 
Ainsi, si l’on mélange une souche solubilisatrice et une souche non-solubilisatrice, il est pos-
sible que le mélange des deux ne solubilise pas le phosphate. Nous avons montré qu’un mé-
lange de P agglomerans et de E coli faisait baisser le signal de scattering moins vite que des P 
agglomerans seules. Cependant, cet effet devrait disparaître aux fortes dilutions : lorsque nos 
échantillons sont très dilués, les gouttes ne contiennent que très rarement plusieurs souches 
en début d’incubation (comme expliqué au chapitre précédent). Nous pensons si ce phéno-
mène peut expliquer une partie de la différence entre boîtes et goutte, il a un impact marginal 
car la corrélation halos/scattering n’est pas meilleure aux faibles concentrations de microor-
ganismes. 
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6.7 Conclusion sur le phosphate  
Finalement, nous avons réussi à adapter en gouttes millifluidique un test de mesure de la solubilisation 
du phosphate inventé dans les années 1940. Le travail en gouttes nous a permis de facilement ajouter 
une mesure du pH par fluorescence. Grâce à elle, nous avons révélé que la chute du pH sous 5,8 et la 
dissolution du phosphate corrélaient fortement : la quasi-totalité des gouttes dont le pH passe sous 

Figure 6-38 : Boîtes de Petri (milieu Pikovsksaya) ensemencées avec une suspension du sol PS 270919, diluée 100 fois. Après 
12 jours d'incubation. On ne distingue presque aucun halo 

Figure 6-39 : Boîtes de Petri (milieu Pikovsksaya) ensemencées avec la même suspension du sol PS 270919, diluée 1000 fois. 
Après 12 jours d'incubation. La majorité des colonies forment un petit halo. 
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5,8 ont vu leur signal de scattering baisser (hors artefacts dus à la méthode de mesure) et 86,3% des 
gouttes dont le signal de scattering a baissé ont vu leur pH passer sous 5,8. Parmi les 13,7% restants : 

• La majorité des gouttes forment des agrégats sans que l’on puisse affirmer ou infirmer que les 
particules ont été dissoutes 

• Une minorité ont franchi le seuil sans montrer de signe d’agrégation, ou en montrant des 
signes suffisamment faibles pour que l’on puisse penser qu’une partie des particules ont bien 
été dissoutes. Il est possible que l’on trouve dans ces gouttes des microorganismes sécrétant 
de grandes quantités de chélatants, ce qui apporte un éclairage sur cette question, à laquelle 
il est quasiment impossible de répondre avec les méthodes de culture traditionnelles 

Si les nombres de solubilisateurs présumés en gouttes ne corrèlent pas avec ceux sur boîtes de Petri, 
on peut penser que notre protocole millifluidique mesure en partie autre chose que la capacité à so-
lubiliser le phosphate. Cependant, la remarque peut être prise à l’envers : il est possible que le proto-
cole sur boîte de Petri soit une mauvaise façon d’estimer le nombre de solubilisateurs. Cette mesure 
est souvent remise en cause et des études ont par exemple montré que certaines souches qui ne for-
maient pas de halo sur boîte de Petri pouvaient quand même faire augmenter la concentration en 
phosphate dissout en milieu liquide193,194. Il serait intéressant de voir si de telles souches feraient bais-
ser le signal de scattering dans nos gouttes.  

Afin d’approfondir nos recherches, plusieurs pistes pourraient être explorées :  

• Nous n’avons presque pas utilisé la possibilité de tri de gouttes : faire sortir de la machine des 
gouttes d’intérêt pour les étudier. A l’avenir, il pourrait être intéressant de le faire pour sé-
quencer et identifier les souches solubilisatrices, pour évaluer lesquelles forment des halos sur 
boîte ou pour étudier les molécules qu’elles sécrètent.  

• La prise d’image n’est pas automatisée sur notre appareil, ce qui a limité son usage. Si tel était 
le cas, nous pourrions mieux comprendre les formes des courbes de scattering, et peut-être 
pouvoir discriminer les solubilisateurs des « agrégateurs ».  

Finalement, il est à noter que notre protocole remplit plusieurs des conditions qui en feraient un bon 
protocole d’analyse fonctionnel des microbiotes, d’après l’article de Thiele-Bruhn et al47. 

Ainsi, il donne des résultats environ 7 fois plus vite que la méthode sur boîtes de Petri (38 heures 
d’incubation en gouttes contre 11 jours sur boîtes). Par ailleurs, les consommable que nous avons uti-
lisés sont peu onéreux : sucres et sels minéraux pour le milieu ; pyranine, résazurine et polyacrylate 
(des produits communs) pour les fonctions étudiées. Le fait de travailler en gouttes permet en outre 
de n’utiliser que de petites quantités de réactifs. Les manipulations ne demandent pas de formation 
au-delà de compétences de bases en microbiologie et les protocoles d’analyse de données sont facile-
ment automatisables. A part la machine MilliDrop, le matériel que nous utilisons est le matériel clas-
sique d’un laboratoire de microbiologie. La majorité des manipulations et une partie du traitement de 
données ont d’ailleurs été menées par une technicienne de notre laboratoire (Florence Condamine, 
que l’on remercie). Par ailleurs, le travail au champ se résume à prélever quelques dizaines de grammes 
de terre.  

En se basant sur les critères de prix présentés dans l’article évoqué plus haut, l’acquisition de la ma-
chine et l’huile fluorée nécessaire à son fonctionnement placent déjà notre méthode dans une gamme 
de prix correcte, mais de prochaines générations de machines et un programme de recyclage de l’huile 
fluorée (que nous menons déjà au laboratoire pour d’autres projets) pourraient considérablement 
abaisser ces prix.  
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Une piste d’amélioration qui nous paraît importante consisterait à comprendre mieux et si possible 
empêcher l’agrégation dans nos gouttes, afin de mieux quantifier la part de la dissolution due au simple 
pH et la part due à la chélation. Il serait essentiel pour cela de savoir de quoi ils sont composés : parti-
cules, microbes ou sécrétions microbiennes ? Pour cela, nous pourrions sortir de la machine quelques 
gouttes représentatives à chaque expérience et les analyser par exemple au microscope après mar-
quage. En améliorant la qualité de la prise d’image et en l’automatisant, on pourrait également mieux 
voir à quoi ressemblent nos agrégats et donc peut-être mieux caractériser leur formation. Si on cons-
tate qu’il s’agit de biofilms, différentes options pourraient être envisagées pour limiter leur formation, 
notamment limiter le stress sur les bactéries, par exemple en trouvant un dispersant plus biocompa-
tible que le polyacrylate, ou en menant un travail de transcriptomique pour comprendre quel facteur 
déclenche la formation du biofilm. Si les agrégats sont composés de particules, il pourrait être perti-
nent de remplacer l’hydroxyapatite par un minéral qui se dissout à des pH plus élevés (dans l’idéal, la 
totalité du minéral serait dissoute à un pH égal au pKa du polyacrylate), par exemple du calcium phos-
phate dibasique.  

Enfin, une perspective intéressante consisterait à analyser les gouttes en spectrométrie de masse, afin 
d’identifier les substances sécrétées par les microorganismes en fonction de leur profil scattering et 
pH.  
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7 Conclusion générale  
Les microbiotes des sols sont complexes et variés. On estime qu’un gramme de sol contient typique-
ment plusieurs milliards de cellules de microorganismes visibles au microscope, qui peuvent appartenir 
à entre 500 et 10 000 espèces différentes. Or, ces organismes ont des rôles majeurs sur la chimie du 
sol et la biologie des plantes. Malheureusement, malgré les progrès technologiques considérables dans 
l’identification et l’analyse génétique des microbiotes, il demeure difficile de mener une analyse fonc-
tionnelle sur les microbiotes agricoles, c’est-à-dire de déterminer en quoi le patrimoine microbien d’un 
sol donné est meilleur ou moins bon qu’un autre pour accomplir une fonction agronomique d’intérêt.  

Parmi ces fonctions, nous avons choisi de nous intéresser plus particulièrement à la solubilisation du 
phosphate. Ce nutriment est essentiel à la vie et doit être assimilé en quantités suffisantes par les 
plantes pour permettre leur développement. Certains microorganismes sécrètent des molécules qui 
aident les plantes à acquérir du phosphate du sol. Pour détecter cela, les méthodes moléculaires (mé-
tagénomique et trancriptomique) apportent des résultats difficiles à interpréter, alors que les mé-
thodes traditionnelles (culture sur boîtes de Petri) demandent trop de main d’œuvre. Une méthode 
rapide, fiable et bon marché était donc nécessaire pour être capable d’évaluer le potentiel d’un micro-
biote à solubiliser le phosphate.  

Nous avons choisi de nous occuper de ce problème en exploitant une technologie qui n’avait pas été 
employée jusqu’ici en agriculture : la millifluidique de gouttes. La millifluidique de gouttes consiste à 
manipuler des gouttes de quelques centaines de nanolitres, généralement séparées les unes des 
autres par une phase continue huileuse. En l’occurrence, nous avons mené nos travaux sur un auto-
mate de culture microbiologique en gouttes conçu par MilliDrop, une startup de notre laboratoire. 
Cette machine est déjà commercialisée.  

Nous avons mis au point un milieu de culture adapté d’une recette fréquemment utilisée pour étudier 
la solubilisation du phosphate par les microorganismes du sol : le milieu Pikovskaya. Il contient des 
particules phosphate de calcium et nous avons dû mener un travail de formulation physico-chimique 
important pour réussir à transférer ces particules en gouttes et à les y maintenir dispersées. Une fois 
ce travail mené avec succès, nous sommes devenus capables de repérer la dissolution de ces particules, 
grâce à notre module de néphélométrie en gouttes. Nous avons alors ajouté au milieu deux sondes 
fluorescentes qui nous ont permis à la fois de suivre le pH de nos gouttes et d’y suivre l’activité respi-
ratoire. Ce protocole expérimental prêt, nous l’avons appliqué à une douzaine de sols agricoles.  

Grâce à la fluorescence de la résazurine, notre sonde d’activité respiratoire, nous avons estimé la con-
centration en cellules cultivables dans nos échantillons. Cette grandeur a un intérêt en agriculture en 
ce que des variations de la biomasse cultivable peuvent être des signes avant-coureurs de variations 
importantes pour l’agriculture. Nous avons montré que l’on obtenait en tendance le même nombre de 
microorganismes cultivables avec notre méthode en gouttes qu’avec la méthode classique de dénom-
brement de colonies sur boîtes de Petri. De plus, on obtient des résultats environ sept fois plus vite en 
gouttes que sur boîtes. En nous basant sur une analyse fine du signal de fluorescence de la résazurine 
dans nos gouttes, nous avons également montré qu’il était possible d’exploiter des informations ciné-
tiques sur nous gouttes, et pas seulement une mesure en « endpoint ».  

En exploitant un bloc optique spécialement conçu pour notre projet, nous avons pu mener des me-
sures de néphélométrie (scattering) en gouttes et évaluer la capacité de nos microorganismes à faire 
baisser ce signal, ce que nous interprétons au moins partiellement comme la dissolution des particules, 
donc la capacité des microorganismes à rendre le phosphate disponible pour la nutrition des plantes. 
En appliquant un traitement statistique simple, nous avons pu estimer le nombre de microorganismes 
solubilisateurs dans nos échantillons. Grâce à la pyranine (notre sonde pH), nous avons pu montrer 
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que dans environ 90% des cas, la baisse du signal de scattering était associée à une chute du pH sous 
5,8 (qui correspond au pH théorique en-dessous duquel les particules doivent se dissoudre par seul 
effet de l’acidité). Il est possible que parmi les 10% des gouttes restantes, on trouve des microorga-
nismes qui sécrètent de grandes quantités de chélatants, et qui présenteraient a priori un intérêt agri-
cole particulier. Nos résultats semblent peu corréler avec le test équivalent sur boîtes de Petri, mais 
on trouve presque systématiquement plus de microbes solubilisateurs en gouttes. Si différentes hypo-
thèses pourraient être testées pour éclaircir ce phénomène à l’avenir, ces résultats remettent en ques-
tion le test traditionnel sur boîtes de Petri.  

Là aussi, nous avons obtenus ces résultats 7 fois plus vite que sur boîtes de Petri, avec des réactifs peu 
coûteux. Notre protocole est particulièrement simple : toutes nos expériences ont pu être réalisées 
par une technicienne sans formation spécialisée, le traitement de données est automatisable et une 
demi-heure de travail suffit à analyser quatre sols (voire plus avec de prochaines versions de la ma-
chine). C’est d’ailleurs la simplicité de notre méthode qui nous a permis d’analyser une douzaine de 
sols, plusieurs fois de suite en l’espace de quelques mois. Cela fait de notre protocole un bon candidat 
pour devenir un test fonctionnel utilisé à grande échelle.  

Ces résultats montrent qu’il est encore possible d’obtenir des résultats intéressants en se basant sur 
la culture et l’étude des phénotypes des microorganismes du sol. Plusieurs pistes nous semblent ou-
vertes à partir de là.  

Perspectives :  

Nous avons réussi à caractériser une fonctionnalité du microbiote des sols : la solubilisation du phos-
phate inorganique. Une première piste serait d’explorer d’autres fonctions, comme la capacité des 
microorganismes à fixer le diazote de l’air, qui nécessiterait probablement de travailler en conditions 
micro-aérobies ou la capacité des microbiotes à protéger contre les pathologies de plantes (par 
exemple en menant des expériences de compétition en gouttes). Cependant, les fonctions qui de-
vraient selon nous être explorées en premières sont toutes celles qui consistent à rendre soluble un 
solide, car il nous semble facile de reprendre une partie du protocole que nous avons développé pour 
le phosphate. Il nous semble en effet que la méthode de détection de particules que nous avons in-
ventée pourrait être adaptées à de nombreuses autres caractéristiques phénotypiques : à partir du 
moment où il est possible de formuler une suspension colloïdale d’une substance d’intérêt, il devrait 
être possible de générer des gouttes qui en contiennent, de les inoculer avec des microorganismes du 
sol et de détecter son éventuelle disparition. Cela pourrait servir à la fois dans des démarches de dia-
gnostic comme la nôtre et dans des démarches de recherche de souches microbiennes d’intérêt, que 
l’on peut isoler puis cultiver pour les utiliser dans des procédés industriels ou agricoles (criblage, ou 
screening). Quelques exemples de la littérature ont retenu notre attention :  

• Les autres particules phosphatées : on sait que dans les sols, le phosphate se lie à d’autres 
métaux que le calcium. Il serait intéressant d’étudier la capacité de microorganismes à dis-
soudre une suspension de phosphates d’aluminium ou de fer. Par ailleurs, on pourrait formuler 
des particules contenant d’autres formes de phosphate comme le phytate, une molécule de 
stockage du phosphate fréquente dans les sols. 

• Les polymères biologiques : nous avons réussi à mettre dans nos gouttes des particules de 
chitine ou de cellulose et à détecter leur présence au scattering. On sait que certains microor-
ganismes sont capables de les hydrolyser. Nous pensons qu’il serait facile de détecter leur pré-
sence avec notre dispositif expérimental, avec un peu de travail de formulation. L’hydrolyse 
de ces particules présente un intérêt agricole et écologique car elle influe sur la capacité d’un 
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microbiote à décomposer de la matière organique, donc à recycler des nutriments. Au demeu-
rant, la capacité à hydrolyser la chitine est parfois présentée comme un proxy de la capacité à 
tuer des champignons, notamment pathogènes (leurs parois étant formées de chitine). En 
outre, différents procédés industriels nécessitent de bons microorganismes capables d’hydro-
lyser ces polymères. 

• Les polluants d’origine anthropique : de nombreuses substances posent des problèmes de pol-
lution. On pense par exemple aux micro-plastiques ou à des pesticides comme le chlordécone. 
A partir du moment où ces substances sont suffisamment insolubles, il doit être possible d’en 
faire une suspension colloïdale. On peut alors en mettre dans nos gouttes avec un inoculum 
bactérien, et détecter d’éventuels microbes capables de les dégrader. Cela pourrait permettre 
de mener des criblages sur des populations de microorganismes et d’isoler des souches aux 
propriétés intéressantes, que l’on pourrait alors utiliser dans des procédés de dépollution, ou 
de suivre les dynamiques des populations naturellement présentes.  

Cependant, pour que ces tests soient intéressants et réalisables à grande échelle, les machines Milli-
Drop doivent gagner en robustesse et en praticité. Et c’est là une seconde piste : ajouter certaines 
fonctionnalités sur les machines millifluidiques. Un module de prise d’image, une meilleure gestion des 
coalescences et la prise en charge d’un plus grand nombre de gouttes permettraient de rendre les 
protocoles d‘analyse en gouttes plus pratiques et plus robustes, donc plus démocratisables. Une nou-
velle gamme de machines est sur le point d’être commercialisée, elle sera disponible à grande échelle. 
Les équipes de MilliDrop ont pris en compte les remarques que nous avons formulées lors de ce travail 
de thèse et les ont incluses au cahier des charges de la nouvelle génération.  

Enfin, une dernière piste qui nous semblerait très intéressante consisterait à mener nos tests à grande 
échelle et à les inscrire dans une démarche de recherche agronomique. Ainsi :  

• La simplicité d’utilisation de notre protocole permettrait de mener des mesures sur un même 
champ fréquemment, par exemple toutes les semaines, voire plusieurs fois par semaine. Cela 
permettrait d’observer l’effet d’opérations agricoles, de conditions météorologiques ou 
d’autres phénomènes ponctuels sur la biomasse cultivable et sur la quantité de microbes so-
lubilisateurs du phosphate. On pourrait également observer l’évolution de ces populations au 
court du temps, par exemple selon le stade de développement des plantes 

• De même, la simplicité et la rapidité de nos tests permettraient de tester de nombreux échan-
tillons en peu de temps, ce qui permettrait de faire des tests à grande échelle, par exemple sur 
un pays entier et de dégager des tendances géographiques, comme cela a été fait avec la bio-
masse microbienne et la biodiversité microbienne dans les travaux liés à Genosol 

• Enfin, ces tests pourraient s’inscrire dans une démarche commerciale : les agriculteurs font 
régulièrement tester les qualités physico-chimiques de leurs sols et prennent des décisions 
agronomiques en fonction des résultats. Si suffisamment de connaissance agronomique est 
générée, il deviendra possible d’ajouter une dimension microbiologique à ces tests : les labo-
ratoires d’analyse s’équiperont de machines millifluidiques et les agriculteurs feront évaluer le 
nombre de microorganismes solubilisateurs régulièrement 

En conclusion, nous espérons que ce travail aura convaincu qu’il est possible de caractériser facilement 
les fonctions des microbiotes des sols, à condition d’exploiter de nouvelles technologies. Comme lors 
de l’essor de du séquençage, une avancée technologique permettra peut-être d’étendre le champ de 
nos connaissances.  
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8 Annexes  
8.1 Recette du Milieu Pikovskaya 
 

Composé Concentration en 
grammes pour un litre 
d’eau 

Soit en moles par litre 

Dextrose 10 5,6E-2 
Hydroxyappatite 5 ou 1 selon les cas  
(NH4)2SO4 0,5 3,79E-3 
NaCl 0,2 3,42E-3 
MgSO4 0,1 8,31E-4 
KCl 0,2 2,68E-3 
Extrait de levure 0,5  
MnSO4 0,002 1,32E-5 
FeSO4 0,002 1,32E-5 

 

On ajuste le pH pour qu’il soit entre 6 et 7. Dans notre cas, on ajoute 40µl de NaOH 5M pour un litre 
de milieu.  

En plus de ça :  

• Pour le milieu solide, on ajoute 18 grammes d’agar.  
• Pour le milieu liquide, afin de maintenir les particules en suspension, on ajoute 0,35 grammes 

de polyacrylate de sodium (voir chapitre V) 

On stérilise à l’autoclave à 121°C pendant trois minutes (plus temps de chauffe et de refroidissent).  

Pour le milieu liquide, on ajoute (sauf précisé) 9,8 mg de résazurine de sodium et 40,9 mg de pyranine 
après cuisson par litre de milieu.  

Force ionique totale hors polyacrylate : 31mM 

8.2 Protocole de suspension des microbes du sol 
Lorsqu’ils ne sont pas utilisés, tous les échantillons sont conservés au réfrigérateur dans des sachets 
plastiques fermés hermétiquement.  

On prélève dix grammes de sol, on les place dans un tube à centrifuger stérile en plastique contenant 
quarante grammes de solution stérile de chlorure de sodium (NaCl) à huit grammes par litre. Le tube 
est fermé puis placé sur un agitateur rotatif pendant trente minutes à température ambiante. Après 
cela, le tube est centrifugé à 900g pendant cinq minutes ; il se forme alors un culot solide et un surna-
geant. On prélève le surnageant puis on le filtre avec un tamis cellulaire de maille 100µm afin de la 
débarrasser d’éventuels débris végétaux qui pourraient gêner la manipulation.  

 

8.3 Calcul des intervalles de confiance pour le comptage sur boîte de Petri  
On se base sur les résultats de 195. Nous retenons des intervalles de confiance à 95%. Ils sont calculés 
avec les formules qui suivent. Pour une boîte de Petri donnée, soient :  
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• 𝑥 le nombre de colonies visibles après incubation 
• 𝜒+,./ la loi du chi deux inversée de degré de liberté n et de probabilité 𝛼 
• 𝜇0 la limite basse de l’intervalle de confiance 
•  𝜇1 sa limite haute 
• C la concentration la plus probable estimée à partir du nombre de colonies  

𝜇0 = 	𝐶 ×
𝜒/2,3.3/5/

2
 

  	

𝜇1 = 𝐶 ×	
𝜒/(278),3.:;5/

2
 

8.4 Identité des souches microbiennes utilisées 
Escherichia coli : souche UMN 026 (don gracieux du laboratoire IAME à l’hôpital Bichat)  

Bacillus subtilis : DSM 10, fournisseur DSMZ 

Pantoea agglomerans : DSM 8570, fournisseur DSMZ 

8.5 Loi de Poisson/Nombre le Plus Probable  
Le calcul du Nombre le Plus Probable (NPB ; ou MPN en anglais) est une méthode statistique pour 
estimer une concentration en microorganismes cultivables d’un échantillon liquide, à partir du frac-
tionnement de cet échantillon en plusieurs compartiments, éventuellement après l’avoir dilué ou con-
centré. Il repose sur la loi de Poisson. 

Soit un échantillon dont on cherche à estimer la concentration µ en microorganismes. On réalise plu-
sieurs dilutions différentes du même échantillon, de facteurs di (par exemple d1 = 0,01 ; d2 = 0,001 et 
d3 = 0,0001)  

On fragmente chaque niveau de dilution en ni compartiments (dans notre cas des gouttes, mais ces 
compartiments pourraient être des puits de microplaque ou des tubes à essai). Chaque goutte pourra 
donc alors contenir zéro, un ou plusieurs microorganismes en début d’incubation. Les compartiments 
sont alors mis à incuber le temps nécessaire pour que les microorganismes se développent. Notez que 
deux hypothèses importantes doivent être vérifiées pour que le modèle soit applicable : 

• La suspension est suffisamment mélangée pour que les microbes en son sein soient répartis 
de façon aléatoire et homogène à l’échelle macroscopique182.  

• Chaque goutte qui contient au moins une cellule viable montrera des signes de croissance (ou 
du phénotype que l’on cherche à observer) après incubation182.   

En fin d’incubation, on compte les gouttes dans lesquelles il y a des traces de croissance et les gouttes 
dans lesquelles rien n’a poussé, pour chaque niveau de dilution. Nous reprenons ici les notations et les 
principaux résultats du papier de Jarvis, Wilrich et Wilrich, à consulter pour de plus amples explications. 
Soient : 

• µF  L’estimation du nombre de cellules cultivables par millilitre de suspension non-diluée 
• 𝑑!  le niveau de dilution (par exemple, si la suspension initiale a été diluée 100 fois, d = 0,01)  
• 𝑤!  le volume des gouttes (on suppose que les gouttes font toutes le même volume : 0,7 µl)  
• 𝑛!  Le nombre de gouttes à la dilution i. En général dans nos expériences, ce nombre est le 

même pour chaque niveau de dilution. 
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• 𝑥!  le nombre de gouttes positives (c’est-à-dire qui montrent des signes de croissance) à la di-
lution i.  

Pour estimer µ, on résout l’équation : 

HI
𝑥!𝑑!𝑤!

1 − exp	(−𝑑!𝑤!µF)
L

"

!<8

− 𝑛!𝑑!𝑤! = 0 

On prend les intervalles de confiance à 95% recommandés par les auteurs.  

Avec cette méthode, une nouvelle dimension apparaît : la vraisemblance des résultats obtenus vis-à-
vis du modèle des dilutions successives.  

Est-il vraisemblable d’obtenir les résultats que l’on a obtenus si l’on a dilué notre échantillon comme 
prévu ? Par exemple, si l’on a 27 gouttes positives sur 100 pour une solution diluée 100 fois et 3 gouttes 
sur 100 pour la même solution diluée 1000 fois, on peut être confiant dans nos résultats. A l’inverse, il 
est très improbable de trouver la même fraction de gouttes positives dans une suspension diluée 100 
fois et dans cette même suspension diluée 1000 fois. De tels résultats peuvent être dus par exemple à 
des erreurs de manipulation ou à des contaminations. Les auteurs du papier cité précédemment pré-
conisent de calculer à cet effet un indice de rareté dont la formule est donnée dans l’article. Nous 
avons exclu de nos données les expériences pour lesquelles cet indice de rareté est inférieur à 0,01 ; 
comme préconisé.  

Tous les calculs de NPB ont été effectués grâce au fichier excel fourni par les auteurs, disponible à cette 
adresse :  

https://www.wiwiss.fu-berlin.de/fachbereich/vwl/iso/ehemalige/wilrich/index.html 

Ou avec le script à cette adresse :  

https://gitlab.com/Atakalaka/droplet-analyser/-/blob/master/detectionPositifsVSTemps.py 

La fonction utilisée par ce script est mostProbableNumber, disponible à cette adresse : 

https://gitlab.com/Atakalaka/droplet-analyser/-/blob/master/functionsArthur.py 

Noter que pour une expérience avec plusieurs dilutions, il est possible de calculer des NPB indépen-
dants pour chaque dilution ou des suivre la méthode décrite dans notre exemple. Dans le cas où les 
NPB sont calculés indépendamment, l’équation a une solution analytique simple (loi de Poisson).  

 

8.6 Origine des sols et méthodes de prélèvement 
Le sol est prélevé à environ 15 cm de profondeur avec une tarière et conservé au réfrigérateur dans 
un sachet plastique hermétique. Les sols nous sont fournis par notre partenaire AgroNutrition, qui 
nous a fourni les informations suivantes :  
 

Code échantillon Origine sol Localisation - dépar-
tement 

TS 130419 Terrain de sport type STADE 33 
TS 291019 Terrain de sport type STADE 16 

PS 181019 Terre issue d'un chantier d'aménagement des espaces verts 
d'un parc 93 
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TS 230419 Terrain de sport type STADE 87 
TS 020120 Terrain de sport type GOLF ZONE FAIRWAY 83 

PS 160819 Terre issue d'un chantier d'aménagement des espaces verts 
d'un parc 38 

PS 270919 Terre issue d'un chantier d'aménagement des espaces verts 
d'un parc 74 

PS 151119 Terre issue d'un chantier d'aménagement des espaces verts 
d'un parc Inconnu 

PS 251119 Terre issue d'un chantier d'aménagement d'un espace vert 
d'une voie  25 

PS 030919 Terrain agricole grande culture Sénégal 
TB 030920 Vignoble 21 
IA 300920 Inconnu Inconnu 
PS 271020 Inconnu Inconnu 
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ABSTRACT 
Soil microorganisms can help plants grow in different ways. In particular, they can render phospho-
rus soluble, thus easy to assimilate by crops. We have developed a test to evaluate the number of 
microorganisms able to carry out this function in a given soil, which is difficult and costly to do with 
current technologies. In order to do this, we cultivated soil extracts in culture medium drops of about 
700nl using a technology developed at our lab. We then optically monitored each drop over time. 
With our culture medium, the drops are initially milky; those that contain a microorganism able to 
grow and dissolve phosphate become translucent. This phenomenon can easily be detected in our 
device.  
We conducted this test using a dozen different soils and showed that the majority of drops that 
became translucent had been strongly acidified. This sheds light on phosphate solubilization mech-
anisms of wild soil microorganisms. 
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RÉSUMÉ 
Les microorganismes du sol sont capables d’aider les plantes à se développer de différentes 
façons. Ils peuvent notamment rendre le phosphate soluble, donc facilement assimilable par les 
végétaux. Nous avons développé un test pour évaluer le nombre de microorganismes capables de 
réaliser cette fonction dans un sol donné, ce qui est difficile et coûteux à réaliser avec les techno-
logies actuelles. Pour ce faire, nous avons cultivé des extraits de sol dans des gouttes de milieu 
de culture d’environ 700nl que nous avons observées au cours du temps grâce à une technologie 
conçue dans notre laboratoire. Avec notre milieu, toutes les gouttes sont initialement laiteuses ; 
celles dans lesquelles un microorganisme est capable de se développer et de solubiliser le phos-
phate deviennent translucides, ce qui est facile à détecter.  
Nous avons mené ce test sur une douzaine de sols et montré que la majorité des gouttes qui étaient 
devenues transparentes avaient été fortement acidifiées. 
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