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Résumé 

L’agriculture de conservation est envisagée comme option pour une agriculture durable par la 

communauté scientifique et la sphère politique. Mais il y a un besoin pour des résultats de 

long terme tant sur les performances agronomiques qu’environnementale de ce système de 

culture. Dans le cadre d’un essai de longue durée en Belgique, le travail du sol (labour 

conventionnel contre travail réduit) et l’incorporation des résidus de culture (incorporé ou 

non) sont testés sur sol limoneux. La présente étude a cherché à évaluer l’impact de 14 ans de 

ces pratiques différenciées sur l’activité des microorganismes, le stockage de carbone 

d’origine organique, et l’efficience agronomique pendant la saison de croissance de la culture 

en place : du froment d’hiver. Les résultats montrent un impact significatif des modalités 

expérimentales sur la phénologie de la culture à trois moments de la saison : en plein tallage, 

au remplissage du grain, et à la surmaturité. Puis aucun impact significatif des modalités 

expérimentales sur la respiration microbienne et l’activité enzymatique. Nous faisons 

l’hypothèse du rôle d’un développement racinaire différent, en raison d’un comportement du 

sol différent en labour et travail réduit, pour expliquer les différences de phénologie. 

Abstract 

Conservation agriculture is being considered as an option for sustainable agriculture by the 

scientific community and the political sphere. But there is a need for long-term results on both 

the agronomic and environmental performance of this cropping system. In a long-term trial in 

Belgium, tillage (conventional versus reduced tillage) and incorporation of crop residues 



 

 

 

(incorporated or not) are tested on loamy soil. The present study sought to evaluate the impact 

of 14 years of these differentiated practices on the activity of microorganisms, organic carbon 

storage, and agronomic efficiency during the growing season of the current crop: winter 

wheat. The results show a significant impact of the experimental modalities on the phenology 

of the crop at three times of the season: at full tillering, at grain filling, and at overmaturity. 

Then, no significant impact of the experimental modalities on microbial respiration and 

enzymatic activity. We hypothesize the role of a different root development, due to a different 

soil behavior under plowing and reduced tillage, to explain the differences in phenology. 
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I. Contextualisation socio-historique et 

introduction générale 

 

En 1945, à la suite des deux premières guerres mondiale, l’ONU est formée dans le but de 

maintenir la paix mondiale. Mais à mesure de son développement elle a diversifié ses 

objectifs globalistes. En 1972, après avoir organisé le premier sommet international jamais 

tenu sur l’environnement, l’ONU met à son agenda la sauvegarde de la nature. Puis, de fil en 

aiguille, l’IPCC (Intergovernmental Panel on Climate Change) voit le jour en 1988 à l’issue 

de la conférence de Toronto sur le climat changeant. 

Les organisations intergouvernementales et la communauté scientifique (dans une moindre 

mesure, le secteur privé et des acteurs non gouvernementaux) sont ceux qui, aujourd’hui, 

cadrent, discutent et déterminent les discours et actions publiques à propos des 

problématiques climatiques et environnementales (Jahn et Lux, 2009 dans Bernard et Lux, 

2017). 

L’IPCC a été mise en place pour évaluer le changement climatique global et produire un 

rapport sur cette évaluation à intervalles réguliers. Sur base des rapports de l’IPCC, les 

premières conférences puis accords globaux sur le changement climatique ont vu le jour. Les 

deux accords les plus notables sont le protocole de Kyoto en 1997 et les accords de Paris en 

2015, car les deux ont ce point commun qu’ils établissent (en fixant des objectifs ainsi que les 

moyens pour y parvenir) que les sociétés du monde doivent tendre vers une réduction de leurs 

émissions de gaz à effets de serre (GES). Preuve en est que l’IPCC (2021) réaffirme, à travers 

son dernier rapport en date plus que jamais, sa théorie anthropique du changement climatique.  

L’agriculture -seulement au sens de : terres cultivées, prairies temporaires ou permanentes, et 

élevage- est un des principaux secteurs émetteurs de GES anthropiques globaux, y contribuant 

pour 11% (FAO, 2020) 2.  

 
2 Il faut différencier les émissions directement causées par les activités agricoles (c’est-à-dire les émissions liées 

aux processus biologiques qu’impliquent la culture et l’élevage) des émissions indirectement en lien avec 

l’agriculture (c’est- à-dire les émissions liées au système alimentaire mondial : de la fabrication des engrais de 

synthèse à l’entreposage et à l’emballage des aliments) (FAO, 2020 ; Tubiello et al., 2021). Les activités 
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L’analyse des narratifs entourant les maints discours appelant depuis quelques décennies (plus 

ou moins depuis le début des années 1980 (Amekawa, 2011) à un changement de paradigme 

dans l’agriculture moderne, montre que deux notions distinctes reviennent souvent ensemble, 

et quand c’est le cas, elles se font appel l’une à l’autre : la sécurité alimentaire et la durabilité 

des agroécosystèmes (Bernard et Lux, 2017 ; Tomlinson, 2013). En effet, à leur égard un 

narratif général peut être dégagé : grâce au développement de l’agriculture moderne, entre 

1960 et 2010, les rendements globaux ont augmenté de 200% (FAO, 2011 et IAASTD, 2009 

dans Bernard et Lux, 2017) ; mais, ces gains fantastiques de productivité sont venus au prix 

de pratiques agricoles non durables (notamment labour intensif, usage intensif de 

pesticides/engrais de synthèse, monoculture) qui ont dégradé de manière continue les sols 

agricoles, l’agrobiodiversité voire la biodiversité globale (de plus, même significativement 

participé à renforcer le poids de l’agriculture sur le changement climatique là où elles étaient 

pratiquées) ; jusqu’à un point critique atteint aujourd’hui, tout cela rajoutant alors une 

empreinte d’urgence supplémentaire à la crise climatique actuelle (Bernard et Lux, 2017) ; qui 

plus est une non durabilité technique à cause d’une dépendance aux énergies fossiles, non 

renouvelables, et bientôt épuisées (Green, 1978 ; Inman, 2016 ; Campbell, 2005 ; World 

Energy Council, 2013).  

A la lumière de de ce narratif général, basé sur ces deux notions concomitantes et connexes, 

s’explique une prise de conscience large et partagée que les conséquences environnementales 

de l’agriculture moderne ne peuvent plus être négligées. 

Ainsi, plus que l’expression de la nécessité d’un changement de paradigme agricole, 

récemment les discours internationaux parlent même d’une inévitabilité de ce changement 

(IAASTD, 2009). 

A. Agriculture et changement climatique, un lien ambivalent 

Les conséquences du changement climatique pour l’agriculture ne seront, nécessairement, pas 

les mêmes partout dans le monde, car les climats des différentes régions du monde sont 

intrinsèquement différents (Campbell, 1995 ; Kang et Banga, 2013). Les impacts 

agronomiques sous-tendus dans une région tempérée telle que la Belgique, ne seront 

typiquement pas les mêmes dans une région tropicale (Rosenzweig et Liverman, 1992 ; 

Kurukulasuriya et Rosenthal, 2013 ; Kang et Banga, 2013). Selon différentes projections et 

 
agricoles causent essentiellement des émissions de N2O et CH4 : à l’échelle mondiale elles contribuent à 42% et 

75% des émissions globales de CH4 et N2O, respectivement (FAO, 2020). 
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modélisations traitant du changement climatique, dans les régions tempérées, hormis 

évènements climatiques extrêmes, on s’attend globalement à : un premier effet positif de 

l’enrichissement en CO2 de l’atmosphère sur la physiologie des cultures (car les plantes 

tempérées ont en général un métabolisme en C3), et un second effet positif de l’ampleur 

relative de la combinaison d’une hausse du CO2 atmosphérique et des températures moyennes 

(car il y aura probablement un déplacement bénéfique à l’optimum pour les processus 

physiologiques du ratio CO2 atmosphérique/température atmosphérique ; de même qu’un 

bénéfique allongement de la saison de croissance pour la succession et la rotation culturale) 

(Rosenzweig et Liverman, 1992 ; Kang et Banga, 2013).  

Pour autant, il n’y aura pas que des effets à priori positifs du changement climatique à venir 

en régions tempérées. Un élément de préoccupation majeur dans ce sens est le devenir sol 

agricole sous changement climatique 3. Les températures plus élevées de l’air causeront des 

températures plus élevées des sols, ce qui devrait augmenter de manière générale les taux de 

réaction chimique en solution et les réactions contrôlées par diffusion dans les sols (Buol et 

al., 1990 dans Rosenzweig et Liverman, 1992). La décomposition de la matière organique 

(MO) s’en verra accélérée, ce qui résultera en un relargage plus marqué de CO2 dans 

l’atmosphère par les microorganismes du sol ainsi qu’une diminution du ratio carbone :azote 

(C :N) dans les sols agricoles (Rosenzweig et Liverman, 1992). Ces phénomènes pourraient 

être à l’origine à la fois d’une aggravation du changement climatique et d’un appauvrissement 

de la fertilité des sols arables.  

Cependant, ces impacts négatifs devraient théoriquement pouvoir être compensés par les plus 

grandes quantités de biomasse racinaire et de résidus de culture (biomasse aérienne à but non 

alimentaire : tiges, chaumes..) que les plantes cultivées produiront, en résultante tout 

justement de leurs réponses physiologiques positives anticipées face aux changements 

climatiques en cours et à venir en régions tempérées (Rosenzweig et Liverman, 1992).  

Si tant est qu’on restitue les résidus de culture au champ. Amender le sol agricole est une 

pratique culturale ancienne, connue pour maintenir la santé du sol et les cycles de nutriments 

dans l’agroécosystème car restaure la MO du sol au fil des cultures successives (Khosro et al., 

 
3 D’autres impacts négatifs majeurs du changement climatique en région tempérée (hors évènements climatiques 

extrêmes) sont à noter : comme par exemple la prolifération potentiellement beaucoup plus marquée des 

bioagresseurs car, notamment, les températures hivernales plus chaudes permettront leur meilleure survie et 

reproduction (Stinner, et al., 1989 dans Rosenzweig et Liverman, 1992). Voir l’article de Kang et Banga (2013) 

pour un tableau assez complet des impacts positifs comme négatifs 
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2011). Les résidus de culture sont l’amendement le plus évident et celui par excellence 

(Khosro et al., 2011). Le soucis est que ces derniers sont de plus en plus captés par la 

bioéconomie 4. Or d’après Droste et al. (2020), le carbone organique (CO) d’un sol lui 

constitue une assurance naturelle contre le climat changeant : à l’intérieur d’une même saison 

de croissance, plus une culture présente des stocks de CO du sol élevés, moins elle est 

vulnérable et plus ses rendements sont stables -voire augmentent- face aux fluctuations et 

aléas climatiques. L’activité biologique a beaucoup à voir avec les mécanismes déterminant 

l’ampleur des stocks de CO, leur persistance, et la manière dont ils façonnent plusieurs 

caractéristiques physico-chimiques essentielles dans les sols (Bot et Benites, 2005). Ainsi 

restituer les résidus relève d’une stratégie d’adaptation aux changements à venir dans le 

fonctionnement interne des sols agricoles 5. 

Au-delà du concept d’adaptation de l'agriculture au changement climatique, il y a eu un 

intérêt grandissant depuis la dernière décennie dans la capacité de « puits de carbone » 

naturels à compenser les émissions anthropiques de CO2 grâce à la photosynthèse qu’ils font, 

dans une optique cette fois de mitigation du changement climatique 6. L’initiative 4 pour 1000 

est née dans cet effort lors des accords de Paris (Lal, 2016a). Elle appelle à séquestrer du 

carbone atmosphérique en augmentant le contenu en CO des sols agricoles mondiaux, jusqu’à 

une profondeur de 40cm et à un taux réaliste : 4‰ par an soit seulement 0,4% par an. 

Elle se veut un outil politique qui servira à implémenter cette voie complémentaire mais 

robuste de mitigation du changement climatique (Chabbi et al., 2017). En effet, de par la 

manière dont les écosystèmes terrestres cultivés sont conduits on peut augmenter le pool de 

carbone -via la voie du CO- qui y reste immobilisé un long moment sans être dégradé et sans 

retourner dans l’atmosphère. Tout l’intérêt réside dans le fait que les sols sont un réservoir, et 

donc un potentiel majeur stockant de carbone : ils détiennent plus de carbone que 

 
4 Un marché émergeant qui valorise les résidus de culture énergétiquement (biocarburants) et industriellement 

(matériaux de constructions biosourcés) en tant que ressource renouvelable et qui représentait déjà en 2017 un 

chiffre d’affaire de 38 milliards d’euros (site de l’ADEME) 
5 L’ONU a discuté une typologie des adaptations que l’homme (par extension les sociétés humaines) peut (ou 

devrait) faire en agriculture face au changement climatique (Khosro et al., 2011).  

Il y a quatre catégories générales d’adaptations par ordre de complexité et d’échelle. Parmi celles-ci, les 

adaptations technologiques sont le développement et la promotion de technologies agricoles innovantes 

permettant de soit lutter contre le changement climatique soit de s’accommoder de ses effets soit les deux à la 

fois. Il est donc question dans ce texte d’adaptations technologiques. 
6 L’IPCC définit la mitigation comme une intervention anthropique qui réduit les sources ou évite les risques 

d’émission de GES (IPCC, 2001) 
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l’atmosphère et la végétation terrestre combinée, soit deux-tiers du carbone dans les 

écosystèmes terrestres (Post et al., 1982 ; FAO, 2015) 7.  

A cette fin -de séquestration de CO dans les sols agricoles- des pratiques de gestion optimale 

des agroécosystèmes ont été ciblées puis recommandées (recommanded management 

practices, RMPs) : il s’agit d’un équilibre optimal et opérationnel entre augmenter la 

captation photosynthétique de carbone et ralentir/limiter la perte de carbone du sol à 

l’atmosphère. Parmi ces RMPs, figure notamment la manière de travailler le sol quand on y 

restitue des résidus de culture (Smith et al., 2008 ; Lal, 2016a ; Chabi et al., 2017).  

Cependant, les RMPs doivent être maintenues dans le temps pour être efficaces (Lal, 2016a). 

L’initiative 4 pour 1000 incarne dès lors un changement de paradigme dans la gestion des 

agroécosystèmes : faire de l’agriculture pour restaurer, maintenir et améliorer la santé des sols 

afin de conduire les cultures comme des puits de carbone efficients, le carbone farming. En 

effet, plusieurs études montrent à quel point la séquestration de CO dans les sols agricoles 

fournirait une manne de co-bénéfices via l’amélioration d’autres services écosystémiques en 

tout genre mis à part la mitigation du CO2 atmosphérique, par exemple : réduction du risque 

d’érosion des sols agricoles, réduction des risques de lixiviation et ruissellement de surface à 

partir des sols agricoles, plus grande biodiversité du sol et de l’agroécosystème, réduction du 

besoin en apports de fertilisants synthétiques (Lal, 2011).  

Par conséquent, le carbone farming se veut avant tout une option agronomiquement 

pertinente : au centre des synergies entre adaptation et mitigation du changement climatique et 

se plaçant dans la continuité de la longue lignée des avancées et concepts majeurs en 

pédologie ainsi qu’en matière de gestion holistique du sol (Bockheim et al., 2005). 

Les cultures européennes émettent trois-quarts de N2O et CH4 (30 g C.m-2.an-1) contre un 

quart de CO2 (10 g C.m-2.an-1) (Schulze et al., 2009). Le N20 et le CH4 ont, dans l’absolu, 

une capacité de réchauffement atmosphérique bien supérieure à celle du CO2 ; mais parce 

qu’ils résident après leur émission, moins longtemps que le CO2 de l’atmosphère, ils n’ont 

pas le même potentiel de réchauffement climatique (IPCC, 2007 ; Lynch et al. 2020 ; Lynch 

et al. 2021). Ainsi le potentiel de réchauffement de l’atmosphère globale d’un gaz est la 

 
7 La rationale est qu’on pourrait stocker environ 2,2 Gt de carbone atmosphérique par an, soit 30% des émissions 

mondiales de CO2 par an si on se mettait à stocker 0,4% de CO par an dans les sols agricoles mondiaux 

(Minasny, 2017). Mais ces chiffres ne sont que conditionnels et l’idéologie est vraiment la plus importante ici 

(Lal, 2016a). 
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mesure du forçage radiatif 8 d’une tonne de ce gaz, comparativement à une tonne de CO2, 

dans une période temps donnée (généralement on table sur 100ans) 9. 

Ce n’est alors pas seulement parce que le CO2 est le GES le plus émis en quantité par les 

sociétés modernes et qu’il présente la plus grande contribution au forçage radiatif (60%) 

(Arrouyas et al., 2002), que les discours internationaux appellent tous à viser une émission 

nette nulle de CO2 et se concentrent beaucoup plus sur ce CO2 que sur les autres GES : il 

s’agit aussi d’adopter une vision à l’échelle des temps géologiques dans les politiques de 

mitigation du changement climatique (Clarck et al., 2016).  

On conçoit alors ici bien un des enjeux de l’adaptation au changement climatique en régions 

tempérées : la manière dont on gérera les résidus de culture et par extension la manière dont 

on gérera l’activité des microorganismes du sol via le travail du sol, sera déterminante pour le 

futur de l’agriculture tempérée.  

Deux thèmes qui seront centraux à travers la présente étude. 

B. Agriculture, changement climatique, et débats de société 

Ce qui nous amène à mentionner un débat en cours dans le cadrage du narratif général évoqué 

au début ce texte. Débat portant sur la nature du changement de paradigme à effectuer : est-il 

tangible que cet inéluctable changement doive, ou pas du tout, aussi représenter un 

doublement de la productivité agricole globale actuelle afin de permettre de nourrir une 

augmentation à 9milliards de la population mondiale d’ici à 2050 (Tomlinson, 2013). Le 

cadrage de ce narratif général est primordial car si on va dans un sens ou dans l’autre on se 

retrouvera à soutenir des renouveaux paradigmatiques agricoles très différents : soit une sorte 

de « nouveau productivisme » agricole (De Schutter et Vanloqueren, 2011 ; Borlaug, 2000 ; 

Gates, 2009) parfois appelé nouvelle révolution verte, soit une agriculture écologique teintée 

de discours d’écologie politique (Horlings et Marsden, 2011 ; Perfecto et Vandermeer, 2010 ; 

McNeely et Scherr, 2003 ; Gliessman, 2015) souvent désignée agroécologie -et concepts 

analogues tels qu’intensification durable (Amekawa, 2011).  

En somme, deux visions non compatibles du futur de l’agriculture et des ruralités du monde : 

la première misant sur des pratiques agricoles basées sur une technologie de pointe, telle que 

 
8 Encore appelé communément « effet de serre », c’est la perturbation totale du bilan énergétique atmosphérique 

(par les GES d’origine anthropique) via la rétention d’énergie solaire qui n’aurait pas dû l’être 
9 Les limitations de la mesure en CO2 équivalent ont toutefois été mises en évidence par plusieurs études : 

(Lynch et al., 2021) : Pierrehumbert, 2014 ; Allen et al., 2016 ; Tanaka et O’Neil, 2018 ; Wigley, 2018 
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l’agriculture de précision (Srinivasan, 2006) ou encore la modification génétique des plantes 

cultivées (Huang et al., 2002 ; Phipps et Park, 2002) ; et la seconde misant sur des pratiques 

agricoles basées sur les principes écologiques, telles qu’intégrer des éléments du paysage 

naturel dans le paysage agricole pour réduire l’usage des pesticides afin d’entre autres 

préserver la biodiversité (Altieri et Nicholls, 2004 ; Gurr et al., 2004), ou encore éliminer le 

labour/réduire le travail du sol pour augmenter l’activité biotique du sol agricole et ainsi 

améliorer sa fertilité et ses services écosystémiques (Holland, 2004). Incompatibles aussi 

notamment car, une vision -celle de l’agroécologie-, critique ouvertement l’autre. Critiques 

allant des solutions technologiques mêmes proposées par la nouvelle révolution verte (Altieri 

et Nicholls, 2005), à ce qu’implique ces solutions technologiques comme par exemple : les 

partenariats entre l’industrie biotechnologique (incarnant la nouvelle révolution verte) avec 

l’agribusiness (les industries pétrolières et les industries automobiles) pour produire et 

stimuler l’économie du biodiesel (Holt-Gimenèz et Kenfield, 2008).  

De par la nature institutionnelle -entre autre- des arènes dans lequel il a été engendré, l’issue 

de ce débat au cadrage de narratif est à gros enjeux sociotechnique car le cadrage retenu par la 

majorité influencera de bout en bout l’objet dont il se veut traiter. Wezel et al. (2014) classent 

le travail réduit du sol, les rotations culturales comprenant des légumineuses et la rétention au 

champ des résidus de culture comme des pratiques culturales faisant partie de l’agroécologie. 

Certaines études tendent à montrer que le non travail du sol ne génère pas de changement 

significatifs dans le CO du sol sur le long terme par rapport à la pratique du labour 

conventionnel (Powlson et al. 2014; 2011; Richards et al. 2014). D’autres études encore 

tendent à montrer que c’est la combinaison des trois pratiques que sont rotation culturale, non 

labour et rétention des résidus qui engendre un haut potentiel de mitigation des GES (Sà et al., 

2016). Ainsi, si le bénéfice environnemental d’orienter les systèmes de production agricoles 

vers l’agriculture de conservation afin de les rendre durables semble clair, la communauté 

scientifique tend encore à être en désaccord sur le bénéfice agronomique (Cook et al., 2016). 

Par extension sur le bénéfice politico-économique : l’Europe étant un des plus grand 

producteurs de nourriture au monde, elle ne peut se permettre de perdre en rendement dans 

ses cultures pour des questions de stratégie technico-économique et d’économie politique 10.  

 
10 Site de l’european environnement agency (eea) : https://www.eea.europa.eu/signals/signals-

2015/articles/agriculture-and-climate-change 

https://www.eea.europa.eu/signals/signals-2015/articles/agriculture-and-climate-change
https://www.eea.europa.eu/signals/signals-2015/articles/agriculture-and-climate-change
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Plus qu’un simple enjeu scientifique, la présente étude visant à déterminer l’impact de la 

gestion des résidus et du travail du sol sur l’activité des microorganismes et le stockage de 

carbone revête une portée critique sur bien des domaines.  
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II. Objectifs 

La présente étude a été menée sur base d’un essai expérimental mis en place il y a de cela 14 

ans par la faculté Gembloux AgroBio-Tech en écho aux thématiques développées en 

introduction : l’essai SOLRESIDUS. Les modalités expérimentales y testées sont : labour 

conventionnel contre seulement un travail réduit du sol, résidus exportés contre résidus 

laissés. Le tout sur fond d’une rotation culturale alternant deux cultures successives par an, 

avec un CIPAN (Culture intermédiaire piège à nitrate). 

Un but de la présente étude est d’évaluer l’effet de 14 ans de pratiques différenciées, entre 

gestion des résidus et travail du sol, sur l’activité des microorganismes et le stockage du 

carbone.  

Afin de mettre en évidence un effet des pratiques différenciées sur la dynamique de la MO, et 

éventuellement donc sur celle du stock de CO, nous avions comme objectif d’étudier la 

communauté microbienne sous chaque pratique : (i) en la décrivant globalement grâce une 

mesure de biomasse microbienne, (ii) en décrivant son comportement global face à la MO du 

sol grâce à des mesures d’activité biologique. 

Un second but de l’étude est d’évaluer l’effet des pratiques différenciées depuis 14 ans d’un 

point de vue agronomique, afin de mettre en évidence l’efficience du système productif sous 

chaque pratique : (i) en décrivant globalement le comportement de la culture pendant la saison 

de croissance, grâce à un suivi phénologique et à la mesure de paramètres phytotechnique 

clefs (biomasse aérienne, levée des semences).
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III. Synthèse bibliographique 

 

La vie sur Terre repose sur le recyclage des éléments chimiques essentiels, car si l’énergie 

solaire est inépuisable, les réserves d’éléments chimiques globales sont in fine limitées. Ce 

sont les microorganismes détritivores qui rendent ce recyclage possible, en dégradant les 

molécules complexes des organismes morts et leurs déchets pour les remettre à disposition 

des autotrophes dans la biosphère sous forme de composés simples. On parle de cycles 

biogéochimiques pour désigner ces cycles des nutriments, car ils font appel à des composants 

biotiques et abiotiques des écosystèmes (Campbell, 1995). Les appréhender est alors selon 

nous la porte d’entrée idéale pour situer cette étude dans le champ de la littérature 

scientifique : on peut saisir par là une des clés pour comprendre des mécanismes primordiaux 

entre changement climatique et fonctionnement interne des sols agricoles. 

La complexité des cycles biogéochimiques peut facilement être approchée par les mécanismes 

qui gouvernent leur fonctionnement harmonieux (Campbell, 1995 ; Basu et Xavier, 2017).  

Premièrement, le cycle à proprement parler est un modèle général de circulation des 

nutriments établi par la science, séparant les nutriments entre ceux disponibles et ceux non 

disponibles, ceux organiques et ceux non organiques ; et décrivant les processus généraux 

permettant qu’un nutriment passe d’un état à l’autre : que ce soit un processus biochimique, 

biophysique, géophysique ou géochimique. Deuxièmement, il faut voir que les cycles du 

carbone (C) et de l’azote (N) se font à l’échelle mondiale, car ces éléments circulent dans 

l’atmosphère à l’état gazeux : l’air est le plus grand réservoir actif et les régule.  

A. Cycle biogéochimique du C 

L’atome de C est complètement indissociable du vivant : tous les êtres vivants sont formés de 

squelettes de C et les autotrophes comme les hétérotrophes dépendent de cet atome pour leur 

survie. Notamment par exemple pour faire fonctionner leur métabolisme énergétique (Müller 

et al., 2012). 

Le cycle global du C se répartit dans l’ensemble de la biosphère et entre quatre principaux 

réservoirs : l’atmosphère, la biosphère, l’hydrosphère et la géosphère (Schimel, 1995 ; Des 

Marais, 2001). Il est naturellement dans un équilibre décrivant un cycle « parfait », dans le 
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sens où le C est retourné à l’environnement à peu près à la même vitesse qu’il n’en est retiré -

par les organismes vivants. Ce qui est rendu possible par une régulation fine, par des 

processus engageant du C sous différentes formes moléculaires, et décrivant différents types 

ainsi que différentes dynamiques, de transformation du C. Ainsi, à tout moment dans son 

cycle biogéochimique un atome de C est soit en train d’être transformé d’une forme 

moléculaire vers une autre, soit en attente d’être transformé et cette attente est plus ou moins 

longue et sert un but différent selon le processus engagé. La 

Le C inorganique est soit du carbonate de calcium (CaCO3) qui se retrouvent dans les roches 

sédimentaires calcaires, les coquilles d’animaux, le corail etc., soit du C sous forme gazeuse 

(CO2, CH4, CO…). Dans l’atmosphère, la concentration en CO2 est d’environ 0.04%, soit 

0.06 x 1018 moles de CO2 (Holland, 1984 dans Des Marais, 2001). Le C organique est par 

définition un constituant de molécules où il est lié à l’hydrogène (Pellerin et al., 2020), on 

parle d’hydrate de carbone.  

Le C passe ainsi globalement entre réservoirs, par différents sous-cycles, chacun ayant une 

échelle de temps propre. La figure 1 illustre ceci. 

 

Figure 1 : Cycle biogéochimique global du C, montrant les principaux stocks actifs (cases grises) dans le 

manteau terrestre, la croûte terrestre, les océans, l’atmosphère, l’hydrosphère et la biosphère ; ainsi que les 

processus (flèches) qui lient ces réservoirs (cases blanches) et stocks actifs entre eux. Les cases blanches 

« sédiment »,  « metamorphic » et « mantle » constituent ensemble le réservoir de la géosphère. La longueur des 
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cases grises reportée à l’axe horizontal donne des valeurs typiques de d C13 pour chaque sous-réservoir. Les 

valeurs dans les cases blanches à droite indique les échelles de temps dans lesquels le C traverse typiquement 

chacun des quatre sous-cycles (= temps de turnover). (tiré de Summons et al., 2011 et originel de Des Marais, 

2001) 

Ci-après sont décrits les flux associés aux processus biogéochimiques dépeints dans la figure 

1. 

Sous-cycles dans l’ensemble formé des réservoirs hydrosphère/atmosphère/biosphère : ces 

deux sous-cycles sont regroupés ensemble car les trois réservoirs impliqués sont caractérisés 

par leur taille relativement petite et leur taux d’échange de C entre eux très élevé (Des Marais, 

2001). La biosphère (représentée par le sous-réservoir «fresh organic matter ») domine à 

l’échelle globale les échanges de C entre le CO2 atmosphérique et la MO. 

La fixation de CO2 atmosphérique est faite principalement par les organismes 

photosynthétiques aux taux suivants : 4000 x 1012 mol.an-1 de production primaire pour les 

écosystèmes marins et 5000 x 1012 mol.an-1 pour les écosystèmes terrestres (Martin et al. 

1987; Olson et al. 1985; Field et al. 1998 dans Des Marais, 2001).  

Environ 99.9% du C fixé par la biosphère est recyclé relativement rapidement en CO2 dans 

les océans et l’atmosphère, le reste étant perdu par sédimentation (Berner and Canfield 1989 

dans Des Marais, 2001). 

Sous-cycle sédimentaire : le vieillissement des sédiments organiques/carbonates met des 

nutriments à disposition de la biosphère terrestre/marine (Holland, 1984 ; Barker et al. 1997 

dans Des Marais, 2001 ; Kaviya, 2019). Le taux annuel global d’enterrement de MO terrestre 

est 10 x 1012 mol.an-1 (Berner and Canfield 1989 dans Des Marais, 2001) et le taux annuel 

global d’enterrement de carbonates est estimé à 50 x 1012 mol.an-1 (Holser et al. 1988 dans 

Des Marais, 2001). 

Sous-cycle métamorphique : « aux températures et pressions élevées de la zone de 

subduction, le carbonate de calcium et la MO résiduelle [profondément enterrés,] sont 

transformés par le volcanisme : c’est la métamorphose, ou diagenèse profonde ; le CO2 et la 

vapeur d'eau qui en résultent sont [in fine] dégazés dans l'atmosphère à partir d'éruptions 

volcaniques et de sources chaudes » (Fung , 2003). 

Sous-cycle crustal : pendant le processus de métamorphose, certains composés carbonés 

atteignent la croûte terrestre et passent alors du sous-cycle métamorphique au sous-cycle 
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crustal (Des Marais, 2001). Le taux de C dégazé depuis le manteau est d’environ 2 x 1012 

mol.an-1 (Des Marais 1985; Marty and Jambon 1987 dans Des Marais, 2001). 

D’après les brèves descriptions qui en sont données, il est possible de concevoir comment 

chacun des sous-cycles cycles biogéochimiques globaux est influencé par l’autre et comment 

ces influences opèrent à des échelles de temps différentes.  

Le sous-cycle entre la biosphère et l’atmosphère est celui qui nous intéresse le plus dans un 

contexte de changement climatique, on parle communément de cycle biologique du C pour le 

désigner. Dans le cadre précis de notre sujet, il est nécessaire d’expliciter le cycle biologique 

terrestre du C (cf. partie III.C). 

B. Cycle biogéochimique de l’N 

L’N est tout aussi essentiel à la vie que le C : dans les tissus vivants l’N est par exemple partie 

intégrante des enzymes, qui sont les entités effectuant entre autre la photosynthèse 

(Schlesinger et Bernhardt, 2013).  

Le cycle global de l’N se répartit sur les mêmes quatre réservoirs que celui du C. En revanche, 

ce n’est pas un cycle « parfait » comme l’est celui du C : le cycle global de l’N est 

naturellement déséquilibré. C’est-à-dire que peu importe l’écosystème, l’N tendra à en 

disparaître sur des échelles de temps plus ou moins longues (Peterjohn & Schlesinger, 1990). 

Les raisons de cela sont multiples (par exemple : rétroactions positives sur les pertes d’N) 

(Vitousek et Howarth, 1991), mais la plus éloquente est probablement sa grande mobilité 

inhérente (Schlesinger et Bernhardt, 2013). 

Les formes d’N organique sont un éventail de substances simples ou plus complexes 

retrouvées dans les organismes vivants ou les organismes morts/en décomposition : acides 

aminés libres, nucléotides, protéines … (Marino et Howarth, 2014). L’N inorganique quant à 

lui se retrouve principalement : sous forme de diazote (N2) et ammoniac (NH3) en tant que 

gaz, sous forme de nitrates (NO3-) et nitrites (NO2-) en tant qu’ions oxydés, et sous forme 

d’ammonium (NH4+) en tant qu’ion réduit. L’atmosphère contient 79% de N2.  

La figure 2 illustre les sous-cycles dans le cycle global de l’N.  
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Figure 2 : Principaux réservoirs, flux et temps de turnover dans le cycle biogéochimique global de l’N (avec 

l’influence de l’homme). Les temps de turnover sont indiqués entre parenthèse. La taille des réservoirs est 

exprimée en Tg de N (1012). Les flux entre les réservoirs sont exprimés en Tg.an-1. Les flèches noires 

représentent le cycle naturel et les grises les influences humaines. La taille des flèches est proportionnelle à 

l’importance des flux (tiré de Kooijman et al., 2010)  

Du reste, les processus biogéochimiques opérant à des échelles de temps plus longues sont les 

mêmes, sur la forme, que ceux décrits dans le cycle du C.  

Le cycle biologique terrestre de l’N est tout aussi important à expliciter dans le cadre précis 

de notre sujet (cf. partie III.C). 

C. Microorganismes du sol, et cycles biologiques du C et de 

l’N dans les écosystèmes terrestres 

Il s’agit dans cette partie d’aborder le détail des interactions biochimiques entre les 

microorganismes du sol, l’N, et le C, au sein des composantes biologiques, de la part des 

cycles biogéochimiques de ces deux éléments qui se fait dans les écosystèmes terrestres.  

Les résultats d’études précédentes portant aussi sur l’essai que nous étudions dans le cadre de 

ce travail ont montré des émissions de N2O inégales entre modalités expérimentales : pour la 

campagne sur la culture de froment d’hiver de 2016, Broux et al., (2017) observaient que les 

sols des parcelles en travail réduit émettaient deux fois plus de N2O que celles en labour 
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conventionnel ; tandis que sur les campagnes de 2009 à 2011 Pierreux et al. (2012) 

observaient des émissions de CO2 significativement supérieures depuis les parcelles où les 

résidus étaient retenus et incorporés que les parcelles où ça n’était pas le cas. Il est dès lors 

fondamental, dans notre étude, d’avoir en tête précisément les voies métaboliques qui mènent 

à la production de CO2 et de N2O à partir de MO pour apprécier le rôle des microorganismes 

dans la mitigation des GES par le stockage de MO. 

La photosynthèse se fait en présence de lumière, chlorophylle, phosphate, nitrate et d’autres 

nutriment selon l’équation résumée : 

6𝐶𝑂2 +  6𝐻2𝑂 → 𝐶6𝐻12𝑂6  +  6𝑂2 

,où C6H12O6 est du glucose et symbolise la globalité des composés organiques (Fung, 2003).  

Après la photosynthèse, le photosynthétat est réparti dans les feuilles, les racines et les parties 

ligneuses de la plante, qui en utilise une partie pour respirer et une autre pour construire ses 

tissus, constituer des réserves, ou nourrir les organismes en symbiose avec elle (exsudation 

racinaire) (Fung, 2003 ; Trumbore, 2006). Quand les plantes meurent ou que les feuilles 

tombent, du C et de l’N sont transférés au réservoir de MO morte du sol où ils sont 

décomposés par les microorganismes. En effet, dans la MO, l’N est directement lié au C par 

liaison covalente au sein de composés structuraux ou phénoliques (Vitousek et Howarth, 

1991). Il est essentiel de faire la distinction entre CO du sol et MO du sol. La MO du sol 

correspond aux éléments organiques du sol à différents stades de décomposition du sol 

(comme par exemple les tissus provenant de végétaux ou d’animaux morts), les organismes 

vivants du sol et les sous-produits de la décomposition microbienne du sol (FAO, 2017 ; FAO 

et ITPS, 2015 ; Lal, 2016b). Le CO du sol est un constituant de la MO du sol. Il correspond à 

entre 45 et 60% de la MO du sol en termes de masse des éléments chimiques la constituant. 

En effet, la MO du sol est un arrangement moléculaire de différents atomes (hydrogène, 

oxygène, nitrogène, etc.), pas seulement de carbone (Lal, 2016b ; FAO, 2017). 

Ainsi les cycles biologiques de l’N et du C sont fortement intriqués de telle sorte que toute 

MO décomposée dans un sol agricole fait intervenir les deux cycles comme le montre la 

figure 3.  
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Figure 3 : Diagramme simplifié illustrant les principaux flux et stocks de C et N dans un écosystème terrestre et 

les processus microbiens y associés. Crédits image : https://makeupandbreakup.com/2021/11/28/carbon-cycle-

nitrogen-cycle-biogeochemical-cycles-of-nature/.  

La décomposition de la MO fraîche (= MO morte non décomposée) commence dès qu’elle est 

incorporée au sol : c’est la minéralisation (Chevalier, 1924). Par définition, il s’agit d’une 

oxydation par les microorganismes du sol au cours de laquelle les grandes molécules 

organiques subissent une dépolymérisation hydrolytique ou oxydative : soit en molécules 

inorganiques solubles (=décomposition partielle), soit jusqu’au stade le plus transformé 

possible, avec transformation des petites molécules organiques en CO2, H2O et sels minéraux 

(=décomposition totale) (Davet, 1996 ; Roger Garcia, 2001 ; Whalen et Hamel, 2004). Ils ont 

besoin de faire cette oxydation pour nourrir leur métabolisme énergétique, car sont en grande 

majorité des hétérotrophes (Müller et al., 2012 ; Roger Garcia, 2001 ; Vitousek et Howarth, 

1991). 80 à 90% de l’oxydation biologique totale est effectuée par les microorganismes du sol 

(Roger Garcia, 2001) et 75 à 85% de la vie dans le sol seraient des microorganismes (Reichle, 

1977). 

Les microorganismes dans les sols sont : quelques métazoaires, des protozoaires, des algues 

microscopiques, des champignons, des bactéries, des actinomycètes, des cyanobactéries et des 

virus (Roger Garcia, 2001 ; Whalen et Hamel, 2004). Ensembles ils représentent une diversité 

formidable de : modes de reproduction, phénologie, et morphologie. 

https://makeupandbreakup.com/2021/11/28/carbon-cycle-nitrogen-cycle-biogeochemical-cycles-of-nature/
https://makeupandbreakup.com/2021/11/28/carbon-cycle-nitrogen-cycle-biogeochemical-cycles-of-nature/
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Les algues et les cyanobactéries ont un effet négligeable sur la dynamique des nutriments 

dans les agroécosystèmes tempérés (Paul et Clarck, 1996). 

Les bactéries du sol ont des capacités métaboliques très diverses ; et, dans la décomposition 

biochimique de la MO fraîche, interviennent beaucoup aux étapes de conversion des 

composés organiques en des formes inorganiques  (Whalen et Hamel, 2004). La plupart sont 

des espèces unicellulaires mais les actinomycètes et plusieurs cyanobactéries sont 

filamenteuses (Whalen et Hamel, 2004). Ce sont des organismes sédentaires qui vivent en 

colonie à la surface du sol ou, dans le sol au sein des agrégats (s’y attachant par les sécrétions 

d’exopolysaccharides sur leur membrane cellulaire) (Roger Garcia, 2001 ; Whalen et Hamel, 

2004). 

Les champignons sont capables de décomposer les composés organiques les plus complexes 

qu’il est possible de retrouver dans le sol (Paul et Clark, 1996). Ils bougent dans les sols sur 

de courtes distances, à mesure que leur hyphe grandit vers les patch de sol riches en 

nutriments ou vers les débris organiques (Whalen et Hamel, 2004). Les champignons 

arbusculaires mychroriziens (AM) ne décomposent pas la MO (Whalen et Hamel, 2004). 

Bien qu’il y ait généralement, par gramme de sol, un nombre plus élevé de bactéries que 

d’autres microorganismes, celles-ci représentent généralement moins de la moitié de la 

biomasse microbienne d’un sol : les champignons en sont le composant majeur (Wollum et 

al., 1998 ; Olsson et al., 1999).  

Prise en charge du C organique dans le cycle biologique du C : 

Les substrats facilement décomposés : acides aminés, sucres facilement solubilisés, et acides 

nucléiques (=MO labile), sont minéralisés avant tout, et en quelques jours, suite à la 

colonisation microbienne de la MO fraîche. Ensuite vient le tour des substrats plus difficiles à 

décomposer, qui demandent un bagage enzymatique spécifique et un investissement en 

énergie important : cellulose et ensuite lignine (Müller, 1998 ; ; Pankhrust, 1996 ; Whalen et 

Hamel, 2004). Les organismes cellulolytiques sont capables de décomposer les 

polysaccharides délignifiés et peuvent donc aussi intervenir au moment de la lignilolyse 

(Pankhrust, 1996). 

La cellulose est un polyoside (elle est formée d’unités glucopyranose réunies en chaînes elles-

mêmes regroupées en fibrilles) (Roger Garcia, 2001). Les microorganismes la décomposent 

totalement en glucose suivant un ensemble de réactions enzymatiques appelé la cellulolyse.  
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La lignine est un polymère de composés en C6 avec des chaînes en C3 (Roger Garcia, 2001). 

Elle est dégradée en deux étapes au cours de la ligninolyse : d’abord dépolymérisée, puis soit 

les monomères résultants sont décomposés totalement, soit ils sont décomposés partiellement. 

En ce qui concerne l’N. Dans l’écosystème sol-plante, trois transformations microbiennes des 

composés azotés de la MO fraîche sont les plus importantes pour la production de biomasse 

végétale et donc pour le cycle biologique de l’N : la minéralisation de l’N organique et 

l’immobilisation de l’N minéral détermine l’équilibre entre les formes assimilables/non 

assimilables par la plante ; les apports au sol d’N par fixation biologique d’N moléculaire 

atmosphérique ; les pertes par nitrification-dénitrification de l’ammoniaque et volatilisation 

(Roger Garcia, 2001).  

Prise en charge de l’N inorganique dans le cycle biologique de l’N : 

Les procaryotes qui fixent biologiquement l’N peuvent être libres ou symbiotiques. La 

fixation de N2 est une réduction de l’N moléculaire en ammoniac effectuée par la 

nitrogénase. Ce processus permet d’alimenter le métabolisme énergétique des fixateurs d’N. 

En régions tempérées les bactéries de la rhizosphère des dicotylédones et certaines 

monocotylédones (dont le froment, qui est la plante cultivée dans cette étude) sont l’un des 

deux systèmes fixateurs non symbiotiques les plus efficients. Parmi l’étendue des plantes 

cultivées sous ces latitudes, l’activité nitrogénase des bactéries de la rhizosphère du froment 

est l’une des plus élevées (Roger Garcia, 2001). 

La nitrification est l’oxydation de l’ammonium en azote nitrique. 

La dénitrification est un processus respiratoire anaérobie : le nitrate est utilisé en tant 

qu’accepteur final d’électrons au lieu de l’oxygène par certains microorganismes pour leur 

métabolisme énergétique (Roger Garcia, 2001). Ce processus a lieu quand l’O2 est limité. Un 

grand nombre d’espèces de bactéries font une réduction dissimilatrice du nitrate (conduisant à 

l’accumulation de nitrite dans la matrice du sol), et seulement un petit nombre possèdent le 

bagage enzymatique pour faire une réduction assimilatrice. 

Prise en charge de l’N organique : 

La minéralisation de l’N organique se fait en deux étapes : protéolyse puis ammonification 

de la MO. Le processus de minéralisation génère de la respiration de la part des 

microorganismes (Whalen et Hamel, 2004). (i) La protéolyse est la libération d’acides aminés 

et de bases azotées à partir de la MO, elle se fait par hydrolyse et consiste en la rupture de la 
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liaison covalente C-N. (ii) L’ammonification est l’attaque par fermentation ou oxydation des 

produits de la protéolyse, que les microorganismes font, afin de les utiliser pour la synthèse de 

constituants cellulaires (Roger Garcia, 2001).  

L’ammonium produit peut être fixé entre les feuillets d’argile. Il devient alors inaccessible 

pour l’assimilation (par dénitrification) ou la nitrification. Mais s’il est plutôt adsorbé à la 

surface de l’argile, il est au contraire nitrifié plus activement que l’ammonium dans la solution 

du sol. 

La MO décomposée partiellement, peut être fixée organiquement, retenue dans les 

membranes cellulaires des hyphes, et devenir ainsi beaucoup moins accessible par les plantes 

pour un certain temps. Elle fait alors office de réserve potentielle d’ammonium pour les 

microorganismes. C’est l’immobilisation. 

La figure 4 résume l’intégration de ces transformations microbiennes dans le cycle biologique 

de l’N et montre les voies menant à l’émission de N2O. 

 

 

Figure 4 : Cycle de l’N dans le système sol-plante-atmosphère avec les processus microbiens de transformation 

de l’N (adapté de Roger Garcia, 2001). 

Au regard des réactions biochimiques entrant en jeu dans la décomposition de la MO que 

nous venons d’aborder, le tableau 1 suggère le noyau dur de la diversité microbienne dans un 

agroécosystème tempéré, sur base d’une classification par activité catalytique des 

microorganismes du sol.  



 

20 

 

 

Catégorie Bactéries Actinomycètes Champignons 

Cellulolytiques Cytophaga 

Clostridium 

Cellulomonas 

Norcadia 

Strecptromyces 

Micromonospora 

Aspergillus 

Fusarium 

Trichoderma 

Lignilolytiques   Coprinus 

Agaricus  

Poria 

Nitrifiants Mycobacterium 

Bacillus 

Nitrosomonas 

Nitrobacter 

Steptomyces 

 

Aspergillus 

 

Dénitrifiants Achromobacter 

Pseudomonas 

Thiobacillus 

Bacillus 

  

Fixateurs de N2 Cyanobactéries 

Azotobacter 

Beijerinckia 

Klebsiella 

Azospirillum  

Rhizobium 

  

 

Tableau 1 : Groupes fonctionnels de taxons dont l’activité catalytique intervient dans les cycles du C et de l’N 

du sol d’un agroécosystème tempéré (tiré de Roger Garcia, 2001) 

Pour ce qui est du taux de décomposition d’un substrat organique dans le sol, il varie en 

fonction en fonction de la quantité, de la taille, et de la composition chimique de la MO 

fraîche, en fonction aussi des types de microorganismes présents ainsi que des conditions 

environnementales affectant leur activité (de Ruiter et al., 1994 ; Lee et Pankhrsut, 1996).  

L’effet de la température sur l’activité des microorganismes est bien connu : les vitesses de 

minéralisation sont multipliées de 2 à 3 par augmentation de 10°C (Pellerin et al., 2020), car 

l’activité des enzymes des microorganismes du sol (aussi bien exo- qu endoenzymes) est 

directement proportionnelle à la température. Le pH influence l’activité des microorganismes 

car il détermine la réasilibilté de transferts de protons entre la phase liquide, gazeuse, les 

complexes organo-minéraux et les microorganismes du sol (Morel, 1999). 

D’après Zhang et al. (2008) cependant, outre les facteurs pédoclimatiques, le taux de 

décomposition de la MO varie surtout en fonction de la qualité de la MO fraîche (son ratio 

C :N et son contenu en N, P, K, Ca, Mg). Dans notre étude, la MO fraîche apportée au sol est 

lignocellulosique : chaumes de blés et chaumes de colza, dont les compositions biochimiques 
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sont données tableaux 2 et 3 respectivement. Le tableau 4 donne les proportions relatives en 

nutriments nécessaires à la croissance végétale, que renferment ces mêmes chaumes. 

 

Tableau 2 : Composition biochimique d’un chaume de froment (tiré de Pasha et al., 2013) 

 

Tableau 3 : Composition biochimique d’un chaume de colza (tiré de Ji et al., 2014) 

Élément (%) Dans un chaume de blé Dans un chaume de colza 

C 42.1 ±1.19 42.93 ±1.62 

N 0.60 ±0.15 0.77 ±0.32 

P 0.45 ±0.22 0.78 ±0.51 

K  23.45 ±7.68 14.66 ±6.15 

S 0.37 ±0.11 0.62 ±0.19 
Tableau 4 : Les nutriments dans des résidus de froment et colza (tiré de Wang et  al., 2020) 

D’après Mooshammer et al. (2014a), les résidus de plantes cultivées sont minéralisés plus vite 

en-dessous d’un C :N de 20-25. D’après Singh et al. (2020) encore, un C :N supérieur à 25 :1 

résulte en l’immobilisation rapide d’N inorganique alors qu’en dessous il y a minéralisation. 

Des résidus de betterave sucrière par exemple, avec un C :N de 11, peuvent être minéralisés 

jusqu’à hauteur de 75% pendant les 10 semaines suivant leur incorporation au sol (Whitmore 

et Groot, 1997). Le C :N des chaumes de blé tourne entre 50 et 100 et est considéré comme 
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haut (Reichel, 2018). Chen et al. (2013) rapportent un C :N de 65, soit aussi relativement haut, 

pour les chaumes de colza. 

Mais il y a des divergences dans la communauté scientifique sur la pertinence du ratio C :N 

pour décrire fidèlement l’activité biologique du sol. D’après Ostrowska et al. (2015) ce ratio 

manque de refléter d’autres facteurs influençant fortement la minéralisation de la MO tels que 

la qualité de la biomasse microbienne. Ça reste quoiqu’il en soit un indicateur largement 

adopté et robuste pour prédire la dynamique de minéralisation des sols aux mêmes 

caractéristiques physico-chimiques et étant sous mêmes climats (Tian et al., 2010 ; Li et al., 

2016). 

D. Microorganismes et dynamique de la MO dans le sol 

On appelle humus, de la MO qui a perdu ses fibres et tissus originels et qui a aussi une 

structure chimique modifiée. Se retrouvant alors composée de substances qui, dérivées d’une 

première transformation microbienne de la MO, deviennent relativement récalcitrantes 

chimiquement à la décomposition après une seconde transformation : acides fulviques, acides 

humiques et humine (Berg et Laskowski, 2005 ; Roger Garcia, 2001). Des études récentes 

suggèrent que lesdites substances humiques seraient en fait des artefacts dû à la méthode 

d’extraction utilisée pour analyser leur présence (Lehmann et Kebler, 2015). 

Un nouveau paradigme serait ainsi à l’ordre du jour pour qualifier la MO du sol : au lieu de 

parler d’humus pour référer à la MO âgée, en opposition à de la MO qui ne se conserve que 

peu de temps dans le sol ; plutôt concevoir la MO du sol comme un continuum de MO plus ou 

moins décomposée et perpétuellement en proie à plus de décomposition, selon un gradient 

thermodynamique allant des composés organiques les plus gros (poids moléculaire) et riches 

en énergie à ceux les plus petits et pauvres en énergie  (Lehmann et Kebler, 2015). Dans ce 

paradigme, les phénomènes expliquant fondamentalement la persistance de la MO dans le sol 

(et donc le stockage de CO), est, d’une part sont inclusion dans des agrégats ; d’autre part son 

association aux colloïdes, avec une capacité d’association qui augmente à mesure de sa 

décomposition en molécules de plus en plus petites (Bol et al., 2005 ; Six et al., 2006 ; 

Lützow, 2006 ; Schmidt et al., 2011 ; Lehmann et Kebler, 2015). 

La figure 5 illustre ceci. 
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Figure 5 : Mise en perspective et réconciliation des modèles conceptuels historiques (1), (2), (3), du devenir de 

la MO dans le sol ; pour émerger vers une vue consolidée des cycles du continuum de la MO du sol. Les lignes 

fléchées pointillées indiquent un transfert principalement abiotique, les lignes pleines indiquent un transfert 

principalement biotique ; les lignes plus épaisses indiquent des taux plus rapides ; les cases et les extrémités ± 

grandes illustrent des pool plus grands ; toutes les différences sont illustratives. Toutes les flèches représentent 

des processus qui sont fonction de la température, de l'humidité et du biote présent (tiré de Lehmann et Kebler, 

2015) 
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En accord avec ce nouveau paradigme, une nomenclature récente classe la MO du sol en 

MAOM (matière organique associée aux minéraux), POM (matière organique particulaire), et 

DOM (matière organique dissoute, assimilable à la MO labile) (Cambardella et Elliott, 1992; 

Christensen, 2001; von Lützow et al., 2007 ; Lavallee et al., 2020). Chacune de ces trois 

fractions a un comportement différent dans le sol, et influe donc différemment le cycle 

biologique du C. La figure 6 reprend les principales différences entre POM et MAOM qui 

sont les deux fractions constituant le stock effectif de MO dans un sol. 

 

Figure 6 : Propriétés générales de la POM et la MAOM (tiré de Lavallee et al., 2020) 

Le taux de MO d’un sol exprime un bilan entre : les pertes de MO (toutes catégories de MO 

confondues) par minéralisation (=𝑀𝑂 𝑡𝑜𝑡𝑎𝑙𝑒/𝑡𝑎𝑢𝑥 𝑑𝑒 𝑚𝑖𝑛é𝑟𝑎𝑙𝑖𝑠𝑎𝑡𝑖𝑜𝑛 𝑑𝑒 𝑙𝑎 𝑀𝑂) et les 

gains de MO au cours du temps par stabilisation (Sollins et al., 1996 ; Morel, 1999). La 

séquestration de C organique tente de jouer autour de ce bilan : l’équilibre de ce bilan s’établit 

lorsque les pertes de MO égalent les gains. En raison de la lenteur des processus évolutifs de 

la MO stable, l’équilibre est long à atteindre, mais une fois qu’il est atteint, s’il est modifié il 

va recommencer à tendre vers un nouvel équilibre. Ce qui sous-tend aussi la notion de 

capacité stockante maximale de MO (CO) ; dans laquelle, la texture du sol joue un rôle 

central : la possibilité d’augmentation des concentrations absolues en C serait plus importante 
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pour les sols riches en argiles (>35%) que pour les sols moins riches (18-35%) (Lehtinen, et 

al., 2014). Van De Vreken et al. (2016) suggèrent cependant que la concentration en oxalates 

de Fe et d’Al extractibles, qui sont des minéraux contribuant aussi à la formation des 

complexes organo-minéraux, pourraient avoir un rôle plus important que la texture.  

Ainsi, le concept d’accumulation de MO dans le sol au cours du temps, est selon un modèle 

mathématique récent, à comprendre globalement tel quel : quand des composés végétaux sont 

apportés au sol, la majorité est minéralisée et transformée en produits microbiens en moins 

d'un an ; pour les composés ligno-cellulosiques en quelques années ; globalement, du carbone 

apporté par la MO fraîche, 10 à 20% va être protégé de la décomposition et minéralisé ensuite 

très lentement, en plusieurs dizaines d'années (Pellerin et al., 2020). Ainsi, le stockage de MO 

(et donc de CO) est très largement déterminé par : la proportion de MO protégée de la 

décomposition qui alimentera le pool de MO au turnover le plus lent, et, le temps moyen de 

résidence de la MO stable au sein de ce pool le plus lent avant qu’elle ne soit à son tour 

décomposée (Pellerin et al., 2020).  

La pédogenèse est un processus qui se fait sur l’échelle des temps géologiques par la 

transformation de la roche-mère sous l’action de facteurs physiques et chimiques (Kaviya et 

al., 2019 ; Des Marais, 2001). Mais les microorganismes, par leur action sur la MO du sol, du 

sol interviennent dans ce processus en le favorisant plus ou moins : par exemple, les 

champignons produisent des acides organiques qui vont altérer la roche-mère ; et de manière 

générale, la production de CO2 par respiration et oxydation des microorganismes (et 

respiration des racines) libère de l’acide carbonique dans les espaces poreux, ce qui altère 

aussi la roche mère (Fung, 2003 ; Gadd, 2007 ; Cruse et al., 2013 ; Kaviya, 2019). Par 

ailleurs, plusieurs études montrent que les microorganismes peuvent favoriser la formations 

d’agrégats dans le sol : en sécrétant une variété de substances collantes réagissant avec la MO, 

les argiles, et les métaux polyvalents (particulièrement le cas des champignons, voire des 

champignons arbusculaires mycorhiziens) ; en liant les particules de sol grâce à leur hyphe 

(pour les champignons); en développant une charge électrostatique (à travers leur membrane 

cellulaire) qui maintiendra ensemble les microagrégats (pour les bactéries) ;  (Chotte et al., 

2005 ; Davinic et al., 2012 ; Kallenbach et al., 2016). Ainsi, il y a une rétroaction positive 

exercée par les microorganismes, sur l’activité des microorganismes, tel que schématisé par la 

figure7. 
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Figure 7 : Influences des microorganismes du sol sur la pédogenèse (tiré de Kaviya et al., 2019). En accord avec 

le nouveau modèle conceptuel du devenir de la MO, discuté plus haut, « humification » dans ce diagramme 

devrait plus vouloir dire décomposition en molécules de plus en plus petites. 

Cette rétroaction positive peut contribuer à un temps de résidence plus long de la MO dans le 

sol, dans la mesure où les micro-agrégats (du micromètre au nanomètre) réduisent fortement 

les activités enzymatiques (Zimmerman et al., 2004), et donc favorisent son temps de 

résidence plus élevée en défavorisant sa décomposition si elle s’y trouve.  

Rousk et al. (2015) ont montré que l’ajout de C labile stimule tellement les microorganismes 

en surface qu’ils respirent l’équivalent de 2 à 13 mois de MO du sol plus ou moins stabilisée. 

C’est le priming, et cet effet implique un stockage de C non proportionnel aux apports de MO, 

ainsi qu’une déstabilisation de la MO préexistante (surtout en profondeur). Ce n’est pas un 

phénomène nouveau (Roger, 1999) mais il est aujourd’hui mieux compris. D’après Fontaine 

et al. (2011), l’effet priming est par exemple effectué par certains champignons : quand la 

ressource en nutriments dans le sol est faible au moment de l’ajout de MO fraîche, les 

champignons explorent le sol pour minéraliser  de la MO stabilisée d’abord depuis un long 

moment (quelques dizaines d’années), puis celle en profondeur depuis un très long moment 

(quelques milliers d’années), ceci afin d’avoir de l’énergie pour faire fonctionner leur 

catabolisme dans le but de décomposer la MO fraîche ajoutée ; au contraire quand la 

ressource en nutriments dans le sol est suffisante au moment de l’ajout de MO fraîche, les 
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champignons ne voient pas l’intérêt d’investir de l’énergie pour aller explorer le sol et ainsi 

diminuer le pool de MO stabilisée. Une compréhension, qui, mise en parallèle avec plusieurs 

travaux tendant à montrer : qu’un taux de décomposition plus élevé, engendré par un taux de 

CO2 atmosphérique plus élevé, a en fait avant tout un effet contrasté sur les fractions POM et 

MAOM (dont seulement l’utilisation relative par les microorganismes change, sans impact sur 

le stock total de CO du sol) ; ce qui nous invite à relativiser les effets du changement 

climatique à venir en régions tempérées, en envisageant que la possible modification des 

dynamiques internes d’exploration et d’utilisation de la MO du sol par les microorganismes, 

ne soit pas nécessairement accompagnée d’une déplétion des stocks de CO (Cardon et al., 

2001 ; Drake et al., 2011; Phillips et al., 2010 ; Sulman, et al., 2014 ; Keiluweit et al., 2015). 

Cependant de manière plus générale, Mooshamer et al. (2014a, 2014b) suggèrent que, lorsque 

les microorganismes font face à un déséquilibre nutritionnel, que ce soit en C, N, ou 

phosphore (P), ils font des ajustements d’utilisation d’efficience des éléments concernés, ce 

qui a pour effet de moduler les cycles de ces éléments, modulation qui entraîne ou non une 

cascade de changements de plus ou moins grande envergure sur la séquestration de CO. 

A tout cela, de rajouter les facteurs qui modulent invariablement, de leur propre manière et à 

leur propre échelle, la dynamique de la MO dans le sol.  

La biocénose dans le sol suit des schémas dans sa distribution spatiale (Bardgett et van der 

Putten, 2014). (i) À la plus petite échelle spatiale (du micromètre au millimètre) : la 

distribution suit les propriétés du sol telles que l’eau du sol et la variation dans la micro-

architecture du sol ce qui joue sur la minéralisation et la persistance de la MO (car 

(a)l’activité des microorganismes dans les agrégats est conditionnée par la diffusion de 

l’oxygène dans l’agrégat or celle-ci diminue avec l’eau même si paradoxalement l’eau 

augmente l’espace disponible à la croissance dans les agrégats, et ces deux effets opposés sont 

conditionnés par la porosité structurale et texturale, et donc ultimement, par la texture et la 

structure du sol (Roger Garcia, 2001), (b) ceci impacte la minéralisation du C de la POM dans 

les micropores des microagrégats, ainsi que la formation de MAOM à partir de cette POM 

minéralisée en fonction du réseau de pores dans le microagrégat (Schlüter et al., 2022), (c) en 

outre Sessitsch et al. (2001) ont montré que plus la taille de l’agrégat était petit, plus la 

communauté microbienne était diverse et nombreuse). (ii) À l’échelle locale (du centimètre au 

mètre) : la distribution spatiale conditionne la température (dépend localement de la 

granulométrie (Pellerin et al., 2020), mais conditionne aussi par exemple le pH (varie le long 

du profil du sol et selon la texture du sol, en fonction de la présence plus ou moins élevée de 
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certains ou certains autres ions, ce qui joue beaucoup sur l’abondance relative d’espèce 

microbiennes/de groupes fonctionnels et donc sur la biodiversité microbienne dans de très 

petits espaces (Pankhrsut et al., 1996). 

La biocénose du sol suit des schémas aussi dans sa distribution temporelle (Ranjard et 

Richaume, 2001 ; Bardgett et Van der Putten, 2014). (i) Sur des échelles de temps réduites 

(quelques jours) la communauté microbienne répond rapidement aux pics locaux de MO 

exploitables et variations climatiques rapides, car à ceux-ci sont associés des pics d’émission 

de N2O et CO2 (par exemple un pic d’exsudats racinaires). (ii) Sur des échelles de temps plus 

longues (une saison de culture) la communauté microbienne varie dans sa biodiversité voire 

change du tout au tout en fonction de la gestion du sol, de la fertilité du sol et de la culture en 

place (par exemple, le type et la quantité de substrat organique végétal influence fortement la 

diversité fonctionnelle de la communauté microbienne (De Fede et al., 2001 ; Grayston et al., 

2001), or Six et al. (2006) proposent par exemple que plus de C stable serait formé en 

fonction de l’efficience d’utilisation du C de la communauté microbienne considérée (Smit et 

al., 2001 ; Lauber et al., 2013).  

L’incorporation des résidus de culture et le travail du sol induisent toutes deux des variations 

saisonnières dans les processus microbiens et la dynamique des nutriments (Whalen et Hamel, 

2004). 

La relation dynamique entre microorganismes du sol et accumulation de MO est inhéremment 

complexe. Mais il était nécessaire de l’expliciter dans son essence afin de l’étudier. 

E. Facteurs d’influence sur le stockage du C 

Il s’agit dans cette partie de traiter des pratiques culturales appliquées testées 

expérimentalement dans l’essai étudié, et leurs éventuels effets sur la dynamique du stockage 

de MO (CO). 

Les pratiques culturales sont conçues pour maximiser le rendement de la culture, mais elles 

impliquent souvent des effets multilatéraux dans les différentes composantes des 

agroécosystèmes : des adventices jusqu’au microclimat au-dessus des parcelles… (Whalen et 

Hamel, 2004).  

D’après l’IPCC (2006), la période à partir de laquelle l’effet d’une pratique peut être mise en 

évidence sur le stockage de CO est généralement 20 ans. Mais certains auteurs considèrent 12 

(Liu et al., 2014) voire 7 années (Goidts et van Wesemael, 2007) une période suffisante. 
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1.  Travail du sol 

À court terme, le travail du sol induit des pertes de CO2 à partir du sol : la quantité perdue 

étant proportionnelle au volume de sol perturbé (Reickosy et Lindstrom, 1993 ; Rochette et 

Flanagan, 1999 ; Reickosy et Archer, 2007). Le travail du sol par inversion complète (avec 

une charrue à versoirs) avant la culture est considéré comme une cause primaire de perte de C 

du sol (Reickosy et Lindstrom, 1993). Tandis que le travail de conservation du sol 11 montre, 

globalement, au moins un statuquo, au mieux un stockage de CO : Alvarez (2005) dans une 

méta-analyse des données d’études de 137 sites, met en évidence que l’accumulation du CO 

du sol en travail réduit du sol suit une courbe sigmoïdale en fonction du temps, dans 26% des 

cas. Il montre aussi que le stockage annuel de CO en travail réduit (par rapport au labour 

conventionnel) est beaucoup plus important (12 tC.ha-1 contre 2.1 tC.ha-1) quand le taux de 

MO (CO) du sol a atteint son équilibre. Cependant il y a tendance à avoir entre labour 

conventionnel vs travail réduit, et labour conventionnel vs non travail, des écarts de taux 

stockage plus élevés en cas de non travail (Alvarez, 2005 ; Meurer et al., 2018). Le non travail 

montre aussi clairement une tendance à l’accumulation de CO dans la très proche surface (5-

10cm), ce qui n’est pas toujours le cas du travail réduit (West et Post 2002; Six et al. 2002; 

Sperow et al., 2003 ; Alvarez, 2005). A l'heure actuelle il n'existe cependant pas de modèle de 

l’effet du travail du sol sur le stockage du CO expliquant la totalité des effets réels observés 

au champ (Pellerin et al., 2020). 

Les pertes en CO2 des sols de plus long terme sont, en revanche, principalement dérivées de 

la décomposition microbienne des résidus de MO du sol/racines/rhizodépôts/ (Brown et al., 

2013). Le travail du sol ne faisant qu’influencer cela.  

Premièrement, l’intensité et le type de travail du sol contrôlent directement la disponibilité en 

substrat pour les microorganismes ainsi que le taux de décomposition des substrats : en 

affectant la quantité et la distribution des résidus de culture (et des racines) dans le profil du 

sol (Huggins et al., 2007). La profondeur d’enfouissement (ou de mélange) impacte aussi la 

répartition du stock de CO (Pellerin et al., 2020) : Meurer et al. (2018) rapportent par exemple 

que le taux de stockage de CO augmente sur les 30 premiers cm en travail de conservation 

comparativement à labour conventionnel, mais sur 150 cm les différences sont gommées. En 

effet, même si de manière générale il est reconnu que le travail réduit favorise la séquestration 

 
11 Toute méthode de travail du sol qui laisse au moins une couverture de 30% de la surface du sol par les résidus 

de culture. La forme la plus extrême est l’absolu non travail du sol, les formes les moins extrêmes sont sa 

perturbation en surface (la MO est alors mélangée à la terre) (Franzleubbers, 2004). 
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de CO, il est de rigueur de nuancer : la charrue à versoirs enterre les résidus au plus bas de la 

couche de labour (généralement 30cm), des labours répétés mélangent et redistribuent la MO 

dans l’entièreté de la couche de labour, après 10 ans de labour la MO est répartie 

uniformément dans l’entièreté de la couche de labour (Angers et al., 1995 ; Clapp, 2000 ; 

Franzleubbers, 2004) ; ainsi, après un long moment de mélange, la MO dérivée des résidus 

s’associe aux argiles ce qui favorise aussi le stockage en labour (Balesdent, 2000). En outre, 

l’impact que le travail du sol a sur la séquestration de CO est contrôlé de manière générale par 

le climat. Fanzleubbers (2002) dans une étude en Amérique du nord, rapporte que selon 

l’écorégion, la distribution de la MO le long du profil entre non travail et labour 

conventionnel, est plus marquée dans les climats chauds et humides que dans les climats 

froids et secs. Ogle et al. (2015) montrent similairement dans une méta-analyse, que l’impact 

du travail du sol est plus grand dans un environnement tropical humide que dans un 

environnement tempéré sec. 

Deuxièmement, le travail du sol contrôle indirectement les processus de décomposition 

microbienne en influençant l’aération du sol, son contenu en eau, sa température et surtout les 

propriétés des agrégats (Brown et al., 2013). En effet, (i) travailler le sol est aussi synonyme 

de sa fragmentation, fragmentation qui détruit les agrégats et aussi agit sur la localisation de la 

MO à l’intérieur de ceux-ci (Pellerin et al., 2020). D’où, fragmenter le sol veut en fait dire : 

soit lever la restriction de décomposition sur la MO protégée dans les agrégats, soit modifier 

la dynamique de minéralisation de la MO à l’échelle de l’architecture de l’agrégat. (ii) 

Favoriser le contact entre les résidus et la terre en mélangeant le sol joue aussi sur les 

dynamiques de minéralisation de la MO en facilitant la colonisation des résidus et la 

disponibilité du N minéral des résidus incorporés (Balesdent, et al., 2000 ; White et Rice, 

2009). Mais, Six et al. (2002) précisent, en proposant que, s’il y a une meilleure stabilisation 

de CO observée en RT (West et Post, 2002), ce serait plus spéciquement parce que le turnover 

en CT est rapide ce qui fournit moins d’opportunités pour la stabilisation de la POM au sein 

des microagrégats stables formés dans les macroagrégats ; alors que le turnover des 

macroagrégats lent en RT permet la formation de plus de microagrégats et donc plus de 

stabilisation de CO. 

Le type de travail du sol joue sur l’émission de N2O (Rochette et al., 2008), car il joue sur 

plusieurs variables déterminantes pour le processus de dénitrification : compacité du sol, 

régime hydrique, régime thermique, disponibilité en C et en N … (Pellerin et al., 2020). Six et 

al. (2004) ont fait une étude sur un essai de longue durée, les résultats montraient que les 
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émissions de N2O augmentent en non labour (comparé au labour) jusque 10 ans après 

l’abandon du labour conventionnel, mais au bout de 20 ans la dénitrification s’amoindrit. 

D’après eux, ceci est dû à des changements de l’état structural du sol sous influence de 

l’activité biologique en non labour : il est devenu plus poreux et plus drainant. 

D’après Cookson et al. (2008) l’intensité du travail du sol influe sur la biomasse et 

l’efficience métabolique des microorganismes : plus la perturbation du travail du sol est 

importante, plus la biomasse fongique diminuerait et la biomasse bactérienne augmenterait ; 

et, en fonction de la profondeur où on se place et du type de travail du sol, les 

microorganismes utiliseraient différemment les substrats à leur disposition (par exemple les 

microorganismes en surface et dans un sol peu ou pas perturbé utilisaient plus les acides 

carboxyliques que ceux en profondeur ou dans un sol labouré). Six et al. (2006) observant une 

amélioration quantitative et qualitative de la MO du sol des agroécosystèmes favorisant une 

communauté microbienne à dominance fongique. D’après Zhang et al. (2022), les résultats 

d’un essai de long terme (16 ans) testant les impacts du travail du sol et de la fertilisation 

minérale, montrent que : l’efficience d’utilisation du C augmente avec la fertilisation dans la 

couche 0-10cm et elle augmente plus en non travail du sol qu’en labour conventionnel, mais 

la diversité microbienne chute avec la fertilisation mais chute moins en non travail. Ce qui 

suggère plus de potentiel d’augmentation de la POM et MAOM en non travail. 

2.  Rétention des résidus 

La rétention des résidus et leur incorporation au sol a des effets généraux sur la texture et la 

structure du sol. (i) Restituer les résidus de culture au sol peut améliorer les propriétés 

physiques du sol par : augmentation de la teneur en humidité, diminution de la densité 

apparente, augmentation de la porosité totale et de la stabilité des agrégats (Lou et al., 2011 ; 

Brankatschk et Frinbeiner, 2015 ; Zhao et al., 2019). Xu et al. (2018) ont observé 

qu’incorporer des résidus de maïs sur un sol sablo-limoneux faisait baisser la densité 

apparente le long du profil du sol, et un peu plus dans la couche 0-20 cm que dans la couche 

20-40 cm. Ils ont aussi observé un effet différencié pendant la saison de croissance : restituer 

les résidus améliorerait le rendement en grain, principalement via le poids 1000grains. Gao et 

al. (2020) ont aussi observé dans un essai de 6 ans cet effet différencié au cours de la saison 

de culture, mais à un autre moment : la porosité s’est vue augmentée de 23% au moment de la 

maturité physiologique. (ii) Restituer et incorporer les résidus de culture peut changer le pH, 

en lien avec le cycle biologiques de l’N : dans deux sols acides (podosol avec un pH initial de 

4.5 et tenosol avec un pH initial de 6.2), Butterly et al. (2013) ont réussi à augmenter le pH 
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initial pendant 26 mois. Ce phénomène était dû d’une part à la composition biochimique des 

résidus et au type du sol : la MO s’associe facilement aux ions H+ du sol si le pH du sol est 

inférieur au pKa des groupes acides des composés organiques. D’autre part à la 

décarboxylation et à l’ammonification des composés organiques azotés dans le cadre du cycle 

biologique de l’N. Il n'est pas nécessaire d’avoir une décomposition complète des résidus pour 

observer un changement de pH par la voie biologique (Tang et Yu, 1999). (iii) Restituer et 

incorporer les résidus influence la capacité d’échange cationique du sol (CEC). Rezig et al. 

(2013) ont montré qu’après 5 saisons de culture, l’incorporation de résidus de froment 

augmentait substantiellement (+21%) la CEC dans la couche 0-20cm, comparé au contrôle 

(+9%). (iv) Incorporer les résidus protège plus les agrégats vis-à-vis de l’impact des pluies, et 

des risques de compaction et d’érosion associés (Turmel, 2015). 

Chacun de ces effets sur la structure et/ou la texture du sol améliore plus ou moins le stockage 

de CO par voie de conséquence. L’effet indirect d’une meilleure stabilité structurale est une 

augmentation du C stable dans le sol (Chenu et al., 2000 ; Bronick et al., 2005). D’après 

Mitchell et al. (2018), l’incorporation en surface des résidus joue dans le stock de MO du sol, 

car la MO en dérivée s’accumule rapidement dans la MAOM aux stades les plus précoces de 

la décomposition, ce qui mène à la formation de puits de C et d’N de long terme comme de 

court-terme. Même si la nuance est de rigueur car les taux d’accumulation dans la POM, plus 

facilement décomposable, sont tout aussi voire plus grands, surtout quand le sol approche sa 

saturation.  

Les résidus incorporés augmentent la température et l’aération du sol ce qui créer un 

environnement favorable pour les microorganismes (Turmel, 2015). La biomasse microbienne 

et les activités de minéralisation seraient supérieures en surface dans les sols non labourés, 

suivant la répartition des résidus dans le profil dès les premières années de traitement 

(McCarty et al., 1998 ; Andrade, 2003 ; Vian, 2009). La masse volumique du sol serait en fait 

corrélée positivement à la population de bactéries anaérobies (Rahman et al., 2008) : d’après 

une méta-anlyse de Zuber et Vilamil (2016) réalisée sur les données tirées de 139 études, le 

travail réduit promeut une communauté microbienne plus grande et plus active 

(enzymatiquement). Le type de résidus incorporé joue aussi sur la communauté microbienne : 

Su et al. (2020, dans Fu et al., 2021) ont montré que comparé à l’incorporation de résidus de 

froments, incorporer des résidus de maïs engendre une diversité fongique plus faible et un 

pathogénicité fongique plus élevée. Ils ont aussi observé que retourner des résidus de froment 

faisait baisser l’abondance relative de bactéries et champignons mais faisait augmenter celle 
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d’actinomycètes. Enfin, des changements dans la biomasse microbienne peuvent provenir de 

la quantité de substrats incorporés (Lee et Pankrust, 1996). 

F. Diacétate de fluorescéine 

Les activités enzymatiques reflètent les effets cumulatifs de la disponibilité en substrat, la 

demande de produit, l’activité microbienne et les conditions environnementales (Allison et al., 

2011) 

Des études conduites sous différents climats montrent comment les activités enzymatiques des 

microorganismes répondent jusqu’aux modifications les plus subtiles dans les conditions 

environnementales et les pratiques culturales telles que le travail du sol, la fertilisation 

minérale, l’application d’herbicides et de pesticides (Seghers et al., 2003 ; Alvear et al., 2005 ; 

Garcia-Ruiz et al., 2008 ; Gianfreda et Rao, 2011). Chu et al. (2016) ont même montré 

comment différent types d’enzymes répondent différemment à différentes pratiques 

culturales : dans la couche 0-10cm le non labour a augmenté l’activité de toutes les activités 

enzymatiques mesurées, tandis que le type de culture a affecté différemment chacune des 

enzymes testées. 

La mesure de l’hydrolyse du diacétate de fluorescéine est communément utilisée pour 

investiguer l’effet des pratiques culturales sur les microorganismes du sol (Bandick et Dick, 

1999 ; Haynes et Tregurtha, 1999). 

 

 

 

IV. Matériel et méthodes 

A. Matériel 

1. Site expérimental 

a) Localisation 

Le site expérimental est situé en Belgique, en région wallonne, sur la ferme expérimentale de 

Gembloux Agro Bio-Tech (Latitude 50° 33' 45,92"N, Longitude 4° 42' 48,97"E). Il représente 
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une totalité d’1.7ha. Il possède des pentes allant de 1 à 5%, excepté sur une petite partie de sa 

surface où les pentes vont de 7 à 15% (WalOnMap, 2022). 

b) Climat 

Le climat local est océanique tempéré dans la classification de Köppen-Geiger. Il est 

caractérisé par des étés humides et des hivers doux et pluvieux (Lognoul et al., 2017), avec 

des précipitations annuelles moyennes de 819mm et une température annuelle moyenne de 

9.8°C, observées sur la période 2009-2015 (Hiel et al., 2018).  

Au cours des 30 dernières années, il y a eu environ 30 jours de gel en période hivernale 

(décembre à février) à l’échelle du pays mais l’hiver 2022 n’a présenté en moyenne que 16 

jours de gel (BCGMS, 2022a). Sur la période de janvier à juin, pour l’année 2022, 

comparativement aux valeurs observées depuis les 30 dernières années dans la région agricole 

à laquelle appartient le site : le cumul des précipitations est globalement inférieur (d’environ 

25%) et était caractérisé par l’alternance marquée de périodes sèches et pluvieuses, mais le 

cumul des degrés-jours est quant à lui globalement supérieur (d’environ 7%) (BCGMS, 

2022b).  

c) Pédologie 

Le sol est un sol minéral à drainage naturel favorable. Il est de type luvisol cutanique selon la 

classification de la WRB (Word Reference Base for Soil Ressources). En effet, sa texture, 

héritée de dépôts de loess, est majoritairement limoneuse : avec 70 à 80% de limon, 18 à 22% 

d’argile et 5 à 10% de particules de sable (Degrune et al., 2016). L’horizon A est 

majoritairement mince (<40cm d’épaisseur) mais par endroits il est épais (>40cm). L’horizon 

B est principalement textural mais par endroits il est structural (Bah et al,. 2005 ; Legrain, 

2009 ; WalOnMap, 2022). 

d) Caractéristiques physico-chimiques 

D’après une étude physico-chimique réalisée en 2016 (Degrune et al., 2016), la MO dans 

l’horizon de surface était caractérisée par un ratio C :N variant entre 10 et 12. D’après une 

autre étude physico-chimique réalisée en 2018 (Hiel et al., 2018), toujours dans l’horizon de 

surface : le pH moyen des sols du site était de 6.79, les teneurs moyennes en P et K étaient 

respectivement de 1.49 et 2.56 mg.g-1 de terre sèche.  

En comparaison avec la moyenne des sols sous cultures de la région agricole dont fait partie 

ce site (pour la période 2003-2008) (Genot et al., 2008) : les valeurs de pH du site sont 
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normales (avec un pH 6.6 pour la moyenne régionale) mais les valeurs de ses éléments 

nutritifs sont faibles (avec des moyennes régionales de 9.8 en P et en 19.4 en K). 

2. Dispositif expérimental 

Le dispositif expérimental est un carré latin de 4 lignes et 4 colonnes, soit 16 parcelles : 4 

modalités sont répétées 4 fois. Chaque parcelle fait 40m de long et 15m de large. Les 4 

modalités sont : travail conventionnel du sol avec exportation des résidus de culture (CTR-) 

ou avec restitution des résidus de culture (CTR+) et travail réduit du sol avec exportation des 

résidus de culture (RTR-) ou avec restitution des résidus de culture (RTR+). 

Il a été mis en place en automne 2008, de même que l’itinéraire technique et les traitements. 

Avant 2008 le site entier était en travail conventionnel. 

La figure 8 récapitule le dispositif expérimental en donnant en plus une correspondance entre 

numéros de parcelles et modalités expérimentales. 
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Figure 8 : Vue d’ensemble du plan expérimental SOLRESIDUS avec parcelles numérotées. RT : travail réduit du 

sol; CT : travail conventionnel du sol; + : résidus de culture incorporé dans le sol; - : résidus de culture exportés) 

3. Itinéraire technique, pratiques culturales et traitements 

expérimentaux 

La rotation culturale depuis le début de l’essai était comme suit : colza d’hiver (Brassica 

napus) en 2008-09, froment d’hiver (Triticum aestivum) en 2009-10, 2010-11 et 2011-12 12, 

moutarde (Sinapis alba) de couverture en 2012-13, féverole (Vicia Faba) en 2013, froment 

d’hiver en 2014, maïs (Zea mays) en 2015, froment d’hiver en 2016, betterave sucrière (Beta 

vulgaris) en 2017, froment d’hiver en 2018, colza d’hiver en 2019, maïs en 2019, froment 

 
12 La monoculture de froment au lancement de l’essai a été dictée par des impératifs expérimentaux de mise au 

point des mesures à établir 



 

37 

 

d’hiver en 2020, betterave sucrière en 2021. Cette année 2022 la culture plantée et donc celle 

sur laquelle porte la présente étude était du froment d’hiver.  

Les résidus correspondent aux pailles récoltables. L’exportation des pailles est réalisée par 

pressage et enlèvement des ballots, laissant sur le champ les chaumes et les menues pailles. 

Pour le colza l’entièreté des pailles et des siliques est exportée. 

Toutes les parcelles sont déchaumées deux fois lors de l’interculture à une profondeur de 

10cm. Le déchaumage sert entre autre à mélanger en surface les résidus laissés au champ sur 

les parcelles avec rétention de résidus (R+). Mais les parcelles en travail conventionnel (CT) 

sont, en plus des déchaumages, labourées à une profondeur de 25cm avec une charrue à socs. 

Ainsi, sur les parcelles CTR+, les résidus sont enfouis en profondeur.  

La préparation du lit de semences est identique sur toutes les parcelles et se fait à une 

profondeur de 7 cm avec un combiné rotative-semoir précédé par le passage d’un outil avant 

de type poussiculteur. La fertilisation minérale et les traitements fongicides et herbicides sont 

aussi les mêmes partout. 

B. Méthodes 

A chaque culture précédente des mesures ont été faites sur l’essai dans une perspective 

d’approche multidisciplinaire des modalités expérimentales testées : taux de germination, 

développement de la culture (stades BBCH et quantification de la biomasse), respiration du 

sol à l’aide de chambres fermées dynamiques …. Exception faite toutefois des deux premières 

saisons culturales qui ont servi à enclencher la différentiation entre les quatre modalités 

étudiées. 

1. Mesures effectuée sur la culture 

Dans le cadre de cette étude, nous avons repris certaines des mesures mises en place depuis le 

lancement de l’essai : celles qui nous permettraient de décrire le comportement général de la 

culture sous chaque modalité. Ce qui est un point nécessaire pour tirer des conclusions par 

rapport à une partie de notre question de recherche : afin de voir si les modalités 

expérimentales ont un effet sur la production de biomasse, en lien avec des préoccupations de 

rendement des cultures. 

a) Levée des semences 

Le suivi de la levée consistait à observer les graines semées ayant donné de jeunes pousses en 

sortie d’hiver. C’est une mesure qui a été faite une seule fois (le 10 mars). 



 

38 

 

Une observation consistait au dénombrement de tigelles émergées sur une longueur de 50cm, 

sur une ligne de semis. Il y a eu quatre observations par parcelles. 

L’échantillonnage était de type systématique : le premier point d’observation a été choisi 

aléatoirement à l’entrée de la parcelle, le reste des points ont été choisis de manière 

systématique par rapport au premier point. 

b) Stades BBCH 

Le suivi de la phénologie consistait à évaluer à intervalle régulier le stade phénologique de la 

culture pendant qu’elle se développe. « Le développement correspond aux étapes successives 

de différenciation par lesquelles passe l’épi du blé, depuis la germination de la graine, quand 

il n’est qu’un amas de cellules indifférenciées en division, jusqu’à la récolte » (Gouache, 

2015). C’est une mesure qui a été faite de manière hebdomadaire : à partir du 17 mars (en 

début de tallage) jusqu’au 10 juillet (le plus tard possible en fonction de la date de rendu du 

TFE). 

Une observation consistait à observer visuellement (via dissection ou non, en fonction de ce 

qu’on souhaite observer) un plant de froment pour lui attribuer un stade sur l’échelle BBCH 

des céréales (cf. annexe 1). Il y a eu au départ (pour les quatre premières mesures) 10 

observations par parcelle puis le nombre d’observation a été réduit à 3 par parcelle (à partir de 

la cinquième mesure). 

Les plants ont été prélevés à la truelle.  

L’échantillonnage était de type systématique.  

c) Biomasse aérienne 

Le suivi de la biomasse aérienne consistait à évaluer à intervalle régulier la croissance de la 

partie aérienne (tige et feuilles) de la culture. C’est une mesure qui a été faite deux fois : le 21 

avril et le 11 mai. 

Une observation consistait à prélever (au sécateur) la partie aérienne (jusqu’à ras du sol) de 

tous les plants de froment dans un quadrat (environ 0.5m²) afin de les sécher (à l’étuve dans 

des sacs microperforés : 72h à 65°C) puis les peser. Nous avons fait deux observations par 

parcelle. 

L’échantillonnage était de type systématique. 
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2. Mesures effectuées sur les sols 

Il s’agit de mesures inédites, en complément des mesures générales sur la culture, pour 

répondre à l’autre partie de notre de recherche. 

a) Échantillonnage et conditionnement des sols 

Nous avons étudié le sol sur une profondeur de 25cm car nous n’avons pas jugé nécessaire de 

prélever plus profond pour voir des différences entre les modalités.  

Les prélèvements ont été fait avec une tarière à main selon un échantillonnage composite : un 

sous-échantillon comprenait quatre prélèvements équidistant les uns des autres (de sorte à 

dessiner les contours d’un quadrat). Il y avait quatre sous-échantillons par parcelle formant 

l’échantillon composite pour une parcelle, ceci afin de limiter au plus l’hétérogénéité spatiale 

inhérente aux sols. Faire des échantillons composites est essentiel pour évaluer la variabilité 

horizontale et la variabilité verticale de la répartition des microorganismes dans le sol 

(Ranjard et Richaume, 2001). 

Tous les prélèvements ont été fait en une fois (le 25 avril). 

Nous avons mis les échantillons dans des sacs en plastique à la suite de leur prélèvement puis 

les avons entreposés au réfrigérateur à 4°C, dès le retour du champ, afin de stopper la plus 

grande partie de l’activité biologique du sol en attendant qu’ils soient analysés.  

Une fois dans les sacs, les mottes et les carottes ont été brisées à la main pour homogénéiser le 

plus possible leur contenu. 

L’échantillonnage était de type systématique.  

b) Analyses physico-chimiques 

Nous avons pris du sol, de chacun des seize échantillons composite (le 25 mai), pour les 

envoyer au laboratoire provincial d’analyses agricoles de la Hulpe qui a effectué les analyses 

physico-chimiques suivantes : pH, teneurs en C organique et en C total (mg/kg), teneur en N 

total (%), C :N, humus (%) teneurs en P, K, Mg, Ca (mg/100g). 

Le pH a été mesuré dans une solution de KCl. Le C organique, le C total et l’N total ont été 

mesurés par combustion sèche selon la méthode Dumas. L’humus a été calculé à partir d’un 

facteur de conversion entre le CO organique et le C total. Le P disponible a été déterminé par 
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dosage par colorimétrie à flux d'injection. Les cations disponibles ont été déterminés par 

dosage par colorimétrie à flux d'injection 13. 

c) Activité enzymatique des microorganismes du sol 

La méthode choisie est le dosage par spectrofluorométrie de l’hydrolyse du diacétate de 

fluorescéine (FDA) par un sol.  

Son principe est de faire hydrolyser par les microorganismes d’un sol le substrat 

fluorogénique qu’est le FDA. Cette hydrolyse produira de la fluorescéine qui est un composé 

fluorescent sous UV. Ainsi, quantifier la fluorescence d’un mix réactif, dans une plage de 

temps donnée, équivaut à une mesure de l’intensité de l’activité microbienne totale d’un sol. 

Autrement dit, au turnover de la MO de ce sol. 

Il s’agit d’une technique microbiologique : la fluorescence est mesurée dans une microplaque 

ELISA de 96 puits. Ainsi, la fluorescence d’un puit de la microplaque, constitue une mesure 

d’activité enzymatique, pour le sol utilisé dans ce puit. Nous avons donc fait 8 répétitions par 

parcelle, en guise des 8 puits retrouvés par colonne d’une plaque, avec : pour chaque parcelle, 

en plus de la colonne mesurant l’hydrolyse une colonne témoin positif contenant de la 

fluorescéine en concentration croissante ainsi que du sol et du tampon ; et, pour chaque 

plaque mesurée, deux témoins négatifs (un premier ne contenant que de la FDA et du tampon, 

et un second autre ne contenant que du tampon). Nous avons retenu un temps de 3h avant 

d’interrompre chaque hydrolyse, ceci après avoir fait une première mesure de calibrage (avec 

seulement de la fluorescéine et du tampon). L’avantage de cette méthode est qu’elle est 

automatisée, relativement rapide et peut être appliquée dès que le sol a été prélevé. 

Nous avons produit un protocole détaillé de cette méthode, en l’ajustant par essai/erreur lors 

de l’expérimentation, voir annexe 2. 

La première microplaque (contenant les sols de quatre parcelles) a été préparée et mesurée le 

26 avril, la deuxième et la troisième toutes deux le 28 avril, et la dernière le 20 mai. Le délai 

est dû aux possibilités limitées de réservation du spectrofluorimètre.  

Les résultats que nous avons utilisé étaient les données des plaques à t=3h. Pour chaque 

plaque : nous avons soustrait la fluorescence du premier témoin négatif à la fluorescence de la 

fluorescéine produite par hydrolyse dans chaque répétition ; puis, les témoins positifs, 

 
13 Source : site du laboratoire  

https://www.brabantwallon.be/bw/entreprendre-travailler/agriculture-1/pole-laboratoires-d-analyses-agricoles/ 

https://www.brabantwallon.be/bw/entreprendre-travailler/agriculture-1/pole-laboratoires-d-analyses-agricoles/
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particuliers à chaque parcelle, ont servi à établir une droite d’étalonnage (concentration de 

fluorescéine = f(fluorescence du témoin positif) pour chaque parcelle, grâce à laquelle les 

répétitions de fluorescences des hydrolyses de chaque parcelle ont été traduites en 

concentration de fluorescéine. Ce qui nous donne une quantité de fluorescéine produite par 

hydrolyse et corrigée par le témoin négatif. Ainsi nous avons pu calculer la fluorescéine 

produite en moyenne par l’activité enzymatique d’un sol d’une parcelle (Sigler, 2004).  

Ceci dit, les 8 répétitions n’ont pas été utilisées à chaque fois, pour chaque parcelle, dans le 

calcul de la moyenne par parcelle : certaines répétitions donnaient des valeurs aberrantes, ces 

dernières ont alors été retirées du calcul de la moyenne des répétitions afin d’éviter de fausser 

inutilement l’incertitude sur les données. 

d) Respiration microbienne 

Nous avons choisi la méthode MicroResp. C’est une technologie brevetée et commercialisée. 

Elle permet de doser par colorimétrie la respiration des microorganismes d’un sol, sur une 

courte période de temps (entre 4 et 6h, mais nous avons retenu 6h, comme proposé par 

Renault et al., 2013, et aussi après expérimentation).  

Son principe est de disposer deux microplaques face à face en montant l’une, renversée sur 

l’autre : les deux microplaques étant séparées par un troisième élément (seal sur la figure 9), 

faisant en sorte que l’ensemble des puits de chaque plaque se faisant face deux à deux, 

communiquent entre eux en vase clos.  

 

Figure 9 : Les composants du système MicroResp (tiré de Onica et al., 2018) 

Une des microplaques est à puits profonds et contient une quantité fixée de sol (deepwell plate 

sur la figure 9). L’autre est une microplaque ELISA et contient une quantité fixée d’un gel 

d’indication préparé au préalable (detection plate sur la figure 9). Ce gel d’indication contient 
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du bicarbonate de sodium ce qui fait que lorsqu’il est exposé à du CO2 gazeux, son pH 

s’acidifie par adsorption. A mesure que le pH s’acidifie, un indicateur coloré lui donnant sa 

couleur, et sensible aux changements de pH, change de couleur. Ainsi, lorsque les 

microorganismes du sol dans l’une plaque respirent, le gel change de couleur dans l’autre 

plaque au fur et à mesure du temps. Ce changement de couleur est quantifié par 

spectrophotométrie : en soustrayant l’absorbance mesurée du gel dans les puits après 6h de 

respiration des microorganismes à celle mesurée avant le montage du dispositif (au temps 0). 

Il s’agit aussi d’une manière d’estimer l’activité microbienne totale d’un sol. 

Tout comme la méthode employée pour mesurer l’activité enzymatique, un puit représente 

une mesure. Nous avons donc fait 16 répétitions par parcelle, avec deux témoins négatifs par 

plaque mesurée : c’est-à-dire des colonnes ne contenant aucun sol. Dans les plaques, nous 

avons réparti les réplicas des sols en bloc randomisé à la manière de Creamer et al. (2015), 

afin d’éviter tout effet de bord pendant l’incubation. 

L’avantage de cette méthode est qu’elle est automatisée, rapide et permet d’utiliser du sol 

entier (nos résultats sont alors assimilables à des mesures en conditions naturelles). Les petites 

quantités de sol utilisées présentent certainement un problème de représentativité mais cela est 

en théorie contrebalancé par une bonne préparation des sols (Campbell et al., 2003). En effet, 

avant d’être incubé pendant 6h avec du gel d’indication, un sol doit être séché (105°C, 24h à 

l’étuve) pour connaître sa teneur en humidité basale et sa capacité de rétention d’eau 

maximale en fonction desquelles on ajustera son humidité, après l’avoir tamisé, pour assurer 

qu’il soit distribué dans les puits profonds de manière homogène. 

Nous avons produit un protocole détaillé de cette méthode en l’ajustant par essai/erreur lors 

de l’expérimentation, voir annexe 3. 

Deux premières plaques contenant cinq sols en tout ont été incubées ensemble et mesurées le 

07 juin. Deux autres plaques contenant six sols en tout et aussi incubées ensemble, ont été 

mesurées le 10 juin. 

Le traitement des données est un calcul en plusieurs étapes. Il faut commencer par normaliser 

toutes les absorbances à t6 selon la formule suivante : 

(𝐴𝑡6/𝐴𝑡0) × 𝑀𝑜𝑦𝑒𝑛𝑛𝑒(𝐴𝑡0) 

,dans la formule l’absorbance d’un puit à t6 est en fait divisée par celle du même puit à t0, et 

le terme Moyenne(At0) correspond aux absorbances à t0 d’une même colonne.  
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Puis, convertir les absorbances normalisées en %CO2 grâce à la formule suivante : 

𝐴 + 𝐵

(1 + 𝐷 × 𝐴𝑛𝑜𝑟𝑚𝑎𝑙𝑖𝑠é𝑒)
 

,où A= -0.2265, B= -1.606 et D= -6.771. Il s’agit en fait de l’équation de la droite 

d’étalonnage fournie par le fabricant.  

Enfin, calculer le taux de production de CO2 (en µg de CO2-C. g de sol sec-1. H-1) selon la 

formule suivante : 

(
(%𝐶𝑂2

100⁄ ) × 𝑣𝑜𝑙 × (44
22.4⁄ ) × (12

44⁄ ) × (273
(273 + 𝑇)⁄ )

𝑝𝑜𝑖𝑑𝑠 𝑓𝑟𝑎𝑖𝑠 𝑑𝑢 𝑠𝑜𝑙 𝑝𝑎𝑟 𝑝𝑢𝑖𝑡 × (
% 𝑑𝑒 𝑝𝑜𝑖𝑑𝑠 sec 𝑑𝑢 𝑠𝑜𝑙

100⁄ )
)

𝑡𝑒𝑚𝑝𝑠 𝑑′𝑖𝑛𝑐𝑢𝑏𝑎𝑡𝑖𝑜𝑛
 

,où « vol » est l’espace libre dans le puit profond (normalement 945µl), « (44/22.4) » et 

« (12/44) » sont des constantes gazeuses, le « poids frais du sol » est en g, le « temps 

d’incubation » du sol avec le gel est en heures et « T » est la température d’incubation.  

Par puit nous avons donc obtenu un taux de production de CO2. Les 16 répétitions d’une 

même parcelle ont servi pour calculer un taux moyen de production de CO2 par parcelle. 

Cependant les moyennes des sols des parcelles 3, 6, 14 et 8 ont été faites sur seulement 8 

répétitions car la deuxième série de répétitions était dans chaque cas inexploitable. 

e) Biomasse microbienne 

Nous avons employé la méthode dite de fumigation-extraction. Son principe s’articule autour 

de deux parties : une étape où le C contenu dans la biomasse des microorganismes d’un sol est 

rendu mesurable et une autre étape où la MO du même sol est mesurée. En fumigeant au 

chloroforme des échantillons de sol dans un dessiccateur (par sa dépressurisation), on lyse les 

cellules des microorganismes du sol et se faisant on rend partiellement extractibles les 

composés variés précédemment contenus dans ces cellules. Ainsi, en mesurant la MO dans un 

sol fumigé et celle dans le même sol mais non fumigé, on peut déterminer la quantité de C 

microbien : elle correspond à la quantité de C retrouvée en plus dans un échantillon fumigé 

par rapport à un non fumigé. La MO des échantillons se mesure par titrage indirect à partir de 

filtrat d’échantillons de sols dans de l’acide phosphorique (papier filtre Whatmann 595 ½) : en 

présence d’acide fort et de dichromate (K2Cr2O7) la MO du sol (présente dans les filtrats) est 

oxydée (l’oxydation se fait sous chauffage à reflux) et Cr(+VI) réduit en Cr(+III), la quantité 

de dichromate restante est ensuite titrée en retour avec du sulfate d’ammonium fer II, puis la 

quantité de C est calculée. 
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Nous avons fait deux répétitions par parcelle : des titrages à chaque fois pour deux 

échantillons fumigés et deux non fumigés, avec quatre témoins pour chaque répétition (deux 

témoins positifs consistant en de l’acide phosphorique reflué et deux témoins négatifs 

consistant en de l’acide phosphorique non reflué). L’avantage de cette méthode est qu’elle est 

automatisée (un titrateur automatique est utilisé), même si elle peut rapidement prendre 

beaucoup de temps en fonction du nombre d’échantillons à analyser et du nombre 

d’extractions qu’il est possible de faire simultanément (l’extraction prend 30min/échantillon). 

Le calcul de la quantité de C : il faut commencer par calculer le carbone organique extractible 

C1 (µg.ml-1) pour chaque échantillon : 

C1 =  
(Vblanc reflué − Véchantillon)

Vblanc non reflué
× [ac. phosphorique] × Vac.phosphorique × 𝐸

×
1000

Vfiltrat mis à oxyder
 

,où « E » = 3  et correspond à la conversion du carbone organique C[C] en CO2[C(+IV)], les 

volumes du premier terme sont les volumes mesurés par titrage, tous les volumes sont en ml 

et la concentration de la solution d’acide phosphorique est en mol.l-1. 

Puis, le carbone organique extractible C2 (mg. g de sol sec-1) pour chaque échantillon : 

C2 =   
(C1 ×

mextractant

méchantillon frais
)

1000
⁄  

,où les masses sont en g, « mextractant » correspond au poids des acides qui ont servi à oxyder la 

MO du sol et  « méchantillon frais » correspond au poids de l’échantillon de sol avant qu’il ne soit 

filtré avec l’acide phosphorique (10g). 

Enfin on calcule le carbone de la biomasse BC  (mg. g de sol sec-1): 

BC =   
mcarbone organique sol fumigé − mcarbone organique sol non fumigé 

0.38
 

 

,ou le dénominateur est appelé kEC : c’est la partie extractible du C de la biomasse 

microbienne (Joergensen, 1996).  

Par parcelle, la biomasse microbienne moyenne représente alors une moyenne des deux 

répétitions. 

C. Analyse statistique des données 

Les analyses statistiques ont été faites avec Minitab 21. De manière générale nous avons fait 

une analyse de la variance (ANOVA, α =0.05) à un critère de classification (la modalité 

expérimentale) sur toutes les données. Afin de tester l’effet d’une modalité (chacune des 4 

modalités regroupant 4 parcelles sur les 16 parcelles de l’essai) sur les variables que nous 

avons mesurées, donc : soit sur le développement de la culture, sur les paramètres physico-
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chimiques, sur l’activité enzymatique, sur la respiration microbienne ou sur la biomasse 

microbienne. Les ANOVA ont été systématiquement complétées d’une comparaison avec le 

test de Tukey (α =0.05) sur les moyennes des variables dans chaque modalité. 

Les graphiques ont été générés avec Excel. 

V. Résultats et discussion 

A. Résultats 

1. Développement de la culture  

 

Figure 10 : Levée post-hivernale en fonction des modalités expérimentales (±erreur standard). Les lettres 

représentent quelles modalités sont significativement différentes dans le test de Tukey : les modalités ne 

partageant pas de lettre ont une moyenne significativement différente l’une de l’autre. 

La figure 10 montre la levée des tigelles par modalité. Aucune différence significative n’a été 

détectée entre les modalités pour ce paramètre. 
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Figure 11 :  Biomasse aérienne en fonction des modalités expérimentales au cours du temps. 

La figure 11 montre la biomasse aérienne en fonction des modalités, à deux dates situées à 23 

jours d’intervalle, et en pleine saison de culture. Là encore, aucune différence significative n’a 

été détectée entre les modalités.  
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Figure 12 : Évolution des stades phénologiques par modalité expérimentale au cours du temps (±erreur standard).  

Les astérisques représentent des différences significatives (ANOVA) entre les moyennes des quatre modalités : « * » = p <0.05 ; « ** » = p <0.01. Les lettres sont les résultats 

au test de Tukey. Pour des soucis de lisibilité, seuls les résultats significatifs au test de Tukey ont été reportés.
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La figure 12 illustre l’évolution temporelle des stades phénologiques par modalités, entre le 17 mars et le 

10 juillet (soit 131 jours). Sur l’ensemble de la période mesurée il y a très peu de différences 

significatives ayant été détectées par les tests statistiques entre les moyennes des stades phénologiques 

par modalité : seulement 3 relevés phénologiques sur les 15 totaux présentent des différences 

significatives. Autrement dit, la modalité expérimentale a eu une influence sur la phénologie de la culture 

seulement 20% du temps. Il s’impose alors de regarder plus dans le détail pour tenter d’interpréter cette 

information.  

Vu le nombre peu élevé de différences significatives dans le temps, il n’est pas surprenant que les 

courbes pour chaque modalité aient toutes la même allure générale, que nous décrirons comme suit : huit 

parties distinctes, constituées d’une alternance d’un nombre égal de périodes de plateaux et de périodes 

d’augmentation plus ou moins rapide de la phénologie. À chaque période de plateau ou d’augmentation 

correspond grosso modo un stade phénologique en particulier, et chacune est plus ou moins longue 

qu’une autre (avec 26jours pour la période de plateau la plus longue contre 7 jours pour la moins longue 

et 35 jours pour la période d’augmentation la plus longue contre 11 jours pour la moins longue). 

Sur des considérations d’ordre plus physiologique : la première différence décelée entre modalités (26 

mars) intervient au niveau du stade tallage, la seconde (02 juin) intervient au niveau du stade de 

remplissage des grains au moment où le grain est mi-laiteux, la dernière (10 juillet) intervient au niveau 

du stade de sénescence où le grain vient juste d’atteindre la surmaturité. 

 

2. Paramètres physico-chimiques du sol 

Paramètre Modalités 

 CTR+ CTR- RTR+ RTR- 

pH 7.0825a ± 

0.1279  

7.237 a ±0.204 7.253 a ±0.250 7.280 a ±0.201 

C :N 15.09 a ±4.77 11.68 a ±2.13 11.530 a ±1.022 12.52 a ±2.59 

C total = C organique 

(g.kg-1) 

17.43 a ±6.44 12.20 a ±3.16 13.688 a ±1.628 14.80 a ±4.06 

Humus (%) 3.485 a ±1.328 2.440 a ±0.632 2.738 a ±0.326 2.960 a ±0.812 

N total (%) 0.1135 a 

±0.00915 

0.1035 a ±0.007 0.1185 a ±0.005 0.117 a 

±0.001089 

Ca (mg/100g) 253.1 a ±32.1 260.8 a ±33.4 271.8 a ±43.1 278.1 a ±35.6 

K 12.715 a ±1.684 11.639 a ±1.950 14.626 a ±1.1 13.62 a ±254 

Mg 6.648 a ±0.758 6.877 a ±1.548 6.809 a ±1.167 7.124 a ±1.217 

P 11.78 a ±2.60 12.19 a ±3.43 14.43 a ±7.31 12.77 a ±4.61 
Tableau 4 : Statistiques descriptives sur les paramètres physico-chimiques du sol (moyenne ± erreur standard). Les lettres 

sont les résultats au test de Tukey entre modalités. 
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Le tableau 4 montre qu’aucun paramètre physico chimique mesuré n’est significativement différent d’une 

modalité à l’autre. Les pH sont globalement neutres ce qui est un indicateur du bon fonctionnement 

chimique du sol. Aucun élément nutritif n’est en carence dans l’essai.  

Le C :N globalement supérieur à 12 indique, d’après REQUASUD 14, sur base des valeurs courantes dans 

la région wallone, que notre sol fait une minéralisation lente. 

Pour toutes les parcelles, le C total correspond exactement au CO. Cela est dû à la méthode de laboratoire 

utilisée pour mesurer le C total. En effet, dans les sols non calcaires, les méthodes de mesures du C total 

(combustion sèche ou humide), sont une mesure du C organique (Sparks, 1996). 

CTR+ montre un C :N et un % en humus un peu plus élevés que les autres modalités ce qui pourrait 

indiquer un taux de MO un peu plus élevé que les autres modalités. Une éventualité corroborée par un 

taux de CO un peu plus élevé en CTR+ que dans les autres modalités : car le taux de CO est un bon 

estimateur du taux de MO. En effet, le taux de MO dans un sol est difficile à mesurer directement ; et est 

à la place, indirectement estimé par le taux de CO : en multipliant le taux de CO par un facteur estimant 

la quantité de MO par quantité de CO communément trouvée dans les sols (Sparks, 1996).  

3. Microorganismes du sol 

 

Figure 13 : Activité enzymatique, par modalités expérimentales, mesurée via l’hydrolyse du FDA. 

 
14 Réseau de laboratoires wallons d’analyses de sols 
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Aucune différence significative sur les mesures d’activités enzymatiques n’a pu être mise en évidence 

d’une modalité à l’autre qui, somme toute, sont des valeurs très proches. Ce qui est remarquable ceci dit, 

est la très forte variabilité dans les données au sein d’une même modalité. CTR- et RTR+ présentent les 

plus fortes variations dans les données : 54.5% et 59.2% respectivement. CTR+ et RTR+ présentent des 

données moins variables : 31.8% et 29.7% respectivement. 

 

 

Figure 14 : Respiration microbienne, par modalités expérimentales, mesurée via la méthode MicroResp 

Aucune différence significative n’a été détectée entre la respiration basale des microorganismes du sol 

des quatre modalités. Mais, tout comme les résultats aux mesures d’activité enzymatique, on remarque 

une forte variation des données au sein d’une même modalité : la plus faible variation dans les mesures 

est exprimée par les parcelles en CTR+ (17.9%) et la plus forte par celles en RTR- (35.3%). 

En ce qui concerne les mesures de biomasse microbienne, nos résultats semblent incohérents et ne seront 

donc pas présentés. Nous n’avons pu calculer des valeurs de biomasse microbienne car les valeurs 

calculées de C organique extractible ne faisaient que peu de sens (elles étaient négatives). Les données 

brutes sont tout de même disponible à la consultation en annexe 4. 
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B. Discussion 

Concernant la levée des semences. Hiel et al. (2018) trouvaient il y a six ans de cela, à l’occasion d’une 

étude sur l’essai, que les parcelles en RT avaient systématiquement un taux de germination 

significativement inférieures à celles en CT pour les saisons culturales 2010-11, 2013, et 2013-14 (soit, 

respectivement, trois ans, cinq ans et six ans après le lancement de l’essai), mais à partir de la saison 

culturale 2014-15 plus aucune différence significative en modalités n’a été observée sur ce paramètre. 

Notre étude n’a pas non plus révélé de différence significative dans le taux de germination entre 

modalités.  

Concernant la biomasse aérienne. Il s’agit d’une mesure du développement de la culture. L’absence de 

différence significative sur ce paramètre entre modalités, et aux dates mesurées, nous indique tout au plus 

que pendant la saison de croissance le développement de la culture est normal. Hiel et al. (2018) avaient 

reporté pour certaines campagnes de cultures des années précédentes des différences de biomasse 

aérienne entre modalités, mais cela était dû soit au climat (sécheresse pendant les saisons 2009-10 et 

2010-11) soit au taux de germination comme discuté au paragraphe précédent. Vu que nous n’observons 

pas ce genre d’impacts dans notre étude, il semble logique que le développement soit normal.  

Concernant le suivi phénologique. La première différence peut à première vue être considérée comme 

non impactante sur le rendement. En effet, généralement dans le suivi phénologique des céréales à pailles 

telles que le froment, on se préoccupe de l’avancement phénologique des plants pour deux stades clefs : 

le stade épi 1cm 15 et le stade épiaison (Deswarte, 2021). Car des retards ou une précocité trop importante 

à ces stades, en fonction des conditions climatiques de l’année, peuvent entraîner de fortes pertes de 

rendement. Par exemple, des fortes températures et un déficit hydrique en fin de cycle créent un milieu 

stressant pour une culture de froment, si l’épiaison n’est pas faite avant que ce stress ne soit ressenti par 

les plantes on peut enregistrer jusqu’à 1q.ha-1 de perte par jour de retard à l’épiaison (Deswarte, 2021). 

Dans le développement d’un plant de froment, le stade épi 1cm intervient à l’interface entre les deux 

stades de la phase phénologique végétative que sont le tallage et l’élongation de la tige principale. Dans 

notre étude l’arrivée de ce stade a été enregistrée aux alentours du 12 avril. Le simple fait qu’aucune 

différence significative entre modalité n’ait été enregistrée aux alentours du 12 avril, nous indique que la 

différence significative effectivement enregistrée le 26 mars en plein tallage n’a in fine pas été 

impactante dans la phase phénologique végétative.  

Cependant cette dernière différence reste à expliquer, car le plastochrone (rythme en degré-jours de 

production des ébauches de feuilles pour une parcelle) et le phyllochrone (rythme des émissions de 

 
15 Il correspond au décollage d’1cm de l’épi du plateau de tallage. Ce n’est pas un stade de développement au sens strict mais 

plutôt un stade de croissance. 
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feuilles pour une parcelle) sont fixes et dépendent entre autre de la date de semis (Deswarte, 2021). De 

quoi alors pourrait découler cette différence où les plants des parcelles en CTR+ avaient un peu plus de 

talles et ceux des parcelles en RTR+ avaient un peu moins de talles ? Vu que les deux modalités sont en 

R+ on peut exclure un effet de la gestion des résidus. Ce qui nous laisse à penser un effet du travail du 

sol.  

Eylenbosch et al. (2015) ont eu l’occasion de montrer dans une étude sur l’essai, sur la campagne sur la 

culture de froment d’hiver de 2012, grâce à une quantification des systèmes racinaires par imagerie 

proche infra-rouge, qu’en RT le système racinaire était beaucoup plus développé dans la couche 0-10cm 

alors qu’en CT le système racinaire était plus développé sur la profondeur du profil. Plusieurs autres 

études (Munkholm et al., 2008 ; Guan et al., 2015) montrent que la structure racinaire (densité de la 

longueur des racines, densité de la surface des racines, densité du poids des racines) est plus développée 

en CT qu’en RT, sur l’ensemble du profil du sol pendant la période de tallage du froment d’hiver. 

Mirleau et al. (2017) font  les mêmes types d’observation mais sur du tournesol. Certaines de ces études 

ont directement lié cela à des densités apparentes et résistances à la pénétration plus faibles en CT qu’en 

RT (Guan et al., 2015). D’un autre côté, Atwell (1990), en confirmant dans ses travaux les résultats des 

études précédentes, établit un lien entre développement racinaire et tallage plus importants dans des sols 

à structure relâchée (travaillés conventionnellement) en comparaison d’une structure plus compacte : ce 

serait à cause de troubles dans l’acquisition de nutriments du sol en lien avec des changements dans le 

métabolisme des racines et la dimension de leurs cellules quand le sol est difficile à explorer. Masle et 

Passioura (1987) ont mené une étude similaire en tentant d’élucider le lien entre résistance du sol et 

développement végétatif et racinaire de jeunes plants de froment. D’après leurs résultats, la croissance 

végétative des jeunes plants est plus affectée par la résistance du sol que ne l’est la croissance racinaire. 

Tout comme Atwell, ils ont aussi envisagé l’hypothèse d’une fourniture plus faible en nutriments par les 

racines pour expliquer cela, mais celle-ci a été écartée au profit de l’hypothèse d’une réponse des parties 

végétatives à un message hormonal induit chez les racines quand elles rencontrent une forte résistance du 

sol. Toutefois, cela échoue à expliquer pourquoi une différence significative est trouvée seulement à un 

moment du tallage et pas pendant tout le tallage.  

Henriet et al. (2017) rapportent un développement de flore adventice au cours de la saison de culture plus 

important en RT qu’en CT. Dans une expérimentation de longue durée (16 ans) en Allemagne, Albrecht 

(2008) a étudié l’effet d’un travail réduit du sol (vs travail conventionnel et non travail) sur la population 

d’adventices. D’après ses résultats, changer de pratique en passant de CT à RT modifie la répartition des 

graines d’adventices le long du profil du sol pour aboutir, en RT, à une accumulation en surface et à plus 

de biodiversité d’adventices. Ce qui pourrait causer, en RT, la germination de peuplements d’adventices 

en pleine saison de culture. Suite à quoi pertes de rendement et augmentation toujours plus marquée de la 
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banque de graines adventices du sol sont à craindre. Or, l’arrêt du tallage chez un plant de froment est 

contrôlé par sa perception précoce de voisins (autres plantes de la même culture ou adventices), dans une 

tentative de quantifier la compétition pour la quantité lumière dans son entourage avant que sa 

photosynthèse ne soit impactée (Lecarpentier et al., 2019).  

SOLRESIDUS a fait l’objet cette année d’une autre étude dans le cadre de laquelle toute la biomasse 

aérienne dans un quadrat (1m²) a été prélevée pour chaque parcelle, puis le nombre et les espèces 

d’adventices récoltées dans chaque quadrat a été enregistré (cinq quadrats ont été faits par parcelle). La 

figure 15 résume une partie des données issues de cette étude. 

 

Figure 15 : Adventices dans chaque modalités pendant la saison de croissance. 

On observe une présence d’adventices à priori beaucoup plus marquée dans les parcelles en RT que 

celles en CT, et un peu plus en RTR+ (73.9 ±44.8) que dans les trois autres modalités. Toutefois, d’après 

nos tests statistiques sur ces données (mêmes procédure décrite en matériel et méthodes) il n’y a pas de 

différence significative entre modalités (ni pour l’ANOVA ni pour le test de Tukey). 

On pourrait émettre l’hypothèse suivante au vu de la discussion développée : (i) CTR+ prend une légère 

avance en plein tallage, en permettant le développement de plus de talles, car les racines se développent 

plus ; (ii) RTR+ prend un léger retard pour la raison inverse, mais aussi car plus d’adventices font 

compétition plus rapidement et plus agressivement aux froments ; en fin de tallage il n’y a plus de 

différence significative car, (iii) en CTR+, plus de développement plus rapidement signifie aussi plus de 

compétition au sein des froments, et (iv) en RTR+, un équilibre se serait installé entre les froments, entre 
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eux et aussi avec les adventices, vu que la compétition se fait depuis plus longtemps. Enfin, vu que la 

différence significative impliquait deux modalités en R+ et aucune en R-, on peut aussi imaginer que les 

effets proposés en hypothèse se sont manifestés dans chaque modalité de travail du sol parce que les 

résidus étaient retenus au champ.  

La seconde différence entre modalités peut être considérée comme importante à première vue, dans la 

mesure où le stade de remplissage des grains est critique dans la détermination du poids des grains en fin 

de culture. En effet, à titre d’illustration, pendant ce stade qui dure environ 8 semaines, les grains 

accumulent en 4 à 5 semaines de 4 à 9 tonnes de matière sèche par ha (tMS.ha-1) (Deswarte, 2021).  

Il y a trois phases dans ce stade : cf. figure 16. 

 

Figure 16 : Évolution de la teneur en eau et de la teneur en MS au fil des étapes de croissance, de remplissage et de 

dessication d’un grain de blé (tiré de Deswarte, 2021) 

Le « grain laiteux » apparaît pile à la fin de la période de prolifération cellulaire qui se fait au sein des 

grains (où les grains gagnent en volume et en masse fraîche) et au début de la période de transfert de 

sucres (et protéines telles que l’amidon) de la plante-mère vers les grains (où les grains gagnent en masse 

sèche (MS)). Dans la différence significative enregistrée au 02 juin, CTR+ était en moyenne au stade fin 

laiteux quand toutes les autres modalités étaient encore au stade mi-laiteux. Ce qui veut dire qu’en CTR+, 

plus de grains avaient quasiment fini d’amasser leur MS totale.  

Les translocations d’assimilats de la plante vers les grains se fait soit par la photosynthèse post-anthèse 

de la feuille étendard, soit par des réserves pré- et post-anthèse stockées dans les tiges (Bahlouli et al., 
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2008). D’après Sofield et al. (1977), la cinétique d’accumulation de MS dans le grain, par les deux 

sources d’assimilats, est contrôlée par le climat : en cas d’activité photosynthétique optimale le 

remplissage se fait sur une longue durée et en cas de stress hydrique on observe une vitesse de 

remplissage élevée. De sorte que la vitesse de remplissage est plus élevée sous haute température et que 

la durée est plus longue sous température modérée (Sofield et al., 1977). Blum et al. (1996) pour leur 

part, ont montré que la vitesse de remplissage affecte le rendement via le nombre de grains par épi alors 

que la durée affecte le poids 1000 grains.  

De plus, d’une part, Merrien et Milan (1992) ont montré durant que la période de remplissage, en 

conditions de stress, du tournesol peut favoriser la synthèse de protéines plutôt que celle d’huile ou 

d’acides gras, parce qu’elles coûtent moins énergétiquement. D’autre part, Sadras et al. (2005) ont 

observé une augmentation de 6%, des protéines dans les grains de froment cultivés en sol compacté, et la 

différence entre froments en sol compacté et labouré tenait à un rayonnement photosynthétiquement actif 

(RPA) et une transpiration tous deux plus élevés en sol labouré. Tous ces éléments mis bout à bout 

suggérant de voir le choix entre poids 1000 grains/durée de remplissage élevée et nombre de kernels par 

épi/vitesse de remplissage élevée comme un choix entre deux stratégies que la plante fait pour sa survie 

(Mirleau et al., 2017).  

Une quantité d’eau du sol plus ou moins disponible en RT et peu voire pas en CT au moment du 

remplissage du grain s’expliquerait par : des taux d’infiltration supérieurs en RT par rapport à CT (Pikul 

et Asae, 1995), se traduisant en infiltrations substantielles sur de courtes périodes de temps suite à des 

précipitations en CT (Ben-Hur et al., 1998), et donc moins d’eau stockée dans les sols en CT qu’en RT. 

Copec et al. (2015) présentent des résultats allant dans ce sens : après quatre saisons de culture sur le 

contenu en eau du sol RT a en moyenne plus d’humidité dans son sol que CT.  

Moroke et al. (2011) font le lien entre efficience d’utilisation de l’eau et des nutriments et la cinétique de 

remplissage du grain sous différents modes de travail du sol : en RT (comparé à CT), le contenu du sol en 

eau est suffisant au moment du remplissage des grains, alors, des plantes de sorgho tendent à détourner 

une fraction plus ou moins large de leur évapotanspiration (ETP) en transpiration et font donc moins de 

photosynthèse. L’étude de Guan et al. (2015) mentionnée dans la première partie de la discussion va 

aussi dans le sens d’un contenu en eau du sol plus élevé en RT qu’en CT pendant la saison de culture, 

avec en plus, des mesures enregistrées d’ETP supérieures en CT par rapport à RT. 

On pourrait proposer l’hypothèse suivante au vu de la discussion développée : (i) d’après toute 

vraisemblance, les froments en RT et ceux en CT auraient un comportement physiologique différent 

pendant la phase de remplissage du grain : en RT les froments préfèreraient réduire leurs métabolisme 

énergétique en réduisant leur ETP totale, ce qui impacterait leur taux de photosynthèse et leur efficience 
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d’utilisation d’eau photosynthétique, alors qu’en CT les froments augmenteraient leur ETP totale, ce qui 

aurait les effets inverses ; (ii) ces différences de comportement impacteraient la dynamique de 

remplissage du grain et pourraient refléter des différences dans : d’un côté les ressources en eau 

disponibles, et d’un autre côté un choix de la plante d’utiliser ces ressources parcimonieusement et 

s’économiser (en RT) ou ne pas faire en fonction d’elles (en CT) ; (ii) au vu tous les éléments amenés, on 

pourrait imaginer que des messages hormonaux venant des racines jouent dans ce choix d’économie que 

font les froments en RT. 

Les différences significatives enregistrées le 10juillet peuvent être considérés comme non impactantes 

sur le rendement, car quand ce relevé a été effectué les grains venaient tout juste d’entrer en phase de 

surmaturité. Or, à l’échelle du couvert la transition d’une phase de remplissage du grain à une autre est 

relativement progressive : il existe un décalage dans le temps, de l’ordre de quelques jours, entre grains 

d’un même épi ainsi qu’entre épis (Deswarte, 2021). Ainsi les différences significatives observées 

pourraient être la manifestation de ce phénomène. 

Concernant l’activité microbienne dans le sol. La respiration microbienne et l’activité enzymatique FDA 

sont toutes deux une indication sur l’activité catabolique des microorganismes dans le sol. Les 

variabilités relativement fortes constatées dans les jeux de données des mesures de respiration 

microbienne et d’activité enzymatique FDA pourraient être le reflet de l’hétérogénéité dans la répartition 

spatiale de la MO (à l’échelle du micromètre comme celle du mètre) inhérente aux propriétés texturales 

d’un sol et à la manière de le travailler. Une méta-analyse (Zuber et Vilamil, 2016) comparant les 

données de centaines d’études évaluant les effets de différents modes de travail du sol sur la biomasse 

microbienne et l’activité enzymatiques des microorganismes du sol va dans le sens de nos résultats, en 

indique que, dans des essais de long terme, la plupart des sols se comportent similairement au notre face 

au dosage de la fluorescéine. En effet, au-delà de 10ans de pratiques différenciées il n’y a plus de 

différence entre l’activité enzymatique des sols labourés et sols non labourés/en travail réduit. Il en va de 

même pour la biomasse microbienne. Aucune variable (profondeur d’échantillonnage, précipitation, 

profondeur de travail du sol) n’expliquait statistiquement les valeurs de FDA obtenues. 

L’absence de différences significative entre modalités sur ces deux dernières mesures, ainsi que sur le 

C :N, la teneur en CO, le pH, et la teneur en humus ; tend à nous montrer que, globalement, la 

communauté microbienne se comporte de la même manière face à la MO du sol sous toutes les 

modalités. En tout cas au moment de l’échantillonnage. Cela veut dire directement ou indirectement 

plusieurs choses. (i) La variabilité spatiale (verticale sur 25 cm et horizontale) sur les parcelles, lorsque 

prise en compte (via l’échantillonnage composite), n’est pas différente au point d’influer 

significativement : sur l’impact qu’une modalité a sur les propriétés physico chimiques du sol, et, dans la 
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relation entre microorganismes du sol et dynamique de la MO du sol. Ainsi, même s’il s’avérait que la 

diversité taxonomique est différente entre RT et CT comme le suggèrent les études de Degrune et al. 

(2016 ; 2017), ayant trouvé il y a huit de cela : un effet marqué de la profondeur sur la diversité fongique 

et bactérienne, qui était plus importante en surface pour toutes les modalités, et plus importante en CT 

qu’en RT ; ainsi qu’un effet marqué du travail du sol sur la diversité α et β des communautés fongiques et 

bactériennes, où CT comparé à RT avait plus de diversité α que β à la fois pour les communautés 

fongiques et bactériennes. Dans notre étude, cette éventuelle diversité taxonomique ne transparaît dans le 

devenir du CO. (ii) La minéralisation lente nous indique que les populations microbiennes ne cherchent 

pas à croître plus que nécessaire, ce qui peut vouloir dire que soit elles n’y ont pas intérêt (demande trop 

d’investissement d’énergie pour trop peu de retour), soit elles n’en sont pas capables (n’ont pas le bagage 

enzymatique pour décomposer la MO présente dans le sol). La deuxième éventualité pose la question de 

la diversité microbienne fonctionnelle ; mais, on ne peut pas, au niveau d’analyse où nous sommes allés, 

suspecter un rôle d’une diversité microbienne fonctionnelle dans une affinité différente pour, ou dans une 

utilisation différente, des résidus par les microorganismes du sol de chaque modalité expérimentale. (iii) 

Ainsi, le climat est le seul facteur indépendant du site et des modalités, qui n’a pas été testé et aurait peut-

être pu influencer l’activité microbienne totale vers plus ou moins de minéralisation : il serait intéressant 

de voir comment les communautés microbiennes se comportent face à un stress abiotique, une variabilité 

dans les réponses d’une modalité à l’autre nous permettrait d’avoir une autre vision de l’activité 

biologique dans cet essai. Degrune et al. (2017) soulignent à travers leurs résultats que leur étude n’a 

porté que sur une période de temps déterminée tout comme la nôtre (mars à juin, la saison de croissance), 

et qu’il faudrait idéalement suivre la communauté microbienne sur toute l’année pour tirer des 

conclusions plus complètes. 

Le contenu initial en CO total à l’échelle de l’essai était 11.8 g.kg-1  , et huit ans après le lancement de 

l’essai, en 2016, Hiel et al. (2018) n’ont pas trouvé de différence significative entre le CO total initial de 

l’essai et le CO total de l’essai au moment de leur étude. En 2016 aussi, Hiel et al. (2018) ont trouvé un 

taux moyen en CO dans la couche 0-30 cm, à l’échelle de toutes les parcelles, d’environ 12.7 ±1.2 g.kg-1, 

sans différence significative entre le taux de CO des différentes modalités. D’après nos résultats, en 2022, 

ce taux moyen est d’environ 14.53 ±3.8 g.kg-1, mais dans la couche 0-25cm. Au regard des profondeurs 

d’échantillonnage différentes, il est tentant d’envisager à priori une légère augmentation du CO total à 

l’échelle de l’essai depuis 2016. En effet, peut-être que le CO additionnel que nous aurions trouvé en 

échantillonnant 5cm plus profond aurait été suffisant pour parler d’augmentation depuis 2016, mais la 

variance relativement importante dans nos données comparativement à celle de Hiel et al. (2018) nous 

invite à la prudence.  
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Somme toute, ces résultats tendent à nous faire dire que le système que nous avons évalué est stable, 

signe qu’il est engagé dans un processus évolutif et transitionnel tel que déjà proposé par Hiel et al. 

(2018). Probablement que, le système tend vers son équilibre de taux de MO. Mais quoiqu’il en soit, la 

stabilité du système témoigne d’un taux constant de dégradation de la MO et donc de stockage potentiel 

de CO. 

Il est tout de même intéressant de souligner que l’absence de différences significatives entre R+ et R- 

indique dans un sens que l’ajout des résidus n’influe, au final, pas énormément sur la dynamique de la 

MO dans le sol au bout de 14 ans de pratiques différenciées. Cependant, les résidus sont bel et biens 

incorporés en R+, alors, que deviennent-ils s’ils ne transparaissent pas dans les stocks de MO ? Peut-être 

que les effets se feront voir à encore plus long terme : c’est-à-dire que au fil du temps les composés les 

plus récalcitrants des résidus se feront décomposer petit à petit ce qui pourrait résulter en un taux de C 

total plus élevé en R+ qu’en R-, et à ce moment les systèmes en R+ pourraient tendre vers un nouvel 

équilibre du taux de MO, ce qui pourrait in fine changer la dynamique du cycle du C. D’après une étude 

sur un essai de 40 ans menée par Poeplau et al. (2017), continuer à apporter des résidus à un système à 

l’équilibre ne générera aucun stockage additionnel.  

Sur des considérations d’ordre plus méthodologique à présent. Concernant les mesures de respiration 

microbienne, le fabricant précise dans son manuel que le gel d’indication dans chaque puits d’une plaque 

doit présenter un coefficient de variance (écart-type/moyenne *100) inférieur à 5% sur la totalité des 

absorbances mesurées à t0. Mais, des quatre plaques que nous avons préparées et mesurées, deux avaient 

un coefficient de variance d’environ 13% et les deux autres un d’environ 9%. C’est une erreur acceptable 

dans la mesure où nous n’avons pas réussi à isoler la cause de ces coefficients de variance dépassant 5% 

ni au cours de l’expérimentation ni dans la littérature. Mais elle -la cause- pourrait probablement être 

située au niveau de l’étape de préparation du gel ou de l’étape de son insertion dans les plaques ou encore 

au niveau de l’étape de stockage des plaques après leur préparation (notre hypothèse penche plus sur la 

deuxième étape citée). Acceptable aussi dans la mesure où le seuil de 5% n’est pas dépassé de beaucoup. 

Résoudre ce point pourrait être clé dans l’amélioration éventuelle du protocole expérimental produit. 

Concernant les mesures d’activité enzymatique FDA, l’expérimentation mérite plus d’investigation car 

nous avons remarqué en faisant les droites d’étalonnage concentration de fluorescéine = f (fluorescence 

du témoin positif) que, systématiquement le R² chute drastiquement au bout d’une certaine concentration 

de fluorescéine (généralement 0.75 ou 0.5 µg de fluorescéine) dans la régression linéaire.  

Concernant la biomasse microbienne, nous ne nous expliquons pas les problèmes rencontrés dans les 

résultats, car l’expérimentation a, à priori, été menée correctement à tous les niveaux, en accord avec le 

protocole expérimental. Il serait intéressant de refaire une expérimentation selon les mêmes procédés, sur 
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les sols de l’essai, pour voir dans quelle mesure des résultats similaires sont observables. Disposer de 

mesures de biomasse microbienne nous aurait donné des informations sur la taille des communautés dans 

chaque modalité, lesquelles nous aurions pu mettre en parallèle avec d’autres mesures que nous avons 

effectué pour tirer des conclusions globalement plus pertinentes quant à la dynamique d’utilisation et de 

stabilisation de la MO du sol par les microorganismes, par exemple : rapporter le carbone microbien au 

CO total donne des informations sur la disponibilité des substrats carbonés pour les microorganismes 

(=quotient microbien) (Anderson et Domsch, 1989) ; rapporter la vitesse de la minéralisation du CO au 

carbone microbien (=quotient métabolique) donne une indication sur la quantité relative de C utilisé pour 

la croissance (augmentation de biomasse) et pour l’énergie de maintenance de la cellule (respiration) 

chez les microorganismes (Anderson et al., 1990) ; enfin, rapporter le pourcentage de FDA hydrolysée au 

carbone microbien (=quotient d’activité hydrolytique spécifique) donne une indication sur l’activité 

enzymatique FDA résultant de la croissance des microorganismes sur le substrat (enzymes 

extracellulaires) ou de la lyse intracellulaire du substrat (enzyme intracellulaires) (Perucci et al., 2000). 

Dans les sols agricoles on s’attend à des quotients microbiens aux alentours de 2.2% (Anderson et 

Domsch, 1989). Une augmentation ou une diminution du C microbien est censée engendrer une évolution 

similaire du CO total (Anderson et Domsch, 1989). Selon van Capelle et al. (2012), le quotient microbien 

est plus élevé lorsque l’intensité du travail du sol est réduite.  

Un quotient métabolique faible est le signe d’une taux de renouvellement faible de la biomasse 

microbienne, avec une tendance à l’accumulation, voire à la stabilisation de la MO (Anderson et 

Domsch, 1985). Un quotient métabolique élevé, est le signe de stress des microorganismes, indiquant un 

besoin d’énergie de maintenance plus élevé. Un quotient métabolique normal est le signe d’un bon 

équilibre physiologique de la biomasse microbienne : pas de stress nutritionnel ou environnemental. 

Selon Mangalassery et al. (2015), le quotient métabolique augmente avec l’intensité du travail du sol, en 

lien avec une augmentation de la porosité. 

Le quotient d’activité hydrolytique spécifique peut donner des indications sur la dynamique entre 

décomposition de la MO, croissance microbienne et respiration microbienne. 

VI. Conclusion 

Dans cette étude nous avons mis en évidence certaines différences significatives indiquant que la culture 

se comportait différemment au cours de son développement pendant la saison de croissance. L’influence 

des modalités sur les structures physico-chimiques du sol est à suspecter. 
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L’absence de différence significative au niveau du comportement des microorganismes indique qu’il n’y 

a à priori pas de stockage de CO induit par les modalités sur cette saison de croissance. 

Plus de tests sont nécessaires dans l’avenir pour mieux comprendre toutes la complexité des dynamiques 

en jeu et à la fois surveiller la direction que prend le système.  

VII. Perspectives 

Une phénologie retardée peut être un facteur déterminant dans le rendement. Pour compléter notre étude, 

il serait idéal de confronter nos résultats à des mesures supplémentaires sur le rendement de la culture en 

cours. Cela nous permettrait de vérifier si les différences au tallage et au remplissage du grain se 

traduisent en différences de rendement, et si l’absence de différence dans la biomasse continue jusqu’au 

rendement. 

Dans l’optique d’une étude similaire à la nôtre, il serait idéal de faire des mesures supplémentaires pour 

compléter le suivi phénologiques et ainsi éventuellement isoler les causes des différences 

significatives observées. Ces mesures porteraient sur : la taille des chaumes au cours du développement 

phénologique, l’eau du sol par tranche de profondeur au cours du développement phénologique, 

l’utilisation de l’eau du sol par la cultures et les adventices, le suivi de la structure racinaire par tranche 

de profondeur au cours du développement phénologique, la résistance du sol en début de saison. 

L’absence de différence significative sur la décomposition de la MO n’est qu’une première donnée. 

Idéalement, il faudrait d’autres méthodes telles que les technologies microbiennes à haut débit pour avoir 

un aperçu clair de la communauté microbienne et son écologie sous chaque modalité (Lahlali et al., 

2021). A l’instar de Tardy et al. (2015) qui ont réussi à mettre en évidence des liens entre des 

changements dans la diversité microbienne, des pratiques culturales d’intensité différentes et la 

dynamique de la MO dans le sol 

Chivenge et al. (2007) montrent qu’en mesurant la MO par fractions physiques on peut mettre en 

évidence un effet précis des pratiques culturales sur la stabilisation de la MO. D’après leurs résultats, en 

fonction de la texture du sol, une pratique culturale n’influence pas de la même manière les agrégats 

selon leur taille : par exemple en sol sableux la rétention des résidus favorisait la stabilisation de MO 

dans les fractions d’agrégats grands (250-2000µm), et en sol argileux le travail du sol défavoriserait la 

stabilisation de la MO dans les fractions d’agrégats moyennement grands (53-250µm). Ce qui présente 

un intérêt clair quant à la recommandation de pratiques dans le but de stocker du CO : typiquement, cela 

permettrait de déterminer quelle pratique influence quelle fraction d’agrégat, et couplé à de la 
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modélisation par exemple il serait possible de recommander un ensemble de pratiques au potentiel 

stockant le plus élevé.  
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IX. Annexes 

A. Annexe 1 

PRINCIPAUX STADES REPERES DE LA VEGETATION EN 

CEREALES ( tiré de Livre Blanc « Céréales » F.U.S.A. et CRA-

W. Gembloux — Février 2008) 

 

 
 

 

 

(A) 

 

 

(B) 

 

 

(C) 

 

 

Brève description 

Dates approximatives de la réalisation des stades 

en 
région limoneuse 

Froment 

d'hiver 

Escourgeon 

et orge 

d'hiver 

Froment de 

printemps 

et avoine 

Orge de 

rintemps 

21 

 

26 

E 

 

F 

2 

 

3 

Début tallage: début de l'apparition 

des tiges secondaires ou talles. 

Plein tallage: plante étalée. 

Formation de nombreuses talles. 

Fin d'hiver - 

début mars 

 

15-30 mars 

Avant et 

pendant 

l'hiver 

 

01-10 

mars 

Fonction de la date 

de semis 

 

et des conditions 

 

 

 

30 

 

 

 

G 

 

 

 

4 

Fin tallage: la tige maîtresse se 

redresse, les talles commencent à 

se redresser. 

Redressement:  talles dressés. Début 

d'allongement. 

 

 

 

10-15 

avril 

 

 

 

20-25 mars 

 

 

Particulières 

de la saison. 



 

48 

 

 

30 

 

H 

 

5 

Epi à 1 cm: fin redressement. 

Tout début du 1" nœud. 

 

20 avril 

 

5-10 avril 

 

 

31 

 

1 

 

6 

Premier nœud: se forme au ras du 

sol. Décelabe au toucher. 

 

5-10 mai 

 

20-25 avril 

 

15-20 mai 

 

15-20 mai 

 

32 

 

J 

 

7 

Deuxième nœud: apparition du 2"‘ 

nœud sur la tige principale. 

 

12-15 mai 

 

1-5 mai 

 

Fin mai 

 

20-25 mai 

 

 

37 

 

 

K 

 

 

8 

Apparition de la dernière feuille: 

encore enroulée. Tige enflée au 

niveau de l'épi. 

 

 

20-25 mai 

 

 

6-10 mai 

 

 

Début 

juin 

 

 

l-10 juin 

 

 

39 

 

 

L 

 

 

9 

Ligule visible: ligule (oreillette) 

développée. Début de l'apparition 

des barbes pour l'escourgeon. 

 

25 mai 

1 juin 

 

 

15 mai 

 

 

- 

 

 

- 

 

50 

 

N 

 

10,1 

Epi émerge: le sommet de l'épi 

sort de sa gaine. 

 

Début juin 

 

20-25 mai 

 

10-15 juin 

 

15-20 

juin 

 

58 

 

O 

 

10,5 

Epi dégagé: épi complètement 

dégagé de sa gaine. 

 

10-15 juin 

 

Début juin 

  

(A): Echelle selon Zadoks, échelle la plus couremment utilisée (B): Echelle selon 
Keller et Baggiolini 

(C): Echelle selon Feekes et Large
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Levée3 Une feuille Deux feuilles Trois feuilles 

Zadoks Keller 

et Bagglioloni 

Feekes et Large 

10 

A 

1 

11 

B 

1 

12 

C 

1 

13 

D 

1 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Zadoks 

Keller et Bagglioloni 

Feekes et Large 

Début tallage Plein tallage Fin tallage 

21 

E 

2 

26 

F 

3 

30 

H 

4 



 

50 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 Redressement Premier nœud 

Zadoks 30 31 

Keller et Bagglioloni H I 

Feekes et Large 5 6 

 

 

 

 

 

 Deuxième noeud Apparition de la dernière feuille 

Zadoks 32 37 

Keller et Bagglioloni J K 

Feekes et Large 7 8 
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Ligule visible Gaine éclatée Emergence de l'épi 

Zadoks Keller 

et Bagglioloni 

39 

L 

45 

M 

50 

N 

Feekes et Large 9 10 10.1 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
Epi dégagé Début floraison 

Zadoks 58 60 

Keller et Bagglioloni O P 

Feekes et Large 10.5 10.5.1 
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Échelle BBCH améliorée, les échelles individuelles   

Céréales Witzenberger et al., 1989; Lancashire et al., 

1991 

Échelle BBCH des stades phénologiques des céréales 

(froment, blé = Triticum sp. L., orge = Hordeum vulgare L., avoine = Avena sativa L., seigle = 

Secale cereale L.) 

 

Code Définition 

 

Stade principal 0: germination, levée 

0 semence sèche (caryopse sec) 

1 début de 

l'imbibition de la 

graine  

3 imbibition 

complète 

5 la radicule sort de la graine 

6 élongation de la radicule, apparition de poils absorbants et développement des racines 

secondaires  

7 le coléoptile sort de la graine 

9 levée: le coléoptile perce la surface du sol 

 

Stade principal 1: développement des feuilles 1, 2 

10 la première feuille sort du 
coléoptile  

11 première feuille étalée 

12 2 feuilles étalées 

13 3 feuilles étalées 

1.   et ainsi de suite ... 

19 9 ou davantage de feuilles étalées 

 

Stade principal 2: le tallage3 

20 aucune talle visible 

21 début tallage: la première 

talle est visible 

22 2 talles visibles 

23 3 talles visibles 

2.  et ainsi de suite ... 

29 fin tallage 

1 Une feuille est étalée si sa ligule est visible ou si 1’extrémité de la prochaine feuille est visible 

2 Le tallage ou 1’élongation de la tige principale peut intervenir avant le stade 13, dans ce 
cas continuez avec le stade 21 

3 Si 1’élongation de la tige principale commence avant la fin du tallage alors continuez au stade 30. 

 

Stade principal 3: élongation de la tige principale 
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30 début montaison: pseudo-tiges et talles dressées, début d’élongation du premier entre- 
nœud, inflorescence au plus à 1 cm au-dessus du plateau de tallage. 

31 le premier nœud est au plus à 1 cm au-dessus du plateau 
de tallage 32  

32 le deuxième nœud est au plus à 2 cm au-dessus du 
premier nœud 33  

33 le troisième nœud est au plus à 2 cm au-dessus du 
deuxième nœud  

3 . et ainsi de suite ... 

37 la dernière feuille est juste visible, elle est encore 
enroulée sur elle-même 

39 le limbe de la dernière feuille est 
entièrement étalé, la ligule est visible 

 

Stade principal 4: gonflement de 1’épi ou de la panicule, montaison  

41 début gonflement: élongation de la gaine foliaire de la dernière feuille 

43 la gaine foliaire de la dernière feuille est visiblement gonflée 

45 gonflement maximal de la gaine foliaire de la dernière feuille  

47 la gaine foliaire de la dernière feuille s'ouvre 

49 les premières arêtes (barbes) sont visibles (pour les variétés aristées) 

 

Stade principal 5: sortie de l'inflorescence ou épiaison 

51 début de l'épiaison: l'extrémité de 1’inflorescence est sortie de la gaine, l'épillet supérieur est 
visible 

52 20% de l'inflorescence est sortie 

53 30% de l'inflorescence est sortie 

54 40% de l'inflorescence est sortie 

55 mi-épiaison: 50% de 1’inflorescence est 

sortie  

56 60% de l'inflorescence est sortie 

57 70% de l'inflorescence est sortie 

58 80% de l'inflorescence est sortie 

59 fin de l'épiaison: 1’inflorescence est complètement sortie de la gaine 

 

Stade principal 6: floraison, anthèse 

60 début floraison, les premières anthères sont 

visibles  

65 pleine floraison, 50% des anthères sont sorties 

69 fin floraison, tous les épillets ont fleuri, quelques anthères desséchées peuvent subsister 

 

Stade principal 7: développement des graines 

70 stade aqueux: les premières graines ont atteint la moitié de leur taille finale  

73 début du stade laiteux 

75 stade milaiteux: contenu de la graine laiteux, les graines ont atteint leur taille finale mais sont toujours 
vertes 

77 fin du stade laiteux 

 

Stade principal 8: maturation des graines 
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83 début du stade pàteux 

85 stade pâteux mou: contenu de la graine tendre mais sec, une empreinte faite avec l'ongle est 
réversible 

87 stade pâteux dur: contenu de la graine dur, une empreinte faite avec l'ongle est irréversible  

89 maturation complète: le caryopse est dur et difficile à couper en deux avec l'ongle 

 

Stade principal 9: sénescence 

92 sur-maturité: le caryopse est très dur, ne peut pas être marqué à l'ongle  

93 des graines se détachent 

97 la plante meurt et 

s'affaisse 

99 produit après récolte
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B. Annexe 2 

Dosage de l’hydrolyse du diacétate de fluorescéine (ou encore 

fluorescein diacetate en anglais, FDA) par spectrofluorométrie, 

pour mesurer des activités enzymatiques de microorganismes du 

sol 

Principe : Un substrat fluorogénique est un composé qui donnera un produit fluorescent après 

avoir été modifié par une enzyme (Rotman et Papermaster, 1996). La FDA16 est colorant 

estérifié, polaire (donc capable de rentrer dans les cellules d’organismes vivants) et 

fluorogénique (car ne fluoresce pas tant qu’une enzyme active n’a pas retiré un de ses groupes 

chimiques latéraux, tels que l’acétate ou le butyrate) (Babiuk et Paul, 1970). Ainsi, après être 

entrée dans une cellule d’un organisme vivant donné (microorganismes et même 

mammifères), cette molécule sera hydrolysée par certaines enzymes (estérases, protéases, 

lipases) en fluorescéine. Fluorescéine qui, elle, est fluorescente et non polaire, donc se 

concentrera dans la cellule de l’organisme vivant qui l’hydrolyse, il s’ensuit alors que ladite 

cellule brillera -en vert- lorsque exposée à la lumière UV  (Rotman et Papermaster, 1966 ; 

Lundgren, 1981 ; Babiuk et Paul, 1970).  

L’hydrolyse de la FDA en fluorescéine par des enzymes du sol est alors utilisée comme 

indicateur de l’activité microbienne 17  totale d’un sol (autrement dit, une mesure générale du 

 
16 De formule moléculaire C24H16O7 , il est aussi appelé 3,6 – diacétylfluorescéine 
17 Cependant cela n’est qu’en théorie, car des études contradictoires disent par exemple que le temps 

d’incubation –d’un substrat fluorogénique avec un sol- pratiqué dans ce type de tests d’activité enzymatique, qui 

est de quelques heures, n’est pas suffisant pour produire un produit fluorescent à partir d’enzymes intra-

cellulaires et que donc toute mesure d’activité enzymatique par substance fluorogénique serait forcément 

extracellulaire. Ceci ne devrait pas être un problème dans la présente méthode car une sonication est pratiquée 

sur le sol et celle-ci est sensée éclater les membranes cellulaires. Mais, une considération légitime s’impose 

alors : savoir comment différencier l’hydrolyse faite par des enzymes intra-cellulaires (ou à la surface des 

cellules) de celle faite par des enzymes abiontiques stabilisées dans le sol, car par définition seulement l’activité 

d’enzymes associées à des cellules microbiennes actives est considérée comme activité microbienne. Le soucis 

découle du fait qu’il n’est au jour d’aujourd’hui pas possible de séparer et dire avec certitude que ce qu’on 

mesure dans un test d’activité enzymatique est une activité d’enzymes abiontiques ou d’enzymes régulées par 

une cellule microbienne vivante et active. Ainsi, il est opportun de considérer les deux sources d’activités pour 



 

56 

 

 

 

 

turnover de la matière organique du sol), car il a été montré que la plupart des 

microorganismes du sol (champignons, bactéries, et même certains protozoaires et algues) 

présentent bien une activité hydrolytique de la FDA (Schnurer et Rosswall, 1982). 

 

A) Préparations préalables (dans l’ordre) 

 

1) Tampon phosphate (0.1M, pH=7.6) 

• Dissoudre avec un agitateur magnétique 8.7g d’ hydrogénophosphate de potassium18 

et 1.3g de phosphate de monopotassium19 dans 800ml d’eau distillée  

• Ajuster le pH de la solution à 7.6 (Fontvielle et al., 1992) 

• Ajuster le volume de la solution à 1l 

• Le tampon phosphate (TP) peut être conservé au moins deux ans à 4°C, mais pour cela 

il faudrait l’autoclaver avant de le stocker au frais après sa préparation 

 Il peut être préparé une fois pour toute la campagne de mesure, puis autoclavé, 

mis au frais et ressorti à chaque fois qu’on en a besoin. A chaque fois qu’on le 

ressort, il faut l’autoclaver à nouveau avant de le remettre au frais 

 

2) Solutions de fluorescéine 

• Solution de fluorescéine 1 (= solution mère) : dans un falcon, dissoudre 5mg de 

fluorescéine (sigma) dans 10ml d’acétone 

  Peser la fluorescéine directement dans le falcon 

  /!\ l’acétone est toxique et volatil, il doit être manipulé sous une hotte 

chimique et avec des gants 

 
expliquer les effets d’un traitement expérimental lorsqu’on tente d’interpréter une mesure d’activité enzymatique 

du sol (Nannipieri et al., 2012; Nannipieri et al., 2018) 
18 De formule moléculaire K2HPO4, il est aussi appelé orthophosphate dipotassique, hydrogénophosphate de 

dipotassium ou encore phosphate dipotassique 
19 De formule moléculaire KH2PO4, il est aussi appelé dihydrogénophosphate de potassium 
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• Solution de fluorescéine 2 20 : dans un deuxième falcon, diluer 40 fois la solution de 

fluorescéine 1 dans de l’acétone. Puis bien homogénéiser. 

 La solution de fluorescéine 2 doit être préparée à chaque nouveau dosage 

 /!\ La mettre au frais et à l’abri de la lumière dès que préparée 

 

3) Solutions de FDA 

• Solution de FDA 1 (= solution mère) : dans un falcon, dissoudre 50mg de FDA 

(sigma) dans 10ml d’acétone 

• Solution de FDA 2 21 : dans un falcon, diluer 400µl de solution de FDA 1 dans 4.8ml 

de TP et 4.8 ml d’acétone 

 La solution de FDA 2 doit être préparée à chaque nouveau dosage 

 

4) Extraits de sols à mettre dans la microplaque 

• Prélever le sol qui doit être analysé par dosage du FDA 

 Idéalement les mesures sur le sol devraient être effectuées immédiatement 

après échantillonnage, mais si cela n’est pas possible, les échantillons doivent 

être stockés à 4°C le temps d’être utilisés et ce pour une période maximale de 

10 à 15 jours (Nannipieri et al., 2012) 

• Dans un falcon, ajouter 625mg de sol frais, puis 10 ml de TP 

• Incuber au thermoshaker 10min avec agitation : 250tours/min et à 28°C 

• Sonication du falcon pendant 2min 

• Incuber de nouveau 5min avec agitation au thermoshaker : 250tours/min et à 28°C 

 L’extrait de sol est à présent prêt, mais veiller à l’homogénéiser à la main de 

temps en temps tant qu’il n’a pas été utilisé dans la microplaque, afin d’éviter 

qu’il ne décante trop et devienne inutilisable 

B) Mesures de spectrofluorométrie par hydrolyse du FDA  

 

 
20 = solution pour établir les deux courbes d’absorbance standard de la fluorescéine, c’est-à-dire celle sans et 

celle avec prise en compte du quenching provoqué par le sol -lorsque la fluroescéine est en solution avec le sol- 
21  = solution qui sera hydrolysée par les enzymes du sol 
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• Préparer sa microplaque selon ce qu’on veut mesurer 

 /!\  pour tout ce qui suit, on utilise nécessairement des microplaques ELISA noires, 

car opaques : le but est d’éviter que la fluorescence de la fluorescéine d’un puit ne 

vienne interférer avec la mesure de la fluorescence de la fluorescéine d’un puit 

adjacent, il faut ainsi dans le même principe éviter toute contamination des puits 

voisins avec une erreur de pipetage sans quoi l’expérimentation serait nulle et non 

avenue 

 /!\ quand il y a du FDA à ajouter, il est préférable de la rajouter au tout dernier 

moment dans les puits, c’est-à-dire juste avant de mettre la plaque dans l’appareil 

de mesure 

  /!\ avant d’ajouter de l’extrait de sol dans une plaque il convient de 

l’homogénéiser pour remettre le sol en suspension, l’idéal serait de l’homogénéiser 

avant le remplissage de chaque colonne de puits d’une plaque, de plus il faut éviter 

de pipeter dans le fond du falcon sinon on ne prélèvera que du sol et non pas une 

solution de sol ce qui fausserait les mesures 

 Préparation des plaques : chaque micropuit de chaque plaque est rempli de 250µl 

au total, le mix qui compose ces 250µl est cependant différent selon ce qu’on va 

mesurer au spectrofluoromètre. Il y a en tout 3 mesures différentes à effectuer 

(dans l’ordre) au spectrofluoromètre :  

o Premièrement, une mesure pour déterminer des valeurs de référence des 

longueurs d’ondes d’absorption de la fluorescéine à différentes concentration 

de fluorescéine, afin d’établir une courbe d’étalonnage A = f(concentration en 

fluorescéine) (cf. ci-dessous pour voir la manière dont remplir la plaque) 

➢ Cette mesure n’est faite qu’une seule fois pour toute la campagne de 

mesure qui suivra 

➢ Remplissage de la microplaque pour courbe standard de fluorescéine 

(après mesure, cf. annexe A pour établir la courbe d’étalonnage) 

Puits 1 Puits 2 Puits 3 Puits 4 Puits 5 Puits 6 Puits 7 Puits 8 Puits 9 Puits 

10 

Puits 

11 

Puits 

12 
250µl + 

0µl 

250µl + 

0µl 

250µl + 

0µl 

  250µl + 

0µl 

250µl + 

0µl 

250µl + 

0µl 
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240µl + 

10µl 

240µl + 

10µl 

240µl + 

10µl 

  240µl + 

10µl 

240µl + 

10µl 

240µl + 

10µl 

    

230µl + 

20µl 

230µl + 

20µl 

230µl + 

20µl 

  230µl + 

20µl 

230µl + 

20µl 

230µl + 

20µl 

    

210µl + 

40µl 

210µl + 

40µl 

210µl + 

40µl 

  210µl + 

40µl 

210µl + 

40µl 

210µl + 

40µl 

    

190µl + 

60µl 

190µl + 

60µl 

190µl + 

60µl 

  190µl + 

60µl 

190µl + 

60µl 

190µl + 

60µl 

    

170µl + 

80µl 

170µl + 

80µl 

170µl + 

80µl 

  170µl + 

80µl 

170µl + 

80µl 

170µl + 

80µl 

    

150µl + 

100µl 

150µl + 

100µl 

150µl + 

100µl 

  150µl + 

100µl 

150µl + 

100µl 

150µl + 

100µl 

    

130µl + 

120µl 

130µl + 

120µl 

130µl + 

120µl 

  130µl + 

120µl 

130µl + 

120µl 

130µl + 

120µl 
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o Ensuite, une mesure pour établir une courbe d’étalonnage, A = f(concentration 

en fluorescéine quenchée), de la fluorescéine en prenant en compte le potentiel 

effet quenching que pourrait causer le sol dont l’activité enzymatique sera 

mesurée par dosage (ci-dessous pour voir la manière dont remplir la plaque) 

(Nannipieri et al., 2012) 

➢ Cette mesure est faite à chaque nouveau dosage 

o Enfin, une mesure pour déterminer le taux d’hydrolyse de la FDA par le sol 

d’intérêt (cf. ci-dessous pour voir la manière dont remplir la plaque) 

➢ Cette mesure est le dosage à proprement parler 

➢ l’hydrolyse de la FDA est exprimée en µmol de fluorescéine hydrolysée 

min-1 g de sol sec -1  

3 répétitions pour faire la 

courbe standard de fluorescéine 

3 répétitions 

supplémentaires pour faire 

la courbe standard de 

fluorescéine  

Remarque : en théorie juste 3 

répétitions au total suffisent mais 

nous faisons ici 3x2 répétitions pour 

des raisons logistiques 
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 Dans le présent protocole, nous groupons la mesure pour courbe standard 

quenching (cf. annexe A après mesure pour établir la courbe d’étalonnage) et la 

mesure de l’hydrolyse du FDA, face à des préoccupations logistiques : 

➢ Remplissage de la microplaque pour courbe standard quenching et 

hydrolyse FDA : 

Puits 1 Puits 2 Puits 3 Puits 4 Puits 5 Puits 6 Puits 7 Puits 8 Puits 9 Puits 

10 

Puits 

11 

Puits 

12 
225µl + 

25µl + 

0µl 

225µl + 

25µl + 

0µl 

225µl + 

25µl + 

0µl 

225µl + 

25µl + 

0µl 

 195µl + 

25µl + 

30µl 

195µl + 

25µl + 

30µl 

195µl + 

25µl + 

30µl 

195µl + 

25µl + 

30µl 

 220µl + 

30µl 

250µl 

215µl + 

25µl + 

10µl 

215µl + 

25µl + 

10µl 

215µl + 

25µl + 

10µl 

215µl + 

25µl + 

10µl 

 195µl + 

25µl + 

30µl 

195µl + 

25µl + 

30µl 

195µl + 

25µl + 

30µl 

195µl + 

25µl + 

30µl 

 220µl + 

30µl 

250µl 

205µl + 

25µl + 

20µl 

205µl + 

25µl + 

20µl 

205µl + 

25µl + 

20µl 

205µl + 

25µl + 

20µl 

 195µl + 

25µl + 

30µl 

195µl + 

25µl + 

30µl 

195µl + 

25µl + 

30µl 

195µl + 

25µl + 

30µl 

 220µl + 

30µl 

250µl 

185µl + 

25µl + 

40µl 

185µl + 

25µl + 

40µl 

185µl + 

25µl + 

40µl 

185µl + 

25µl + 

40µl 

 195µl + 

25µl + 

30µl 

195µl + 

25µl + 

30µl 

195µl + 

25µl + 

30µl 

195µl + 

25µl + 

30µl 

 220µl + 

30µl 

250µl 

165µl + 

25µl + 

60µl 

165µl + 

25µl + 

60µl 

165µl + 

25µl + 

60µl 

165µl + 

25µl + 

60µl 

 195µl + 

25µl + 

30µl 

195µl + 

25µl + 

30µl 

195µl + 

25µl + 

30µl 

195µl + 

25µl + 

30µl 

 220µl + 

30µl 

250µl 

145µl + 

25µl + 

80µl 

145µl + 

25µl + 

80µl 

145µl + 

25µl + 

80µl 

145µl + 

25µl + 

80µl 

 195µl + 

25µl + 

30µl 

195µl + 

25µl + 

30µl 

195µl + 

25µl + 

30µl 

195µl + 

25µl + 

30µl 

 220µl + 

30µl 

250µl 

125µl + 

25µl + 

100µl 

125µl + 

25µl + 

100µl 

125µl + 

25µl + 

100µl 

125µl + 

25µl + 

100µl 

 195µl + 

25µl + 

30µl 

195µl + 

25µl + 

30µl 

195µl + 

25µl + 

30µl 

195µl + 

25µl + 

30µl 

 220µl + 

30µl 

250µl 

105µl + 

25µl + 

120µl 

105µl + 

25µl + 

120µl 

105µl + 

25µl + 

120µl 

105µl + 

25µl + 

120µl 

 195µl + 

25µl + 

30µl 

195µl + 

25µl + 

30µl 

195µl + 

25µl + 

30µl 

195µl + 

25µl + 

30µl 

 220µl + 

30µl 

250µl 
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 /!\ Immédiatement après avoir préparé une microplaque, la recouvrir de film 

couvrant (afin d’éviter que son contenu ne s’évapore) et l’emballer d’aluminium 

(afin de mettre le FDA/fluorecéine à l’abri de la lumière et ainsi éviter une 

hydrolyse non biologique/dégradation) (Nannipieri et al., 2012) 

4colonnes pour mesurer 

l’hydrolyse des 4 échantillons 

de sol traités 

Témoin 

négatif 

1 

Témoin 

négatif 

2 

4 colonnes pour faire la 

courbe standard de 

fluorescéine avec 

quenching pour les 4 

échantillons de sol traités 
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 /!\ Si une plaque préparée doit être déplacée de son lieu de préparation, veiller à ne 

pas faire de geste brusque pendant le déplacement pour ne pas renverser ni trop 

remuer le contenu des puits  

• Une fois la microplaque prête (d’abord enlever l’aluminium, le film couvrant s’il y en a), 

l’insérer dans l’appareil de mesure pour effectuer les mesures d’absorbance 

 /!\ il faut d’abord exciter la fluorescéine à une longueur d’onde de 490nm (ce qui 

va la faire luminescer) avant de mesurer à 523nm sa densité optique  

 L’appareil de mesure devra être réglé sur les paramètres suivants : incubation à 

28°C et agitation continue de la plaque 

• Ne pas jeter les microplaques, elles peuvent et doivent être lavées afin d’être réutilisées : 

les tremper une voire deux nuit dans un mélange d’eau et de liquide vaisselle, puis rincer 

et sécher à l’air libre 
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Annexe A 

Sol° fluorescéine 2 

dans le puit (en µl) 

Quantité correspondante 

de fluorescéine (en 

µg/puit) 

0 0 

10 0.125 

20 0.25 

40 0.5 

60 0.75 

80 1 

100 1.25 

120 1.5 

 

Tableau des correspondances quantité de fluorescéine-concentration de fluorescéine par p



 

63 

 

 

 

 

 

C. Annexe 3 

MicroResp : mesure de la respiration du sol par spectrophotométrie 

A) Matériaux et réactifs 

- Microplaque (de détection) en polystyrène, format 96 puits, fond plat, micropuits de 

0.35ml   

- Plaque à puits profonds en polypropylène, format 96 puits, fond rond, puits de 1.2ml 

de volume (fabriqué par MicroResp) 

- Dispositif de remplissage - à plateau coulissant en plexiglas - de la plaque à puits 

profonds (fabriqué par MicroResp)  

- Tapis en caoutchouc bidirectionnel de fermeture de la plaque à puits profonds 

(fabriqué par MicroResp)  

- Pince métallique pour resserrer le système plaque à puits profonds/tapis de 

fermeture/microplaque de détection (fabriqué par MicroResp)  

- Dessiccateur 

- Bain-marie 

- Réfrigérateur 

- Spectrophotomètre 

- Etuve 

- Agitateur magnétique chauffant et son barreau aimanté 

- Thermomètre 

- Balance électronique et balance analytique électronique 

- Micropipettes et leurs cônes (p1000, p100) 

- Pipette pasteur 

- Bécher, 1000ml et 100ml 

- Eprouvette graduée, 1000ml 

- Bouteille en verre 

- Falcon, 50ml 
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- Pinceau 

- Gobelet en plastique 

- Aiguille de transfert 16 ou 18G 

- Parafilm  

- Papier aluminium 

- Ruban adhésif  

- Echantillons de sol 

- Source de carbone pour les microorganismes (=substrat). Peut-être n’importe quel 

composé parmi la liste suivante : L-Alanine, L-(+)-Arabinose, L-Arginine, Acide 

citrique, L-Cystéine-HCl, D-(-)Fructose, D-(+)-Galactose, D-(+)-Glucose, Acide γ-

aminobutyrique, Acide α-cétoglutarique, L-Lysine-HCl, L-Acide malique, N-Acétyle 

glucosamine, Acide oxalique, Acide protocatéchuique, D-(+)-Tréhalose 

- Eau déminéralisée 

- Poudre d’agar-agar purifié 

- Chaux sodée auto-indicatrice (Soda lime) 

- Bicarbonate de sodium (NAHCO3) 

- Chlorure de potassium (KCl) 

- Rouge de crésol (C21H17NaO5S) 

 

 

B) Principe 

MicroResp a été développée par Campbell, Chapman et al. (2003) pour mesurer l’évolution 

du CO2 sur une courte période de temps (4-6 h). 

Il s’agit d’une technologie basée sur l’utilisation d’un indicateur coloré (Rouge de crésol) qui 

change de couleur avec le changement de pH : il passe du rose au jaune, quand le pH devient 

plus acide.  
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Le rouge de crésol est préparé dans un milieu d’indication contenant du bicarbonate de 

sodium. Lorsque du CO2 réagit avec le bicarbonate de sodium contenu dans le milieu 

d’indication selon l’équation suivante et le schéma ci-dessous, le pH du milieu d’indication 

décroît et le rouge de crésol change la couleur de ce dernier, ce qui permet de doser la quantité 

de CO2 qui a réagie avec le milieu d’indication (Roswell, 1995) : 

CO2 (gas) + H2O + HCO3
-↔ 2CO3 

2- + 3H+ 

 

 

Méthode colorimétrique Microresp de mesure du CO2 libéré d’un échantillon de sol  

(source : https://www.microresp.com/science) 

 

C) Préparation des échantillons de sol 

 

1) Préparation 

https://www.microresp.com/science
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o Faire des sous-échantillons de sol à partir des échantillons de sol prélevés sur 

le terrain. Tamiser, à l’aide d’un tamis de maille 2mm, chaque sous-

échantillons afin de retirer les racines et les pierres  

 Laisser stockés à 4°C les échantillons de sol prélevés quand ils ne sont 

pas utilisés 

o Ensuite déterminer la teneur en humidité de chaque échantillon de sol prélevé 

en utilisant les sous échantillons tamisés (Voir annexe A pour déterminer la 

teneur en humidité d’un sol) 

o Puis déterminer la capacité maximale de rétention d’eau de chaque échantillon 

de sol prélevé avec les sous échantillons qui ont servi pour déterminer la teneur 

en humidité (Voir annexe B pour déterminer la capacité maximale de rétention 

d’eau d’un sol) 

 

2) Incubation 

Avant que son activité microbienne ne soit mesurée, un sol doit être incubé. Cette incubation 

est nécessaire car le sol qu’on va utiliser pour la mesure (cf. partie D.3) ne doit pas être trop 

humide (auquel cas les échanges gazeux seraient restreints) ni trop sec (auquel cas l’activité 

microbienne serait restreinte). En effet, pour mesurer l’activité microbienne d’un sol, un 

éventail acceptable de sa teneur en humidité est de 30 à 60% de sa capacité maximale de 

rétention d’eau.  

Ainsi, il faut ajuster à entre 30 et 60% de leur capacité maximale de rétention d’eau l’humidité 

des sols qui iront dans les puits profonds pour mesure. Les sols qui sont plus humides que 

60% de leur capacité maximale de rétention d’eau doivent être séchés à l’air libre jusqu’à 

atteindre 60% (au moins) de leur capacité maximale en rétention d’eau, puis incubés 

(Creamer, 2016). 

Donc, l’incubation des sols sert à garder leur humidité constante une fois que celle-ci a été 

ajustée à un pourcentage propice à la mesure de l’activité microbienne. 
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o Ajuster la teneur en humidité des sols dont la respiration sera mesurée (Voir 

annexe C pour l’ajustement de l’humidité d’un sol) 

o Incuber les sols à 25°C dans une étuve, pendant 3 à 5jours avant qu’ils ne 

soient utilisés pour des mesures. Avant d’y insérer les échantillons de sol, 

l’étuve aura été tapissée de papier absorbant mouillé et à l’intérieur d’elle, aura 

aussi été placé une assiette avec de la chaux sodée auto-indicatrice 

 

 Comment incuber ? :  

 

• Remplir chaque puit profond de la plaque à puits profonds avec 

du sol frais tamisé et dont la teneur en humidité a été ajustée. 

Faire en sorte de déterminer le poids du sol dans chaque puits 

profonds (en suivant les étapes suivantes, cf. « comment remplir 

les puits profonds de sol » ci dessous), c’est une donnée 

nécessaire 

➢ Typiquement la quantité de sol requise pour une plaque 

profonde de 96 puits (cf. partie B.3) est de 35 à 50g de 

matière fraîche (MF) 

 

• Comment remplir les puits profonds de sol ?: 

➢ Insérer le plateau coulissant à sa place dans le dispositif 

de remplissage. Dispositif à l’intérieur duquel aura été 

emboité au préalable la plaque à puits profonds vide (cf. 

image ci-dessous) 
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➢ Si on souhaite utiliser plusieurs sols, recouvrir certaines 

colonnes de la plaque avec du ruban adhésif avant de 

commencer le remplissage, de manière à ne mettre que 

le sol souhaité dans les puits souhaités (cf. image ci-

dessous).  

➢ Tarer la balance avec l’ensemble : dispositif de 

remplissage (comprends plateau en plexiglas)  + plaque 

à puits profonds vide (+ ruban adhésif si on en utilise) 

➢ Remplir les puits du dispositif de remplissage en 

saupoudrant du sol au-dessus d’eux (avec une spatule 

par exemple) 

❖ /!\ il ne faut en aucun cas forcer dans les puits le 

sol en tentant de le compacter. Pour remplir, on 

applique du sol sur les puits à remplir, puis on 

saisit le système de remplissage et on le tapote 

doucement mais fermement contre la paillasse 

pour faire tomber le sol dans les puits par la 

gravité. Et on recommence ainsi jusqu’à remplir 

les puits au maximum possible 

Plateau coulissant en plexiglass 

Dispositif de 

remplissage 

Plaque à puits 

profonds insérée 

dans le dispositif 

de remplissage 
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➢ Retirer le plateau en plexiglas séparant les puits du 

dispositif de remplissage des puits de la plaque à puits 

profond, de manière à ce que le sol dans les puits du 

dispositif de remplissage tombe dans les puits profonds 

situés en dessous (cf. image ci-dessous) 

❖ Normalement si l’humidité du sol est bien ajusté 

il devrait tomber naturellement dans les puits, 

mais s’il a du mal à tomber, tapoter fermement 

mais doucement le système de remplissage 

contre la paillasse 

 

➢ Puis peser l’ensemble : dispositif de remplissage 

(comprends plateau en plexiglas) + plaque à puits 

profonds avec sol (+ ruban adhésif si on en a utilisé)  
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❖ Si on veut utiliser plusieurs sols pour remplir la 

plaque, il faut peser après chaque remplissage 

de puits profonds, de manière à avoir accès au 

poids du sol dans chaque puits. L’important est 

de bien tarer avant chaque remplissage et de 

bien brosser les ruban adhésifs (avec un pinceau 

par exemple) après chaque remplissage 

➢ Retirer le dispositif de remplissage, le laver à la main 

avec un détergent, rincer avec de l’eau déminéralisée et 

sécher 

 

o Recouvrir la plaque remplie avec du parafilm et la mettre dans l’étuve. Il faudra 

veiller pendant la durée de l’incubation à ce que le parafilm ne se soit pas déchiré, 

et le remplacer si c’est le cas 

 

D) Protocole de détection colorimétrique de respiration des 

microorganismes du sol 

(crédit pour les images : www.microresp.com) 

(référence supplémentaire : https://www.youtube.com/watch?v=IqWOp21My6c) 

  

1) Préparation de la microplaque de détection 

a) Préparation de la solution mère indicatrice 

 Mesurer 900ml d’eau déminéralisée et les mettre dans un bécher de 1000ml 

 Mettre le bécher sur l’agitateur magnétique chauffant et porter la température 

de l’eau déminéralisée à environ 60°C 

 /!\ ne pas dépasser 65°C auquel cas le rouge de crésol sera rendu 

inutilisable et il faudra recommencer la préparation 

http://www.microresp.com/
https://www.youtube.com/watch?v=IqWOp21My6c
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 Ajouter à l’eau déminéralisée un barreau aimanté et lancer l’agitation à 

intensité moyenne 

 Ajouter à l’eau déminéralisée chaude : 18.75mg de Crésol Rouge, puis 16.77g 

de Chlorure de potassium et enfin 0.315g de Bicarbonate de sodium  

 Le mélange devrait normalement tourner au rose après l’ajout du 

Bicarbonate de sodium 

  /!\ le rouge de crésol est un colorant extrêmement difficile à enlever. 

Eviter tout éclaboussure sur la peau ou les vêtements. Il est donc 

conseillé d’utiliser des gants en le manipulant ainsi que de porter une 

blouse aux manches longues 

 Une fois les trois solutés dissous, ajuster à 1000ml avec de l’eau déminéralisée 

et laisser mélanger encore un peu  

 Transférer les 1000ml de la solution obtenue dans une bouteille en verre. On se 

servira à partir de cette bouteille les quantités nécessaires pour la suite du 

protocole 

 Quand elle a fini d’être utilisée, fermer et stocker la bouteille à 4°C et 

à l’abris de la lumière. La solution mètre indicatrice peut rester stockée 

ainsi jusqu’à 6 mois 

  

b) Préparation de la solution d’agar purifié 3% 

 Ajouter 100ml d’eau déminéralisée dans un bécher de 100ml, puis 3g de 

poudre d’agar dans le même récipient 

 Dissoudre la poudre d’agar dans l’eau déminéralisée jusqu’à obtenir une 

solution translucide, grâce à l’agitateur magnétique chauffant: 100°C, faible-

moyenne intensité, entre 5 à 10min 

 Commencer par agiter le mélange (avec un barreau aimanté) quelques 

secondes à froid pour mettre la poudre d’agar en suspension, puis 

porter la température du mélange à 100°C 

 Arrêter fréquemment l’agitation pour surveiller l’apparition des 

premières bulles, dès qu’elles apparaissent la solution est prête. Il faut 
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alors la retirer de la plaque chauffante, retirer et nettoyer le barreau 

aimanté, puis tout de suite passer à l’étape suivante 

 Après l’avoir transvasée dans une bouteille en verre, faire refroidir la solution 

d’agar 3% obtenue en la laissant à l’air libre 1 à 2 minutes tout en la remuant. 

Puis la placer dans un bain-marie à 60°C et la laisser dans le bain-marie 

 Eviter de la laisser trop longtemps au bain-marie sans la remuer de 

temps en temps avant de passer à la partie B.1.c) 

 Il est conseillé de régler le bain marie sur 55°C plutôt que 60°C, de 

manière à être sûr de ne pas dépasser les 60°C. Car on placera aussi 

par la suite aussi la solution mère indicatrice au bain-marie (cf. partie 

B.1.c) et il faudra alors être absolument sûr que celle-ci ne chauffera 

pas au-delà des 65°C 

 

c) Préparation de la solution de détection (=solution d’agar 1%) 

 Il s’agit de combiner la solution mère indicatrice et la solution d’agar 3% selon 

un ratio 1 :2 (agar :indicatrice)  

 150ml de solution de détection permettent de remplir 7 à 8 

microplaques de détection (cf partie B.1.d)  

 Préalablement au mélange des deux solutions, il faut qu’elles soient à la même 

température. Il faut donc mettre dans une bouteille en verre la quantité de 

solution mère indicatrice requise pour le mélange, puis placer cette bouteille en 

verre dans le bain marie à 60°C 

 Une fois qu’on a vérifié au thermomètre que les températures des deux 

solutions à mélanger sont équilibrées (toutes les deux à température du bain 

marie), effectuer le mélange et l’homogénéiser. Puis replacer la bouteille 

contenant la solution de détection obtenue au bain marie 

 Passer immédiatement à la partie D.1.d) 

 

d) Préparation d’une microplaque de détection 



 

73 

 

 

 

 

L’idéal est de préparer plusieurs microplaques en même temps, car le taux de réussite en les 

préparant n’est pas de 100%. De plus en procédant ainsi on peut faire plusieurs 

expérimentations à la suite. 

 Disperser dans chaque puit de la microplaque un aliquote de 150µl de la 

solution de détection. Veiller à remuer de temps en temps la solution de 

détection pour l’homogénéiser 

 On a le choix entre pipeter la solution de détection à même le bain-

marie en la laissant à l’intérieur, ou la sortir du bain marie pour 

pipeter mais dans ce cas il faut préparer la plaque sans attendre car 

l’agar se gélifiera au bout d’environ une heure hors du bain marie 

 Eviter au mieux toute formation de bulle d’air en déversant la solution 

de détection dans les puits 

 Stocker la microplaque dans un dessiccateur, puis laisser le dessiccateur à 

l’abri de la lumière et à 25°C, en le fermant avec son couvercle, mais, sans 

fermer la valve du couvercle (cf. image ci-dessous) 

 

 Laisser s’équilibrer ainsi pendant 1 à 2jours (/!\ pas plus)  

 Puis si la microplaque de détection n’est pas utilisée rapidement après cette 

période d’équilibrage : la recouvrir de parafilm (/!\ sans étirer le parafilm), 

ensuite mettre de la chaux sodée auto-indicatrice au fond du dessiccateur, enfin 

Valve laissée ouverte 
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placer un gobelet d’eau sur la plateforme du dessiccateur. Refermer le 

dessiccateur ainsi préparé, avec son couvercle, dont la valve sera cette fois 

fermée. 

 Le but est de garder une atmosphère humide dans le dessiccateur tant 

qu’une microplaque y est conservée 

 Remplacer la chaux sodée quand nécessaire (c-à-d quand elle change de 

couleur)  

 

2) Préparation d’un substrat 

On peut préparer autant de solution de substrat qu’on souhaite, avec autant de substrats 

différents qu’on souhaite. Tout dépend de l’objectif de l’étude. 

Il se peut aussi qu’on ne veuille pas utiliser de substrat, auquel cas on mesurera uniquement 

l’activité des microorganismes du sol sur base de la matière organique contenue dans le sol au 

moment de l’échantillonnage. Dans ce cas ignorer cette partie et passer à la partie D.3). 

 Après avoir choisi son substrat, on le prépare en solution selon le ratio : 30mg 

de substrat par g d’eau du sol (l’eau du sol est en fonction du sol avec lequel on 

travaille) 

 Avant de connaître la concentration de la solution de substrat à préparer, on 

doit d’abord connaître le poids (g) ainsi que la teneur en humidité du sol qui ira 

dans chaque puit profond 

 La teneur en humidité du sol est déjà mesurée (cf. partie C.2) ) 

 Quant au poids du sol dans chacun des puits profonds, il y a plusieurs 

manières de le déterminer : soit mesurer le poids de chaque échantillon 

de sol avant de le mettre dans un puit profond (cf. partie C.2) ), soit 

mesurer le poids total d’un échantillon de sol qui sera distribué dans 

plusieurs puits grâce au dispositif de remplissage (cf. partie 

D.3)Méthode 2)  et par la suite diviser ce poids total par le nombre de 

puits remplis avec ledit échantillon 
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 Une fois ces paramètres connus, ils permettent de calculer la quantité de 

substrat nécessaire pour préparer une solution de substrat à la fois concentrée à 

30mg/g d’eau du sol et aussi en quantité suffisante pour remplir les 96puits 

profonds avec des aliquotes de 25µl 

 Exemple de calcul :  

• Si l’humidité du sol est de 24.36% alors il y a 0.244g d’H2O 

par g de sol 

• Si le poids de sol par puits profond est de 0.32g alors chaque 

puit contient 0.078g d’H2O 

• Si le substrat requis est de 30mg/g d’eau du sol alors la 

quantité de substrat à délivrer dans des aliquotes de 25µl est : 

0.078 x 30 = 2.34mg 

• Dissoudre 2.34g de substrat dans 25ml d’eau déminéralisée 

 La solution de substrat est stockée à 4°C et peut rester stockée ainsi jusqu’à 2 

semaines 

 

3) Préparation de la plaque à puits profonds 

Si on utilise un substrat, il faut avant tout le sortir du réfrigérateur et le laisser se réchauffer à 

température de la salle. 

Quant aux échantillons de sol, ils sont déjà ajoutés et incubés à l’intérieur des puits profonds 

depuis 3 à 5 jours (cf. partie C.2). Quand on les sort d’incubation : 

 on y ajoute le(s) substrat(s) dans chaque puits profonds (aliquotes de 

25µl) puis on passe à la partie D.4). Au cas où on n’utilise pas de 

substrat, on passe à la partie D.4) sans attendre 

 

4) Assemblage des composants du système expérimental puis expérimentation 

 Allumer le spectrophotomètre  
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 Vérifier que la microplaque de détection qu’on va utiliser présente la même 

quantité de solution de détection dans chaque micropuit et que sa couleur est 

constante d’un micropuit à l’autre 

 Appliquer fermement le tapis de fermeture en caoutchouc à la plaque à puits 

profonds contenant le sol et le substrat (si on en utilise) (cf. image ci-dessous) 

 

 Placer la microplaque de détection dans le spectrophotomètre et lire 

l’absorbance à 570nm 

 Sauvegarder les résultats au temps (« At0 ») et vérifier le % coefficient de 

variance (%CoV). Jeter la microplaque si le %CoV est >5% et recommencer 

du début avec une autre microplaque de détection 

 Formule CoV : (écart-type/moyenne)*100 

 Immédiatement placer la microplaque de détection sur le tapis de fermeture 

refermant la plaque à puits profonds, en retournant la microplaque de telle 

sorte que le micropuit A1 corresponde au puit profond A12. Appliquer 

fermement en égalisant la pression pour sceller correctement l’ensemble : 

microplaque + tapis de fermeture + plaque à puits profonds (cf. image ci-

dessous) 
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 Puis sécuriser l’étanchéité du dispositif expérimental en mettant en place la 

pince en métal (cf. images ci-dessous) 

 

 Incuber le dispositif expérimental à 25°C pendant 6h 

 Après incubation, précautionneusement désassembler la pince en métal et 

enlever la microplaque de détection 

 Immédiatement lire l’absorbance à 570nm de la microplaque et sauvegarder les 

résultats « At6 » 

 Le sol contenu dans la plaque à puits profonds peut être jeté à présent 

 La microplaque de détection peut être réutilisée tant que la solution 

détection n’a pas séchée et qu’elle est retournée à sa couleur et 

absorbance d’origines 

 Le tapis de fermeture ainsi que la plaque à puits profonds sont lavés à la main 

avec un détergent, rincés avec de l’eau déminéralisée et séchés pour être 

réutilisés 
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Annexe A 

Protocole pour déterminer la teneur en humidité d’un échantillon de sol 

- Peser un échantillon de terre fraîchement prélevée. C’est le poids frais 

- Sécher le sol 24h à 105°C 

- Peser le sol sec. C’est le poids sec 

- Calculer le poids sec du sol (%) de l’échantillon selon la formule suivante : (poids sec 

/ poids frais)*100 

- Calculer la teneur en humidité du sol (%) selon la formule suivante : 100 - %poids sec 

 

Annexe B 

Protocole pour déterminer la capacité maximale de rétention d’eau : adapté de l’article de 

Hardy (1923) 

Il s’agit de la capacité des particules d’un sol de retenir physiquement le maximum d’eau 

contre la force de la gravité, par unité de son poids sec 

- Peser la terre après qu’elle ait été tamisée et séchée à 105°C pendant 24h à l’étuve. 

C’est le poids sec 

- Placer la terre séchée dans un gobelet en plastique dont le fond a été perforé avec une 

aiguille (cf. photographies ci-dessous) 



 

79 

 

 

 

 

 

 La quantité de terre à utiliser est au choix, mais il convient d’utiliser un 

volume d’au moins 20cc. Dans ce protocole nous avons rempli le gobelet en 

plastique de terre jusqu’à la ligne faite au marqueur comme visible sur la 

photographie ci-dessous 

 

- Garder le gobelet maintenu immergé dans de l’eau de telle sorte que la terre qu’il 

contient s’imbibera d’eau avec le temps, par capillarité  
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- Quand la terre dans le bécher sera complètement imbibée d’eau (c’est-à-dire quand la 

surface de l’échantillon de terre sera visiblement mouillée), la peser. C’est le poids du 

sol humidifié. 

- Calculer la capacité maximale de rétention d’eau (%) de l’échantillon selon la formule 

suivante : ((poids sol humidifié – poids sec)/ poids sec)*100 

 

Annexe C 

Protocole pour déterminer à quelle hauteur ajuster l’humidité d’un sol avant de l’incuber : 

Disons qu’on a un sol dont la capacité maximale de rétention d’eau = 52% 

Considérons un échantillon de 50g de ce sol. Cela voudrait dire que 52% du poids total de cet 

échantillon peut contenir de l’eau. Soit 25,5g. 

Disons que la teneur en humidité basale de ce sol est de 15%. Ce qui veut dire qu’un 

échantillon de 50g de ce sol contient 7,5g d’eau. Soit, 7,5ml. 

Disons qu’on a fixé qu’on ajusterait cet échantillon sol à 30% de sa capacité maximale de 

rétention d’eau. 30% de 25,5g = 7,65g. Soit 7,65ml. 

Donc pour arriver à 30% de sa capacité maximale en rétention d’eau, il faut rajouter à cet 

échantillon de sol: 7,65 – 7,5 = 0,15ml d’eau.  

Il faut donc rajouter 0,15ml d’eau à 50g d’un sol dont la teneur en humidité initiale est de 

15% si on veut ajuster l’humidité de ces 50g de sol à 30% de la capacité maximale en 

rétention d’eau de ce sol. 

Concrètement, pour ajuster l'humidité d’un échantillon de sol : on met le sol dans un berlin, 

contenant le volume d'eau nécessaire à l'ajustement, puis on mélange bien le sol avec l'eau 

pour la répartir l'eau de manière homogène dans le sol 
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D. Annexe 4 

Parcelle n° C organique extractible 

des échantillons fumigés 

(mg.g de sol sec-1) 

C organique extractible 

des échantillons non 

fumigés (mg.g de sol 

sec-1) 

Biomasse 

microbienne (mg.g 

de sol sec-1) 

1 0,06845475 0,021490772 0,123589417 

2 0,027894099 0,06092338 -0,08691916 

3 0,059802734 0,004666192 0,145096163 

4 0,083267001 -0,069664275 0,402450727 

5 0,081398166 -0,067495482 0,391825388 

6 0,124173732 0,185201818 -0,160600226 

7 0,124865894 -0,056191467 0,476466739 

8 0,042637134 -0,104627855 0,387539445 

9 0,098079252 -0,074921956 0,455266339 

10 0,042913999 -0,0816255 0,327735523 

11 0,035646306 6,5721E-05 0,093633117 

12 0,114691123 -0,031480366 0,384661813 

13 0,085066621 0,106139438 -0,055454783 

14 0,060840976 0,042652938 0,047863257 

15 0,195950857 0,086423134 0,288230849 

16 0,097456307 0,051262391 0,121562937 
Calculs de biomasse microbienne à partir des échantillons de sol de la première répétition 

 

 

Parcelle n° C organique extractible 

des échantillons 

fumigés (mg.g de sol 

sec-1) 

C organique extractible 

des échantillons non 

fumigés (mg.g de sol 

sec-1) 

Biomasse 

microbienne 

(mg.g de sol 

sec-1) 

1 0,140833885 -0,005090553 0,384011679 

2 0,121178028 -0,042617066 0,431039722 

3 0,093249504 0,000456845 0,244191208 

4 0,093117141 -0,028128569 0,319067658 

5 0,077895433 -0,022515908 0,264240372 

6 0,133884844 0,00110948 0,34940885 

7 0,08861681 -0,023886442 0,296061188 

8 0,149636003 -0,041507587 0,503009446 
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9 0,040900066 0,034981237 0,015575867 

10 0,096889477 -0,03224017 0,33981486 

11 0,391859696 -0,010376897 1,058517348 

12 0,133884844 -0,017229564 0,397669497 

13 0,152018531 0,030543319 0,319671611 

14 0,057710126 0,026235928 0,082826837 

15 0,073990735 0,173861968 -0,262819034 

16 0,13117141 0,099918421 0,082244708 
Calculs de biomasse microbienne à partir des échantillons de sol de la seconde répétition
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E. Annexe 5 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Droite d’étalonnage du sol 1 avec R² ajusté à la bonne concentration de fluorescéine 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Droite d’étalonnage du sol 1 sans ajustement du R² à la bonne concentration de fluorescéine 


