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Lexique 

Abiotique : Non vivant. 

Agriculture : Culture des sols afin d'obtenir les produits d'alimentation. 

Arbuscule : Structure symbiotique d’échange en forme d’arbuste se formant au sein des 
cellules racinaires de la plante hôte suite à la pénétration non dégradante d’un hyphe de 
champignon mycorhizien à arbuscule. 
 
Biotique : Se dit des facteurs liés à l'activité des êtres vivants dans un biotope. 
 
Biotrophe : Se nourrissant aux dépens d'un être vivant. 

Biocénose : Composante vivante de l’écosystème. Ensemble des organismes vivants 
interactifs (plantes, animaux, micro-organismes) coexistant dans un espace définit. 
 
Biotope : Composante abiotique de l’écosystème (revient à la notion de niche écologique). 

Communauté : Ensemble des espèces coexistant dans un environnement. 
 
Ecosystème : Système écologique complexe d’interactions entre la biocénose et le biotope 
qui le composent. 
 
Edaphique : Relatif aux rapports entre les êtres vivants et les sols (pH, humidité, 
concentrations en élément minéraux, etc...). 
 
Locus : Position précise d’un gène sur un chromosome. 
 
Phylogénie : science qui reconstitue les relations de parenté entre les taxons. 
 
Restauration écologique : Processus d'assister l'auto-régénération des écosystèmes qui 
ont été dégradés, endommagés ou détruits. 
 
Rhizosphère : zone du sol directement sous l'influence des racines (des molécules 
exsudées par les racines), et qui va affecter l'activité microbienne. 
 
Services écosystémiques : Ensemble des services rendus par les écosystèmes à 
l’Humanité et plus globalement à la biosphère. 
 
Systématique : C’est un prolongement de la taxonomie, la systématique est la science pure 
de la classification des taxons, via un système permettant de les dénombrer et surtout de les 
classer en les organisant dans un certain ordre, sur la base de principes logiques. 
 
Taxonomie : C’est une branche de la biologie, qui a pour objet de décrire les organismes 

vivants et de les regrouper en entités appelées taxons afin de les identifier. 

Ultramafique : Péridotites ou roches issues de l'altération de la péridotite, comme la 
serpentine. Ultramafique signifie une faible concentration en silice (moins de 45% de la 
masse) et une forte présence de minéraux riches en fer et magnésium (plus de 90%). 

 

 

 

https://fr.wikipedia.org/wiki/Biologie
https://fr.wikipedia.org/wiki/Taxon
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I. Contexte général 
 

La consommation en ressources primaires (minérales, eau, végétaux) ne cesse 

d’augmenter avec le développement technologique, économique et l’expansion industrielle et 

démographique. La croissance de la société et de la civilisation s’appuie fortement sur 

l’exploitation minière et l’exploitation agricole pour trouver les ressources indispensables à 

leur confort et à leurs besoins. D’un côté l’exploitation minière détruit les écosystèmes 

présents sur les zones exploitées, ce qui conduit à la disparition de nombreuses populations 

animales, végétales et microbiennes, menaçant certaines espèces de disparition. Pour éviter 

cette perte de biodiversité, des programmes de restauration écologique doivent être mis en 

place. D’un autre côté, l'agriculture moderne privilégie l'apport de phosphore et d’autres 

éléments essentiels sous leurs formes minérales, rapidement assimilables par les plantes ainsi 

que l’utilisation de pesticides aux dépens d’autres méthodes plus respectueuses de 

l’environnement. Par conséquent certaines ressources naturelles s’épuisent devant une 

consommation grandissante des sociétés contemporaines et des problèmes sanitaires et 

environnementaux liés aux méthodes utilisées par l’industrie minière et agricole émergent. 

Par exemple, le phosphate est une ressource fossile utilisée massivement en agriculture et 

dans une moindre mesure pour la restauration écologique. Si le rythme d'extraction actuel se 

maintient, les réserves mondiales de phosphate seront épuisées d'ici 2100 (Cordell et al. 

2009). Des solutions alternatives doivent être développées pour réduire cette consommation 

effrénée de phosphate et éviter une famine mondiale (FAO, 2014). Notre civilisation en pleine 

croissance démographique entraîne également une demande croissante en matière première et 

en énergie. Pour parvenir à répondre à cette demande croissante, une augmentation constante 

du rythme d’extraction par l’industrie minière des ressources minérales issues des gîtes 

métallifères est nécessaire (Harrison & Rajakaruna 2011). La plupart des gîtes métallifères se 

trouve dans les manteaux d’altération latéritique de la ceinture tropicale. C’est le cas 

notamment en Nouvelle-Calédonie où les sols ultramafiques issus de ces manteaux 

d’altération ont des teneurs élevées en métaux et des carences en éléments essentiels pour les 

plantes. Ces conditions édaphiques extrêmes engendrent une biodiversité exceptionnelle 

(Barthlott et al. 1996 ; Brooks 1987 ; Proctor 2003), dont une partie est en danger d’extinction 

en raison de pressions anthropiques diverses (Myers et al. 2000). L’industrie minière, 

notamment, détruit ces écosystèmes, induisant une perte de biodiversité, et la pollution des 

rivières et des océans. De plus, les organismes vivants dans des conditions environnementales 

extrêmes comme celles des milieux ultramafiques ont des traits uniques et sont donc 
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extrêmement intéressants pour la découverte d’organismes ayant des intérêts 

biotechnologiques. Il est impératif de mettre en place des mesures de préservation et 

restauration écologique pour protéger et  conserver la biodiversité de ces écosystèmes, afin de 

limiter entre autres, les pollutions engendrées par l’érosion et le lessivage des sols. Pour 

restaurer ces écosystèmes dégradés, les processus écologiques initiaux doivent être étudiés 

afin de pouvoir reconstituer une interface entre les sols et les plantes proche de l’origine du 

point de vue de son fonctionnement (Dobson 2008).  

Pour développer une agriculture et restaurer ces écosystèmes de façon durable, il est 

impératif d’utiliser des techniques efficaces et respectueuses de l’environnement, en limitant 

ou en n’utilisant pas d’intrant chimique tel que le phosphore ou les pesticides. Une des 

solutions les plus prometteuses pour l’agriculture et la restauration écologique des milieux 

dégradés est l’utilisation des champignons mycorhiziens. En effet ces champignons ont 

prouvé leur efficacité dans des contextes agronomiques et écologiques en limitant les apports 

d’intrants chimiques (pesticides, N, P, K) et en conférant aux plantes une meilleure nutrition 

minérale et une tolérance aux stress biotiques et abiotiques du milieu.  Parmi les associations 

plantes-champignons, la plus fréquente est la symbiose mycorhizienne à arbuscules : la 

majorité des espèces végétales sont associées, au niveau de leur racine, avec des champignons 

du groupe des Gloméromycètes. Cette symbiose est retrouvée sur tous les continents des îles 

subarctiques à la Péninsule antarctique et dans tous les écosystèmes terrestres (Newsham et al. 

2009 ; Smith et Read 2008). La quasi-universalité de cette symbiose tient au bénéfice 

nutritionnel que les plantes en retirent depuis plus de 400 milions d’années. En effet les 

champignons mycorhiziens à arbuscules (CMA) auraient permis de promouvoir l’apparition 

de racines chez les plantes (Fortin et al. 2015), ce qui aurait permis la conquête des milieux 

terrestres par les plantes permettant ainsi de transformer les milieux terrestres en milieux 

fertiles, c’est-à-dire en sol vivant. On doit à ces tout premiers sols l’établissement graduel des 

végétaux et, conséquemment, l’existence du monde vivant, animal aussi bien que végétal, sur 

la surface terrestre (Fortin et al. 2015). De même que les animaux ne peuvent correctement 

digérer leur bol alimentaire qu'en étant associés à une flore microbienne présente dans leur 

tube digestif, les plantes, à part quelques exceptions, ne peuvent efficacement retirer les sels 

minéraux du sol qu'en étant associées à des champignons mycorhiziens. La symbiose 

mycorhizienne à arbuscule est invisible à l'œil nu. Aussi nous ne nous doutons pas de 

l'abondance de cette symbiose dans notre environnement : un cm
3
 de sol de prairie renferme 

plusieurs dizaines de mètre d'hyphes (Ji et al. 2013). Le champignon forme un réseau 
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mycélien à l'extérieur des racines, explorant le sol et puisant eau et sels minéraux, 

particulièrement le phosphore et dans une moindre mesure l'azote. Ces éléments, présents 

dans le sol mais sous forme peu mobile (P) ou peu abondante (N), sont transférés à la plante 

hôte en contrepartie de glucose (issu de la photosynthèse) et de lipide (Keymer et al. 2017). 

Près de 20% du carbone photosynthétique est transféré au champignon symbiotique (Jakobsen 

& Rosendahl 1990). Dans la nature 90% du phosphore et 60% de l'azote présents dans les 

plantes sont issus de l'activité de ces champignons (Smith et Read 2008). En étendant la 

capacité d'exploration des racines dans le sol, le réseau mycélien améliore la nutrition 

minérale et hydrique des plantes. 

 

II. Problématique et objectifs de la thèse  
 

Les champignons mycorhiziens à arbuscules (CMA) sont potentiellement des outils de 

biotechnologie. Il a été montré qu’un fort taux de succès sur la promotion de la croissance des 

plantes est obtenu avec ces champignons lorsqu’ils sont introduits dans des milieux similaires 

à ceux de leur origine (Caravaca et al. 2003 ; Calvente et al. 2004 ; Marulanda et al. 2007 ; 

Shen & Wang 2011). De plus il a été prouvé récemment que les souches de CMA isolées dans 

des milieux originaux (caractéristiques édaphiques et climatiques spécifiques) sont des 

écotypes adaptés ayant des capacités physiologiques uniques pour faire face aux conditions 

extrêmes qui règnent dans leurs milieux (Lopez-Gutierrez et al. 2008). En Nouvelle-

Calédonie, sur les sols ultramafiques le rapport Ca/Mg est déséquilibré, il y a présence de 

fortes concentrations de métaux lourds et une faible disponibilité en phosphore dans ces sols. 

Il est donc raisonnable de penser que les CMA provenant de ces milieux originaux ont des 

traits uniques et des propriétés physiologiques adaptées à ces conditions. Ces symbiotes sont 

donc des organismes d’étude d’un grand intérêt pour être utilisés en tant que biostimulant des 

plantes en vue d’une restauration écologique des sites miniers dégradés.  

Récemment, les stratégies d’utilisation de souches microbiennes, y compris de CMA, 

pour stimuler les plantes consistaient généralement à sélectionner une souche unique très 

performante. Cependant, depuis peu de temps, les conceptions écologiques ont évolué et la 

vision écosystémique prédominante suppose une conception plus complexe des interactions 

au sein des biocénoses (Berruti et al. 2016 ; Van der Heijden et al. 2015 ; 2016). Les essais 

réalisés jusqu’à présent avec les CMA, sur sol ultramafique en Nouvelle-Calédonie, utilisaient 

généralement un seul isolat. Des essais récents avec 3 isolats de 2 espèces différentes ont 
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donné des résultats intéressants en condition expérimentale (Gensous 2014) et surtout sur le 

terrain (Amir et al. 2014b) suggérant des fonctions complémentaires de ces isolats. 

 L’objectif de cette thèse est de clarifier le lien entre la complexité des communautés 

de CMA et l’efficience de la symbiose mycorhizienne en termes de croissance et d’adaptation 

de la plante hôte.  Dans cette optique, l’hypothèse centrale qui est testée est la suivante : les 

différents taxons de CMA natifs des milieux ultramafiques ont des propriétés physiologiques 

différentes leur permettant d’exercer des fonctions complémentaires vis-à-vis de la plante 

hôte. Dans le milieu ultramafique, les contraintes sont nombreuses ; chaque CMA pourrait 

avoir des propriétés lui permettant de réduire une ou quelques contraintes. Les effets 

simultanés de plusieurs CMA taxonomiquement bien différents pourraient alors permettre de 

réduire la totalité des contraintes et permettre ainsi à la plante de s’adapter et se développer de 

façon optimale dans ces sols extrêmes. Pour atteindre l’objectif fixé ci-dessus, il importe 

d’abord d’obtenir suffisamment d’isolats aussi différents que possible (plusieurs familles), 

puis de les cultiver pour les caractériser. Cette caractérisation vise non seulement à les 

identifier aussi précisément que possible, mais aussi à connaître leurs particularités 

morphologiques et écologiques afin de les relier aux fonctions qu’elles révèleront. 

 Pour répondre à ces objectifs, un travail minutieux de description des isolats les plus 

originaux a permis la découverte de cinq espèces nouvelles de CMA. Au cours de ces travaux, 

j’ai été confronté à la complexité des méthodes d’identification de ces symbiotes, ce qui m’a 

amené à tester d’autres techniques, aboutissant à la mise au point d’une méthode 

d’identification précise et routinière pour l’identification des CMA. Les différents isolats 

identifiés et cultivés en laboratoire ont ensuite été testés en conditions expérimentales afin 

d’évaluer leurs fonctions individuelles et collectives au sein des plantes hôtes. Ce type d’étude 

pourrait ainsi contribuer à l’utilisation des services écosystémiques des CMA pour pallier aux 

dégâts engendrés par l’activité minière sur les sols ultramafiques et d’une façon plus générale, 

à la correction des distortions induites par l’homme au sein des écosystèmes naturels ou 

agricoles. 

Le premier chapitre de cette thèse est une synthèse bibliographique axée sur les points 

développés dans les différents chapitres. Le deuxième chapitre a pour objectif d’isoler, de 

cultiver et d’identifier des CMA provenant de milieux ultramafiques de Nouvelle-Calédonie. 

Le troisième chapitre de cette thèse proposera de développer une méthode précise et routinière 

pour l’identification des spores de CMA. Le quatrième chapitre a pour objectif d’évaluer en 

conditions expérimentales les fonctions individuelles et collectives, au sein de la symbiose 
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mycorhizienne, des différents isolats identifiés dans le deuxième chapitre. Un article de 

synthèse sur la taxonomie des Glomeromycota (Annexe 1) a également été réalisé afin de 

faire le point sur i) l’historique de la taxonomie des CMA, ii) la diversité taxonomique des 

CMA, iii) les caractères morphologiques utilisés pour l’identification des CMA, iv) 

l’affiliation phylogénétique de chacune des espèces de CMA décrites et v) le nombre 

d’espèces de CMA décrites jusqu’à aujourd’hui. Cet article a été placé en annexe, parce qu’il 

n’entre pas directement dans le plan de thèse. 
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I. Situation des champignons mycorhiziens dans le 
monde vivant 

 

 Plusieurs études menées ces dernières décennies indiquent que le fonctionnement 

des écosystèmes est positivement lié à la diversité végétale (Ehrlich 1981 ; Lefcheck et al. 

2015). Contrairement aux plantes, les connaissances concernant les relations entre la diversité 

microbienne et le fonctionnement de l’écosystème restent limitées, en particulier dans les 

environnements terrestres (Bell et al. 2005 ; Peter et al. 2011). Les communautés 

microbiennes jouent un rôle clé dans le maintien de multiples fonctions et services 

écosystémiques, incluant le cycle des nutriments, la production primaire, la décomposition de 

la litière et la régulation du climat (Van der Heijden et al. 2008 ; Wagg et al. 2014). Parmi les 

divers processus écosystémiques sur Terre, la productivité des plantes et le cycle des 

nutriments sont parmi les plus importants pour le bien-être humain et plus globalement pour 

l’existence de la biosphère (Bodelier et al. 2011 ; Bardgett et al. 2014). En raison d’une 

augmentation continue de la croissance démographique mondiale (World Bank 2008), une 

augmentation de la production végétale et une intensification de l'utilisation des terres sont à 

prévoir pour soutenir la demande future en nourriture et en fibres végétales (Wall et al. 2010). 

Comprendre les facteurs contrôlant les multiples fonctions liées à la production végétale et au 

cycle des éléments nutritifs dans un environnement en évolution est donc essentiel pour 

préserver et gérer les écosystèmes naturels dominés par l'homme. La diversité microbienne du 

sol joue un rôle clé dans le maintien de la multifonctionnalité (définie comme la capacité d'un 

écosystème à fournir plusieurs fonctions et services) de l'écosystème en permettant des 

processus tels que la décomposition de la litière et la minéralisation de la matière organique 

(Hooper et al. 2000 ; Wardle et al. 2004) qui permettent le transfert de matière et d'énergie 

entre les différentes communautés d’organismes présents au sein de l’écosystème (Hooper et 

al. 2000 ; Wardle et al. 2004). De plus, plusieurs études expérimentales et observationnelles 

démontrent que les relations entre la biodiversité (c'est-à-dire les microbes et les plantes) et le 

fonctionnement de l'écosystème sont linéaire (Reich et al. 2012 ; Mora et al. 2014). Delgado-

Baquerizo et al. (2016), font passer un message clair aux scientifiques, décideurs, éducateurs 

et aux organisations impliquées dans la compréhension des schémas de biodiversité, des 

micro-organismes et du fonctionnement des écosystèmes : « les pertes de diversité 

microbienne dérivées des activités humaines et du changement climatique réduiront les taux 

de maintien des multiples fonctions et services écosystémiques ». Les résultats de cette étude 

soulignent la nécessité de développer des approches et des politiques pour protéger la 
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diversité microbienne du sol. En effet l’agriculture intensive et l’exploitation minière 

contribuent aux changements climatiques et à l’épuisement du potentiel biologique des sols et 

sont directement liés à la modification des communautés de micro-organismes du sol. Il est 

capital de préserver la multifonctionnalité de ces écosystèmes terrestres pour les générations 

futures. 

  Les champignons jouent des rôles essentiels dans la biosphère notamment dans les 

cycles géochimiques comme celui de l’azote (Boer & Kowalchuk 2001) ou celui du carbone 

(Hogberg & Hogberg. 2002). Ils sont essentiels au recyclage des nutriments dans tous les 

habitats terrestres, car ils sont les principaux décomposeurs des débris végétaux, tels que la 

cellulose et la lignine. Les champignons sont retrouvés de manière abondante dans les sols, 

jusqu’à 200 mètres d’hyphes fongiques dans 1g de sol (Leake et al. 2004). En tant 

qu'hétérotrophes opportunistes, ils ont développé des hyphes pour pénétrer des substrats 

solides et produire des spores pour une dispersion à longue distance. Ils causent de 

nombreuses maladies des plantes et des animaux, mais ils ont également établi des symbioses 

mutualistes avec un large éventail d’organismes : cyanobactéries et algues vertes (chez les 

lichens), bryophytes, ptéridophytes, gymnospermes et angiospermes (chez les mycorhizes : 

acquisition des éléments nutritifs pour les plantes) (Smith & Read 2008), et coléoptères, 

diptères, homoptères, hyménoptères et insectes isoptères. Les champignons sont aussi connus 

en tant que parasites ou agents pathogènes, ils sont bien équipés pour pénétrer les organismes 

hôtes et libérer des spores qui seront transmises efficacement d'un hôte à l'autre, et de 

nombreuses espèces produisent des composés toxiques (mycotoxines). Certains champignons 

peuvent également affecter la santé humaine de diverses manières. 

 

 

A. Généralités sur les champignons 
 

1. Position phylogénétique des champignons au sein du monde du Vivant 
 

Le Vivant est divisé en trois domaines : les archées, les bactéries (procaryote : organisme 

constitué d'une seule cellule dont le noyau, dépourvu de membrane, est constitué d'un 

chromosome) et les eucaryotes (Hug et al. 2016). Les eucaryotes sont divisés en 10 règnes : 

les Archaeplastida, les Rhizaria, les Alveolata, les Stramenopiles, les Haptobionta, les 

Discicristates, les Excavates, les Opisthokonta, les Amoebozoa et les Cryptobionta 

(Boudouresque 2015 ; Fig. 1).  



25 
 

Le règne des Opisthokonta est composé des animaux (Metazoa) et des champignons, 

ainsi que plusieurs lignées de protistes hétérotrophes, c’est le règne le plus diversifié avec 

approximativement 1350000 espèces. Les animaux émergent d’un groupe paraphylétique de 

protistes, comprenant les choanoflagellés (par exemple, Monosiga), les Filasterea (par 

exemple, Capsaspora) et les Ichthyosporea (Sphaeroforma) (Steenkamp et al. 2006 ; Ruiz-

Trillo et al. 2008 ; Shalchian-Tabrizi et al. 2008 ; del Campo & Ruiz-Trillo 2013). Les Fungi 

et les Nucleariidea forment un groupe frère au groupe des Animaux (Baldauf 1999; Baldauf & 

Palmer 1993). Ainsi les animaux et les Fungi appartiennent au règne des Opisthokonta 

(Baldauf 1999) au sein du domaine des Eucaryotes (Fig. 1). 

 

Figure. 1 : Phylogénie des Eucaryotes, des Opisthocontes et des Fungi modifiée à partir de 

(Blackwell et al. 2012 ; Hibbett et al. 2013 ; Burki et al. 2014 ; Boudouresque et al. 2015 ; 

Spatophora et al. 2016 ; 2017). La branche en pointillés indique que la position 

phylogénétique de ce groupe reste incertaine, elle peut être placée parmi les Mucoromycota 

ou dans un embranchement proche des Mucoromycota.  
 

2. Taxonomie et phylogénie des champignons  
 

Les champignons sont divisés en 7 embranchements d’après l’étude récente de 

Spatophora et al. 2017 : les Cryptomycota/Microsporidia, les Blastocladiomycota, les 

Chidridiomycota, les Zoopagomycota, les Mucoromycota, les Ascomycota et les 

Basidiomycota. 



26 
 

Les lignées basales Cryptomycota, Microsporidia, Chytridiomycota et 

Blastocladiomycota sont des champignons caractérisés par un stade « zoospore » pendant une 

partie de leur vie, ils sont dit « zoosporiques ». Seules les lignées basales ont des spores 

pouvant avoir un flagelle (implanté à l’arrière de la cellule), ce flagelle permet d’assurer une 

mobilité en milieu aquatique. Cependant il existe des exceptions, certaines espèces de ces 

différents embranchements sont munies de plusieurs flagelles alors que d’autres n’en 

possèdent pas. Tous les autres embranchements du groupe des champignons ne possèdent pas 

de flagelle, il y aurait donc eu une perte de flagelle au cours de l’évolution des champignons 

(Boudouresque 2015 ; Spatophora et al. 2016 ; 2017). 

D’après les dernières études (Spatophora et al. 2016 ; 2017) les zygomycètes forment 

un groupe paraphylétique et sont maintenant classés en trois embranchements : les 

Zoopagomycota, Mucoromycota et les Glomeromycota. En 2016 Spatafora et al. réalisent 

une étude phylogénétique basée sur plusieurs gènes de champignons appartenant aux 

Zygomycètes et délimitent deux embranchements les Zoopagomycota, Mucoromycota et un 

sous embranchement des Mucoromycota, les Glomeromycotina. Ce placement des 

Glomeromycota comme sous embranchement des Mucoromycota semble prématuré 

(communication pers. Pr. Redecker). La plupart des zygomycètes (Zoopagomycota, 

Mucoromycota, Glomeromycota) sont caractérisés par des hyphes coenocytiques et des 

sporanges à reproduction asexués, mais certaines lignées sont caractérisées par des hyphes 

cloisonnées ou compartimentées et forment des conidies. Les Zoopagomycota, 

Mucoromycota et les Glomeromycota sont caractérisés par la perte du flagelle fongique et la 

conquête du milieu terrestre (champignons filamenteux). On suppose que cette perte de 

flagelle dans le groupe des Fungi correspond à la transition d’un environnement aquatique à 

un environnement terrestre (Boudouresque 2015 ; Spatophora et al. 2016 ; 2017).  

 Les Glomeromycota représentent les organismes communément appelés 

champignons mycorhiziens à arbuscules (CMA), tous les membres de cet embranchement 

forment des mycorhizes arbusculaires dans les cellules des plantes à l’exception d’une espèce 

Geosiphon pyriformis, un symbiote de cyanobactéries (Redecker & Schüßler 2014). Les 

mycorhizes arbusculaires sont les formes les plus communes de mycorhizes sur la planète, et 

leurs structures (arbuscules) ont été retrouvées sur les premiers fossiles de plantes terrestres 

(Pirozynski & Dalpe 1989 ; Taylor et al. 1995 ; Redecker et al. 2000a, b), confirmant 

l’ancestralité de cette symbiose. Une des hypothèses avancées par plusieurs chercheurs est 

que ces champignons auraient permis aux végétaux aquatiques d’évoluer en plantes 
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vasculaires (Bidartondo et al. 2011 ; Field et al. 2015). Morphologiquement, ils ressemblent 

aux zygomycètes, avec la présence d’hyphe coenocytique et des spores qui ressemblent aux 

azygospores. Ces spores sont formées de manière asexuée et de façon intercalaire ou 

terminale sur l’hyphe, elles peuvent également être formées à partir d’une cellule bulbeuse 

sporogène (Gerdemann & Trappe 1974). La reproduction sexuée n'a jamais été observée pour 

ce groupe et très-peu sont cultivés en culture pure, ce qui empêche l'analyse de caractères 

morphologiques traditionnellement utilisés dans les classifications.  

 Le sous-règne des Dikarya regroupe deux embranchements les Ascomycota et les 

Basidiomycota, ces champignons possèdent des hyphes cloisonnées à intervalle régulier. Les 

Dikarya tirent leurs noms du fait qu’ils produisent généralement des dicaryons, c'est-à-dire 

des cellules qui contiennent deux noyaux haploïdes différents (Spatophora et al. 2016 ; 2017). 

 

 

3. Mode de vie des champignons, focus sur les champignons symbiotiques 
 

Les champignons sont chimio-hétérotrophes, c’est-à-dire qu’ils puisent leur énergie à 

partir des molécules carbonées récupérées dans leur environnement puisqu’ils ne sont pas 

capables de les produire. Ils possèdent différents modes de vie directement liés à leurs modes 

de nutrition et à leurs environnements.  

Les champignons saprophytes se nourrissent de la matière organique morte (bois, 

feuilles, cadavres) et permettent sa dégradation. Ils habitent les sols des champs et des forêts. 

Les champignons saprophytes, représentent jusqu’à 24 % du volume du sol et 1 g de sol 

renferme jusqu’à 4 km d’hyphe en forêt naturelle, ce sont les premiers décomposeurs de la 

matière morte avec les bactéries. En se nourrissant de matière végétale et animale en 

décomposition, ils participent à l'équilibre biologique des sols où ils transforment la matière 

organique en matière minérale, renouvelant ainsi l'humus. Ces champignons jouent donc un 

rôle essentiel de décomposeurs, et les vastes réseaux formés par leurs hyphes jouent 

également un rôle fondamental dans le maintien de la microstructure des sols et notamment 

dans la stabilité des agrégats, la circulation et la mise à disposition de nombreux éléments 

minéraux ou organiques (Rodriguez & Redman 1997). 

Les champignons parasites se nourrissent au dépend d'un autre organisme vivant 

(plante, animal, champignon), le champignon parasite a un effet négatif sur son hôte pouvant 

aller jusqu’à la mort de celui-ci. Certaines espèces peuvent même être considérées comme 
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carnivores puisqu’elles capturent et digèrent leurs proies, souvent des nématodes (Kerry 

2000). Néanmoins ces champignons ont un grand intérêt puisqu’ils permettent de réguler 

l'équilibre des populations dans les écosystèmes.  

Les champignons commensaux tirent profit de leurs hôtes sans leur nuire ni leur 

apporter d’avantage, par exemple ils se servent de leurs hôtes comme support, ils peuvent 

aussi devenir parasite opportuniste si leur hôte est affaibli.   

Les champignons symbiotiques, sont associés de façon durable avec un autre 

organisme, ils peuvent être pathogènes, commensaux ou mutualistes (Martin & Schwab 

2012). L’origine de la symbiose végétale a permis la colonisation du milieu terrestre, en effet 

la première symbiose a eu lieu entre une algue et un champignon et a permis de développer 

une flore pionnière du milieu terrestre : les lichens. Les lichens ont été la seule forme de vie 

végétale terrestre pendant plusieurs millions d’années, ils sont apparus il y a environ 600 MA. 

A cette époque l’émergence et l’érosion des continents ont provoqués des dépôts 

sédimentaires, les rivières et les estuaires se sont alors chargés en sédiments et ont permis 

l’émergence d’algues vivant en eaux peu profondes. Ensuite ces sédiments se sont asséchés et 

une partie de ces algues ont évolué en bryophytes. Avec l’assèchement des sédiments, pour 

ces plantes dépourvues de racines il devenait de plus en plus dur de puiser l’eau et les 

nutriments nécessaires à leurs survies. C’est à ce moment que la symbiose mycorhizienne à 

arbuscules (Glomeromycota) serait apparue. Des fossiles d’arbuscules, sur les premières 

plantes ayant un système racinaire, ont été retrouvés et datés à 400 MA (Redecker et al. 

2000). Les premières plantes qui ont été colonisées par les CMA sont des bryophytes puis les 

fougères, les gymnospermes et les angiospermes. L’établissement de cette symbiose a joué un 

rôle primordial dans l’évolution des plantes vasculaires et a conduit à la prolifération de 

centaines de milliers de nouvelles espèces de plantes. Les autres types de symbiose 

mycorhizienne (les ectomycorhizes, les ect-endomycorhizes, les mycorhizes arbutoïdes, les 

mycorhizes monotropoïdes, les mycorhizes éricoïdes, les mycorhizes orchidoïdes, les 

mycorhizes sébacinoïdes) seraient apparus il y a environ 250 MA (Fortin et al. 2015).  

 

B. Les différentes symbioses mycorhiziennes 
 

H. Anton de Bary en 1869 a décrit le terme « symbiose » comme une interaction 

intime de long terme entre deux ou plusieurs espèces biologiquement distinctes, pouvant aller 

du mutualisme au parasitisme. En 1885 Bernhardt Frank identifie des structures fongiques 



29 
 

dans les racines d’un pin, il invente alors le terme « Mykorrhizen » pour nommer ces 

structures. Le terme « Mykorrhizen » est un terme grec, qui signifie « champignon des 

racines ». Bernhardt Frank décrit la morphologie de ces structures ainsi que leurs rôles 

physiologiques (Strack & Fester 2006). En 1991 Allen définit la mycorhize comme une 

symbiose mutualiste entre une plante et un champignon au niveau des racines de la plante. 

Dans un premier temps un transfert d’énergie de la plante au champignon serait réalisé et 

ensuite des ressources inorganiques seraient allouées par le champignon à la plante. Plus tard, 

Smith & Read (2008) utilisent également le terme de mycorhize, uniquement, pour des 

associations mutualistes. Les mycorhizes se trouvent dans de nombreux environnements, et 

leur succès écologique reflète un haut degré de capacité d’adaptation génétique et 

physiologique (Bonfante & Anca 2009). La Paléobotanique date ces associations à l’ère du 

Dévonien (~400 million années). Ces associations symbiotiques auraient joué un rôle 

prédominant dans l’évolution des plantes aquatiques en plantes terrestres (vascularisation). 

Environ 6000 espèces mycorhiziennes, appartenant aux embranchements des 

Gloméromycota, des Ascomycota et des Basidiomycota, ont été dénombrées, les nouvelles 

techniques moléculaires ont fortement contribué à l’identification de ces différentes espèces 

(Bonfante & Anca 2009). Les champignons qui colonisent les systèmes racinaires sont 

associés avec 85% (Brundrett & Tedersoo 2018) des plantes terrestres. Ils établissent des 

relations intimes et stables qualifiées de symbiose mutualiste connue sous le nom de 

mycorhizes. Ces symbioses génèrent un énorme réseau d’hyphe dans le sol, qui va s'associer à 

la communauté végétale et permettre l’apport de nutriments aux plantes (Cardon & Whitbeck 

2007) améliorant ainsi leurs croissances et leurs résistances aux stress. L'association 

mycorhizienne est l’association la plus importante dans les différents écosystèmes de notre 

planète en terme d’individus concernés et en terme d’impact sur les écosystèmes 

(Mohammadi 2011 ; Lalitha et al. 2017). Actuellement 8 types de mycorhizes sont 

reconnues : les ectomycorhizes, les ect-endomycorhizes, les mycorhizes arbutoïdes, les 

mycorhizes monotropoïdes, les mycorhizes éricoïdes, les mycorhizes orchidoïdes, les 

mycorhizes sébacinoïdes et les endomycorhizes (Smith & Read 2008 ; Fortin et al. 2015). 

Les ectomycorhizes (du grec “ecto”, signifie extérieur) sont très représentées que ce 

soit dans les forêts boréales, tempérées ou tropicales. Elles représentent 30% de la biomasse 

microbienne du sol dans les forêts. Les ectomycorhizes sont des champignons appartenant à 

l’embranchement des Ascomycota et Basidiomycota et sont en interactions avec des plantes 

ligneuses de gymnospermes (ex : Pinaceae) et d’angiospermes (ex : Dipterocarpaceae, 

Fagaceae, Salicaceae et Myrtiaceae). Les ectomycorhizes entourent la racine de la plante hôte 
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avec leur mycélium et forment une structure appelée manchon mycélien ou manteau. Le 

mycélium ne pénètre pas la paroi cellulaire mais entoure les différentes cellules du cortex 

racinaire de la plante ; l’ectomycorhize colonise donc l’espace intercellulaire du cortex 

racinaire de la plante afin de former un manchon pseudo-parenchymateux. Ce réseau 

d’hyphes est appelé « réseau de Hartig », c’est le haut lieu des échanges nutritif entre les deux 

partenaires. Le mycélium du champignon va également se développer dans le sol afin 

d’absorber les nutriments disponibles. Ces nutriments seront soit assimilés et utilisés par le 

champignon ou transmis à la plante via le champignon (Smith & Read 2008 ; Fortin et al. 

2015). 

Chez les ect-endomycorhizes le manchon mycélien est réduit voire absent, en 

revanche, le réseau de Hartig est bien développé mais à la différence des ectomycorhizes les 

hyphes pénètrent dans les cellules du cortex racinaire de la plante. Une espèce de champignon 

peut être ectomycorhizienne sur une espèce de plante et être ect-endomycorhizienne sur une 

autre espèce de plante. Les ect-endomycorhizes sont retrouvées seulement chez certaines 

familles de plantes (ex : Pinaceae) et appartiennent à l’embranchement des Ascomycota 

(genre Wilcoxina) (Smith & Read 2008 ; Fortin et al. 2015). 

Les mycorhizes arbutoïdes font partie des Basidiomycota et sont en interaction avec 

quelques espèces de la famille des Ericaceae. Elles possèdent un manchon mycélien mince, 

des hyphes extra-racinaires et un réseau de Hartig bien développé, les hyphes pénètrent à 

l’intérieur des cellules pour former des pelotons (Mohammadi 2011). 

Les mycorhizes monotropoïdes possèdent des hyphes qui forment un réseau de 

Hartig. Certaines hyphes de ce réseau pénètrent les cellules corticales entraînant une 

invagination de la paroi de ces cellules végétales. Des protubérances dans les cellules 

corticales les plus externes se forment et permettent les transferts de nutriments. Ce type de 

symbiose n’est formé que par un nombre limité de Basidiomycota et seulement chez les 

espèces de plantes du genre Monotropa appartenant aux Ericacées. Au lieu de produire leur 

énergie par la photosynthèse, les espèces du genre Monotropa, sont hétérotrophes (dépourvue 

de chlorophylle) et vivent en parasite. Plus précisément, les Monotropa parasitent la relation 

symbiotique mutualiste entre une ectomycorhize et son hôte (conifère). Les Monotropa 

arrivent à récupérer les sucres issus de l’arbre via le mycélium du champignon (Smith & Read 

2008 ; Fortin et al. 2015). 

Les mycorhizes éricoïdes, ce type de symbiose concerne 5% des espèces de plantes 

appartenant aux Ericacées et une dizaine d’espèces de champignons appartenant à 
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l’embranchement des Ascomycota. Les champignons développent un mycélium intracellulaire 

et forment des pelotons dans le cortex racinaire des Ericacées. Le champignon va permettre 

l’apport de nutriments et va apporter une protection contre les pathogènes et les métaux lourds 

(Smith & Read 2008 ; Fortin et al. 2015). 

Les mycorhizes orchidoïdes, ce type de symbiose concerne 10 % des espèces de 

plantes appartenant aux Orchidées et des champignons appartenant à l’embranchement des 

Basidiomycota. Les champignons développent un mycélium intracellulaire et forment des 

pelotons dans le cortex racinaire des orchidées. Le champignon va permettre la nutrition 

saprophyte de l’orchidée (hétérotrophe) et va apporter une protection contre les pathogènes 

(Smith & Read 2008 ; Fortin et al. 2015). 

Les mycorhizes sébacinoïdes, le champignon Piriformospora (Serendipita) indica a 

été découvert et isolé à partir d’une spore de champignon mycorhizien à arbuscule 

(Funneliformis mosseae) dans le désert du Thar en Rajasthan en Inde (Verma et al. 1998). Ce 

champignon est un Basidiomycota ayant des propriétés symbiotiques. P. indica appartient aux 

Sébacinacées et peut être cultivé en culture pure et produire des spores asexuées. Il permet de 

promouvoir la croissance des plantes en général. Il n’a pas de spécificité d’hôte, il envahit le 

cortex racinaire, pénètre à l’intérieur des cellules, forme des enroulements de mycélium et 

sporule abondamment dans les cellules des racines (Fortin et al. 2015).    

Les endomycorhizes ou mycorhizes à arbuscules, sont retrouvées chez 72% des 

espèces végétales vasculaires terrestres (Brundrett & Tedersoo 2018). Cette symbiose est 

retrouvée chez les mousses, les hépatiques, les fougères, les lycopodes, les conifères et chez la 

majorité des plantes à fleurs, mono et dicotylédones. Ces champignons font exclusivement 

partie de l’embranchement des Glomeromycota, ce sont des champignons pour la plupart 

microscopiques. Le mycélium pénètre dans les cellules corticales de la racine de l’hôte et 

forme des arbuscules, des vésicules et des pelotons dans la cellule végétale. Les échanges 

nutritifs entre les deux partenaires, sont réalisés au niveau des arbuscules. Le champignon 

prospecte le sol via son mycélium et capture des éléments minéraux nécessaires à la plante ; 

en échange de ces éléments minéraux transmis à la plante, la plante va transmettre du sucre au 

champignon et des lipides pour qu’il puisse se développer et accomplir son cycle de vie 

(symbiose obligatoire) (Keymer et al. 2017). Le champignon sporule dans le sol ou dans les 

racines et confère à la plante une résistance aux stress biotiques et abiotiques (Fortin et al. 

2015). 
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II. Les champignons mycorhiziens à arbuscules (CMA) 

A. Cycle de vie et structure des CMA  
 

1. Cycle de vie des CMA 
 

Les CMA sont des biotrophes obligatoires : un partenaire végétal est nécessaire pour 

leur nutrition et accomplir leur cycle de développement. La germination des spores présentes 

dans le substrat (sol) dure 3 à 4 semaines (Fig. 2A). Les hyphes issus des spores germées 

arrivent à proximité d’une racine et changent de morphologie par une ramification prononcée, 

stimulée par des exsudats racinaires tels que les strigolactones (Fig. 2B, C) (Harrison et al. 

2005). En réponse à cette stimulation par la plante, les CMA vont également relâcher des 

facteurs « Myc » dans le sol qui vont entraîner l’activation de la voie de signalisation de la 

symbiose chez la plante (Delaux et al. 2013) et provoquer une augmentation de la formation 

de racines latérales de la plante (Olah et al. 2005 ; Genre et al. 2013). Une fois en contact avec 

la racine, les hyphes forment des appressoriums qui pénètreront l’épiderme des racines 

(rhizoderme) par pression mécanique (Fig. 2D). Le champignon colonise alors la racine et 

forme des hyphes dans les espaces intercellulaires du cortex racinaire (Fig. 2E) puis il 

colonise les cellules corticales de la racine sans toutefois pénétrer la membrane plasmique et 

forme différentes structures tel que les pelotons (Fig. 2F) et l’organe d’échange (nutritif) 

permettant la symbiose : l’arbuscule (Fig. 2G). Le cycle de vie se poursuit par une phase qui 

se caractérise par le développement du mycélium extra-racinaire dans le sol entraînant une 

forte augmentation de la biomasse du CMA (Fig. 2H). Certains CMA forment aussi des 

structures de réserves intra-racinaires, les vésicules (Fig. 2I). Le cycle de vie du CMA se 

termine par une reproduction clonale qui se traduit par la production de spores (Fig. 2J) et le 

cycle de vie dure en général entre 4 et 8 mois (Bécard & Fortin 1998 ; Blaszkowski 2012).  
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Figure 2. Cycle de vie et structure d’un CMA (Claroideoglomus etunicatum nc) isolé d’un sol 

ultramafique en Nouvelle-Calédonie et cultivé in vitro sur un milieu MSR avec des racines de 

chicorée Ri-T-DNA. A. Germination de la spore. B. Ramification de l’hyphe germinatif en 

présence d’une racine de chicorée Ri-T-DNA. C. Prolifération des hyphes de prospections 

(runner hyphae) et contact entre la racine et le CMA. D. Appressorium perforant la racine. E. 

Développement des hyphes intra-racinaires. F. Peloton dans une cellule de la racine. G. 

Arbuscule dans une cellule de la racine. H. Hyphes fines ramifiées absorbantes (Branched 

absorbing structure ; BAS). I. Vésicules intra-racinaires. J. Production de spores. D, E, F, G, 

I : racines colorées avec du Bleu de Trypan.  

 

2. Structure des CMA 
 

Les CMA sont formés d’hyphes cénocytiques qui ne possèdent pas de septa, ce qui 

permet aux noyaux de se déplacer librement dans le mycélium ; des cloisons peuvent 

cependant apparaître quand les hyphes cessent de croître (Bago et al. 1998 ; Fig. 2C, J). Les 

CMA développent 4 types de structures extra-racinaires différentes. Les hyphes fines 

ramifiées absorbantes (Branched absorbing structure ; Fig. 2H) ces structures sont supposées 

être les sites majeurs de l'absorption de nutriments issus du sol (Bago 1998). Les hyphes de 
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prospection (runner hyphae ; Fig. 2C) se propagent dans le sol et peuvent atteindre des 

longueurs importantes allant jusqu’à plusieurs dizaines de mètres par gramme de sol (Leake et 

al. 2004). L’exploration du sol par ce réseau mycélien permet au champignon d’entrer en 

contact avec d’autres plantes hôtes et de garantir sa survie. Ce réseau mycélien permet 

l’absorption des éléments nutritifs du sol nécessaire à la plante et au champignon, il peut être 

défini comme une extension du système racinaire (Newman & Reddell 1987). Les spores 

(Fig. 2J) sont produites dans les hyphes extra-racinaires des CMA par reproduction asexuée 

(Gandolfi et al. 2003 ; Normark et al. 2003) ; pour le genre Rhizophagus, les spores sont 

également produites dans les racines. Les spores sont des organes qui servent à identifier 

morphologiquement les espèces de CMA, et permettent leurs disséminations dans 

l’environnement. Les spores sont de forme sphérique ou ovale, elles peuvent rester en 

dormance durant de longues périodes et leur viabilité varie en fonction des conditions de 

l’environnement. La paroi de la spore est chitineuse, et la forme, la couleur et la taille varient 

en fonction des espèces. La taille peut varier de quelques dizaines à plusieurs centaines de 

micromètres. Une quatrième structure extra-racinaire peut être observée chez la famille des 

Gigasporaceae : les cellules auxiliaires. Les cellules auxiliaires se forment sur les hyphes 

extra-racinaires ; ces structures, sont riches en noyaux, organelles et lipides (Bonfante et al. 

1994) mais leur rôle reste méconnu. L’appressorium (Fig. 2D) permet au CMA de pénétrer 

dans le cortex racinaire par pression mécanique. Les CMA développent 3 types de structures 

intra-racinaires différentes. Le mycélium intra-racinaire (Fig. 2E) permet la colonisation de 

la racine par le champignon et la formation de différentes structures à l’intérieur des cellules 

corticales. Toutes les structures intra-racinaires des CMA sont liées au mycélium intra-

racinaire qui est lui-même lié au mycélium extra-racinaire. Une fois entré dans le cortex 

l’hyphe intra-racinaire va se ramifier à plusieurs reprises jusqu’à donner des hyphes de 1µm 

de diamètre ; l’ensemble de ces ramifications vont alors former l’arbuscule à l’intérieur de la 

cellule du cortex racinaire interne. L’arbuscule (Fig. 2G) est le site d’échange nutritif entre la 

plante et le CMA (Gianinazzi et al. 1983). Cette structure est intracellulaire (mais pas intra-

cytoplasmique) ; la mise en place de l’arbuscule ne nuit pas à l’intégrité de la cellule. La 

forme des arbuscules varie en fonction de l’espèce de CMA et de la plante ; le temps de vie 

d’un arbuscule est estimé à 4-10 jours (Johnson et al. 1997). Les pelotons (Fig. 2F) se 

trouvent généralement dans les cellules corticales périphériques (intracellulaire mais pas intra-

cytoplasmique), l’hyphe s’enroule sur lui-même et forme des pelotons, ces structures 

semblent être différenciées dans des cellules dégénérescentes et ne sont probablement pas 

fonctionnelles (Smith & Read 2008). Une cinquième structure intra-racinaire peut être 



35 
 

observée : les vésicules cependant ces structures sont absentes chez certaines familles de 

CMA telles que les Gigasporaceae ou les Paraglomeraceae. Les vésicules (Fig. 2I) sont des 

structures de réserves, elles possèdent une paroi épaisse et contiennent principalement des 

lipides, elles peuvent être intracellulaire ou intercellulaire. Comme les spores, les vésicules 

sont des propagules.   

 

B. Taxonomie et phylogénie des CMA 
 

1. Evolution de la taxonomie et de la phylogénie des CMA 
 

 Jusqu’en 2001 les CMA n’étaient pas considérés comme un groupe monophylétique 

(Morton 2000), mais des analyses phylogénétiques basées sur le gène de l’ARNr de la petite 

sous unité (SSU) ont permis de démontrer que les CMA formaient un groupe monophylétique 

bien séparé des autres embranchements de champignons (Schüßler et al. 2001). Les CMA ont 

donc été placés dans leur propre embranchement fongique : les Glomeromycota (Schüßler et 

al. 2001) ; à cette époque les Ascomycota et les Basidiomycota (les Dikarya) étaient 

considérés comme les parents les plus proches de cet embranchement. Ce positionnement, 

proche de ces deux embranchements, a également été conforté par une analyse 

phylogénétique de six gènes (James et al. 2006), mais ensuite remis en question par Lee & 

Young (2009). Le travail de Lee & Young (2009), porte sur l’étude de séquences du génome 

mitochondrial de Rhizophagus irregularis, (anciennement appelé Glomus intraradices), et 

montre que l’ordre des Mortierellales (Zygomycota) seraient les parents les plus proches des 

CMA. En 2016, Spatofora et al. réalisent une analyse phylogénétique de différents 

champignons appartenant aux Zygomycota en y incluant les Glomeromycota, cette étude est 

basée sur l’analyse de plusieurs régions gèniques. Spatafora et al. (2016) démontrent que les 

Zygomycota forment deux clades bien distincts ; ils réactualisent et délimitent 

l’embranchement des Mucoromycota (anciennement les Mucoromycota était synonyme de 

l’embranchement des Zygomycota) et érigent l’embranchement des Zoopagomycota 

(anciennement synonyme de l’embranchement des Zygomycota). Spatofora et al. (2016) 

placent les Glomeromycota comme un sous-embranchement des Mucoromycota 

(Glomeromycotina), mais ce placement semble prématuré. Toutefois, cette étude permet de 

confirmer que les parents génétiquement les plus proches des CMA sont les Mucoromycota.  

Récemment plusieurs changements dans la taxonomie des Glomeromycota ont été 

réalisés. Par exemple, Oehl et al. (2008) publient une révision de la famille des Gigasporaceae 
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qu’ils divisent en trois nouvelles familles et en cinq genres, mais cette révision taxonomique 

est rejetée par Morton & Msiska (2010). Dans un premier temps, seul le genre Racocetra est 

accepté, puis les genres Cetraspora et Dentiscutata, sont finalement acceptés même si, d’un 

point de vue morphologique, les différences avec le genre Scutellospora sont minimes et ne 

permettent pas de définir de nouveaux genres. Néanmoins les nouvelles données moléculaires 

phylogénétiques supportent l’existence de ces genres (Schüßler & Walker 2010).  Redecker et 

al. 2013 décident donc de retenir ces deux genres exclusivement parce qu’ils forment un clade 

divergent des autres Gigasporaceae.  

Une révision de l’ordre des Glomérales a également été publiée en 2010 par Schüßler 

& Walker. Jusqu’à cette publication, il était impossible de placer phylogénétiquement 

l’espèce type du genre Glomus : Glomus macrocarpum, car aucune donnée moléculaire n’était 

disponible pour cette espèce. Schüßler & Walker (2010), réalisent une analyse phylogénétique 

basée sur le gène de l’ADNr codant pour la petite sous-unité ribosomique (SSU) de l’espèce 

Glomus macrocarpum ; grâce à cette analyse l’ordre des Glomérales est séparé en deux 

familles (comme proposé par Schwarzott et al. 2001), la famille des Glomeraceae 

(correspondant phylogénétiquement au groupe Glomus A ([GlGr] A)) et la famille des 

Claroideoglomeraceae (correspondant phylogénétiquement au groupe Glomus B ([GlGr] B)). 

L’étude de Schüßler & Walker (2010) décrit quatre genres appartenant à la famille des 

Glomeraceae : Glomus, Funneliformis, Rhizophagus, Sclerocystis et un seul genre appartenant 

à la famille des Claroideoglomeraceae, le genre Claroideoglomus. Oehl et al. (2011a) 

définissent trois nouveaux genres dans la famille des Glomeraceae, mais cette révision 

taxonomique est en partie rejetée par Redecker et al. (2013) et seul un nouveau genre sur les 

trois est accepté : le genre Septoglomus.  En 2014, Blaszkowski et al. érigent deux nouveaux 

genres appartenant au Glomeraceae : Dominikia et Kamienskia ; la création de ces deux 

nouveaux genres est appuyée par des caractères morphologiques et moléculaires.  

En se basant sur des séquences de gènes ribosomiques Sawaki et al. (1998) et 

Redecker et al. (2000b) reconnaissent l’existence de cinq espèces divergeant des autres 

CMA ; ces espèces apparaissent comme des lignées basales par rapport aux autres espèces de 

CMA décrites. Trois de ces cinq espèces, Acaulospora gerdemmannii N.C Schenck & T.H 

Nicolson, A. trappei R.N Ames & Linderman et Glomus gerdemannii S.L Rose, B.A Daniels 

& Trappe, sont des organismes dimorphiques, ils peuvent former deux types de spores 

(glomoïdes et acaulosporoïdes). Les deux autres espèces sont Glomus brasilianum Spain & 

Miranda et Glomus occultum Walker, ces deux espèces forment des spores glomoïdes 

(Morton & Redecker 2001, Spain et al. 2006). Les caractères morphologiques de ces 5 
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espèces ne permettent pas de les situer phylogénétiquement par rapport aux autres espèces de 

CMA. Morton & Redecker (2001), séquencent le gène codant pour la petite sous unité 

ribosomique de G. brasillianum et G. occultum et réalisent que ces espèces sont 

phylogénétiquement éloignées des autres espèces de CMA et sont les espèces les plus basales. 

En conséquence ils érigent le genre Paraglomus Morton & Redecker et la famille 

Paraglomeraceae Morton & Redecker appartenant à l’ordre des Paraglomerales Walker & 

Schüßler.  Les trois autres espèces dimorphiques sont placées dans le genre Archaeospora 

Morton & Redecker et dans la famille Archaeosporaceae. Finalement grâce à l’analyse des 

gènes ribosomiques, la famille des Archeosporaceae est divisée en deux familles, la famille 

des Ambisporaceae Walker, Vestberg & Schüßler et la famille des Archaeosporaceae. Les 

espèces dimorphiques sont alors placées dans ces deux familles qui forment l’ordre des 

Archaeosporales Walker & Schüßler.  

Une révision de l’ordre des Paraglomérales est réalisée en 2017 dans le cadre de ma 

thèse en collaboration avec le Pr. Janusz Blaszkowski (Blaszkowski et al. 2017), cette 

révision est liée à la découverte d’une nouvelle espèce de CMA, Pervetustus simplex Blaszk., 

Chwat, Kozlowska, Crossay, Symanczik & Al-Yahya’ei dans différents lieux géographiques 

(Oman, Grèce, Tunisie et Nouvelle-Calédonie). Lors de cette étude, le genre Innospora 

Blaszk., Kovacs, Chwat & Kozlowska est érigé et placé dans la famille des Paraglomeraceae ; 

le genre Pervetustus Blaszk., Chwat, Kozlowska, Symanczik & Al-Yahya’ei et la famille 

Pervetustaceae Blaszk., Chwat, Kozlowska, Symanczik & Al-Yahya’ei sont créés. Ces 

changements dans la taxonomie sont principalement basés sur l’analyse de séquences 

ribosomiques et sont présentés sous forme d'article scientique dans le second chapitre. 

 

 

2. Systématique et phylogénie actuelle 

 

Actuellement l’embranchement des Glomeromycota compte quatre ordres : les 

Paraglomerales, les Archaeosporales (lignées basales), les Glomérales et les Diversisporales 

(lignée « récente »).  

L’ordre des Diversisporales compte cinq familles, les Diversisporaceae avec trois 

genres bien acceptés (Diversispora, Redeckera, Corymbiglomus) et deux genres incertains 

(Otospora, Tricispora). La famille des Gigasporaceae comprend cinq genres bien acceptés 

(Scutellospora, Gigaspora, Dentiscutata, Cetraspora, Racocetra) et trois genres incertains 

(Intraornatospora, Paradentiscutata, Bulbospora). Pour les familles Acaulosporaceae, 
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Pacisporaceae et Sacculosporaceae, un seul genre représente chacune d’entre elles 

(Acaulospora, Pacispora et Sacculospora).  

L’ordre des Glomérales compte deux familles : les Glomeraceae et les 

Claroideoglomeraceae. La famille des Glomeraceae comprend sept genres : Glomus, 

Funneliformis, Rhizophagus, Sclerocystis, Septoglomus, Dominikia, Kamienskia. La famille 

des Claroideoglomeraceae comprend un seul genre : Claroideoglomus.  

L’ordre des Archaeosporales compte trois familles, les Ambisporaceae avec le genre 

Ambispora, les Geosiphonaceae avec le genre Geosiphon et les Archaeosporaceae avec le 

genre Archaeospora.  

L’ordre des Paraglomérales compte deux familles les Paraglomeraceae avec deux 

genres (Paraglomus et Innospora) et la famille des Pervetustaceae avec un seul genre 

(Pervetustus).  

Tous ces changements, dans la taxonomie des Glomeromycètes, indiquent les 

difficultés rencontrées pour classer et caractériser ces organismes.  

Aujourd’hui, il existe 291 espèces de CMA (Glomeromycota) listées sur www.amf-

phylogeny.com, mais certaines d’entre elles, découvertes récemment, ne sont pas listées et 

beaucoup ne sont pas classées dans les bons genres ou sont répétées (ex : Pacispora 

boliviana, Paraglomus bolivianum). Il est donc nécessaire de clarifier la situation (Annexe 1). 

  

C. Génétique des CMA 
 

L'organisation génomique nucléaire des CMA est complexe. En effet, ces 

champignons contiennent plusieurs milliers de noyaux circulant librement dans les hyphes 

cénocytiques et forment des spores multinucléées (Marleau et al. 2011). Comme aucun stade 

de leur cycle de vie n’est réduit à un seul noyau (absence de méïose), ils ne sont pas sujets à 

un goulot d'étranglement génétique. Un grand polymorphisme dans les séquences de gènes 

codant pour l’ARN ribosomique a été rapporté (Sanders et al. 1995). En effet, les espèces 

asexuées sont connues pour avoir une grande variabilité au niveau de leur ARN ribosomique 

(Pawlowska, 2005). Deux hypothèses ont été proposées pour expliquer cette variabilité 

génétique. D’un côté, il a été proposé que les CMA seraient hétérocaryons, c’est-à-dire 

qu’une seule et même spore renfermerait des noyaux génétiquement différents (Kuhn et al. 

2001 ; Hijri et al. 2004 ; Hijri & Sanders 2005 ; Corradi et al. 2007). D’un autre coté, il a été 

proposé que les CMA seraient homocaryons (une seule et même spore renfermerait des 

noyaux haploïdes génétiquement identiques), cependant au sein d’un seul et même noyau il 
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pourrait y avoir plusieurs variations d’un locus (Pawlowska et Taylor, 2004). D’autres études 

ont émis l’hypothèse que le maintien de la variabilité génétique des CMA serait assuré par les 

anses d’anastomose. Les anses d’anastomose fusionnent deux hyphes du mycélium d’isolat 

appartenant à la même espèce et permettent des échanges de noyaux et de cytoplasmes 

(Giovannetti et al. 1999 ; Giovannetti et al. 2001 ; Giovannetti et al. 2003 ; de la Providencia 

et al. 2005 ; Croll et al. 2009). Toutefois, il ne semble pas que ces anastomoses aient lieu chez 

tous les CMA (Purin et Morton 2011). Il semble qu’il existe un mécanisme de reconnaissance 

entre les hyphes d’un même isolat (compatibilité végétative), ce qui permettrait la mise en 

place d’anastomoses comme chez d’autres champignons (Pawlowska et Taylor, 2004). 

Le séquençage du génome du champignon modèle Rhizophagus irregularis 

(DAOM197198) en 2008 a été un véritable défi (Martin et al. 2008). La première difficulté est 

liée au fait que les génomes de CMA ont une taille supérieure à la plupart des champignons, 

allant de 150 Mb à plus de 1 Gb selon les espèces (Hosny et al. 1998). La deuxième difficulté 

réside dans le fait qu’il faut une biomasse importante du CMA pur ; mais les CMA étant des 

biotrophes obligatoires, il faut pouvoir le cultiver en co-culture avec une plante hôte pour 

obtenir de la biomasse pure. Ces difficultés ont pu être surmontées en utilisant Rhizophagus 

irregularis DAOM 197198 pour le séquençage du premier génome, car son génome a une 

taille relativement faible (153 Mb) (Sędzielewska et al. 2011) et il peut être propagé 

efficacement avec des cultures de racines in vitro. Comme les spores sont des structures 

asexuées remplies de plusieurs centaines de noyaux et que chaque noyau contenu dans une 

seule spore présente des variabilités génétiques, les CMA sont très difficiles à séquencer à 

partir des spores (Bécard & Pfeffer 1993 ; Kuhn et al. 2001). Cette organisation nucléaire 

limite les stratégies de séquençage et rend difficile voire impossible d’utiliser les procédures 

d'assemblages du génome. Grace au développement des nouvelles générations de 

technologies de séquençage, deux études indépendantes ont publié les séquences génomiques 

de R. irregularis DAOM 197198 (Tisserant et al. 2013 ; Lin et al. 2014). Le génome a été 

estimé à 153 Mb avec une fréquence élevée d'éléments transposables (36 % du génome). En 

séquençant des noyaux individuels, Lin et al. (2014) ont montré que les régions ribosomiques 

étaient très variables au sein de chaque noyau. De plus, le taux de polymorphisme 

mononucléotidique (SNP) trouvé chez R. irregularis était similaire à celui d'autres génomes 

de champignons mycorhiziens homocaryons. L'analyse des séquences génomiques de 

différentes souches de R. irregularis a récemment confirmé le faible taux de SNP (Ropars et 

al. 2016) comparé aux champignons héterocaryons. Un résultat similaire a également été 

trouvé pour les gènes d'une autre espèce de CMA, Gigaspora rosea (Tang et al. 2016). Des 
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analyses génétiques indiquent que les CMA présentent les caractéristiques d’un génome 

classique, c'est-à-dire un génome haploïde et homocaryon différent pour chaque souche 

(Tisserant et al. 2013 ; Lin et al. 2014). 

Les CMA sont considérés depuis longtemps comme asexués car aucun cycle sexuel 

n’a été observé au niveau cellulaire et morphologique. Cependant des publications récentes 

ont révélé que des gènes impliqués dans la méiose et la sexualité sont présents dans plusieurs 

CMA, suggérant qu’il existe un cycle sexuel cryptique (Riley & Corradi, 2013 ; Riley et al. 

2014). De plus, la publication récente sur les données génomiques de 5 souches de R. 

irregularis (Ropars et al. 2016) a révélé que 2 des 5 souches étudiées possédraient chacune 

deux noyaux haploïdes différents dans leurs mycéliums et seraient donc des dicaryons. Ces 

auteurs ont révélé la présence d'un locus du type sexuel (MAT) chez R. irregularis ; ce locus 

semble similaire aux locus trouvés chez les basidiomycètes ayant une reproduction sexuée 

hétérothalliques bipolaire (deux types de thalles). Ce locus semble être le seul à différer entre 

les souches de dicaryons. La présence d'allèles liés a ce présumé locus sexuel (MAT) permet 

d’émettre l’hypothèse que les souches de dicaryons proviendraient d’une plasmogamie entre 

deux souches homocaryons (Ropars et al. 2016). En effet, la plasmogamie correspond à la 

fusion des cytoplasmes, elle précède la fusion des noyaux (caryogamie) et conduit à la 

constitution de couples de noyaux haploïdes ou dicaryons. Ces résultats suggèrent l’existence 

d’un cycle sexué chez les CMA. Cependant, d'autres études sont nécessaires pour confirmer 

ces résultats et pour comprendre la fonction moléculaire de ce présumé locus sexuel (MAT). 

Pour prouver l’existence d’une reproduction sexuée, des expérimentations doivent être mises 

en place afin d’évaluer si deux souches de CMA homocaryotiques peuvent être croisées et 

former une souche dicaryotique qui donnera ensuite une descendance homocaryotique. En 

attendant des preuves supplémentaires, le débat qui anime les scientifiques pour savoir si les 

CMA sont homocaryons ou hétérocaryons reste ouvert. Le génome mitochondrial de R. 

irregularis a également été séquencé en 2009 (Lee & Young, 2009). Contrairement aux 

génomes nucléaires, un certain nombre d’études montre que les génomes mitochondriaux sont 

homoplasmiques (Raab et al. 2005 ; Beaudet et al. 2013). Le maintien de cette homoplasmie 

serait dû à une ségrégation active ou seules les mitochondries dont l’ADN est identique 

seraient transmises à la descendance (Lee & Young, 2009). 

 

III. Quelques techniques utilisées pour l’étude des CMA 
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A. Techniques d’isolement et de culture des CMA 

 
1. Techniques d’isolement des CMA  

 

  La technique la plus utilisée pour isoler une espèce de CMA est le « piégeage » des 

spores de CMA présentes dans un sol par la culture d'une plante hôte. Cette technique consiste 

à multiplier des CMA en pot, à partir de spores, de morceaux de racines ou de sols récoltés 

sur le terrain dans la rhizosphère d’une plante choisie au préalable en fonction du sujet 

d’étude. Les spores sont isolées du sol par tamisage humide puis récupérées à la suite d’une 

centrifugation sur un gradient de densité de saccharose, selon la méthode décrite par 

Gerdemann & Nicolson (1963). Cette méthode permet d’extraire les spores de CMA du sol, 

d’en évaluer la richesse et d’identifier morphologiquement les différents taxons présents dans 

l’échantillon. Les spores sont observées dans une suspension d’eau sous un stéreomicroscope 

et écrasées entre lames et lamelles pour observation des structures pariétales au microscope.  

 Des pots contenant un substrat autoclavé (exempt de microorganismes) sont ensuite 

préparés, il est conseillé d’utiliser des pots de faibles contenances (<500 mL) et le même 

substrat que celui récolté sur le terrain (autoclavé). En effet le confinement de l’inoculum et 

l’utilisation d’un substrat adapté aux CMA permet d’augmenter les chances de réussite de la 

culture. Le substrat contenant les racines et du sol non autoclavé (10 à 50 g) récolté sur le 

terrain est déposé à la surface du substrat autoclavé, cet inoculum est ensuite recouvert d’une 

fine couche de substrat autoclavé (0,5 à 1 cm). Une plante hôte est choisie en fonction de son 

pouvoir mycorhizogène (Allium porrum, Sorghum vulgare, Thephrosia sp., Plantago 

lanceolata…), les graines de cette plante hôte sont désinfectées et placées sur le substrat 

humide. Plusieurs réplicas doivent être mis en place afin de maximiser le taux de réussite de 

la culture. Les cultures pièges doivent être maintenues dans une chambre de culture propre. 

Au bout de 2 mois elles doivent être rempotées dans des pots plus volumineux (1 L). Au total 

4 à 8 mois sont nécessaires pour la multiplication des CMA. Une fois le cycle de culture 

terminé, afin d’observer les spores de CMA qui se sont multipliées, une partie du sol de la 

culture piège est tamisée puis centrifugée sur un gradient de saccharose (Gerdemann & 

Nicolson 1963). Chaque morphotype peut alors être isolé et observé par microscopie optique, 

les spores présentant les mêmes caractéristiques morphologiques sont triées et rassemblées 

avant d’être ré-inoculées et cultivées de différentes manières.   

 Les spores du terrain peuvent également être triées directement et cultivées in vitro 

ou in vivo mais les chances de réussite sont diminuées et l’effort de travail fortement 
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augmenté. En effet peu de CMA semblent être cultivables en condition contrôlées (in vivo ; 

Ohsowski et al. 2014) et encore moins en culture in vitro (Ijdo et al. 2011).  

 

2. Techniques de cultures des CMA 

 

Une fois isolées les spores de chaque espèce de CMA doivent êtres cultivées en 

culture monospécifique afin de les identifier de manière sûre et de pouvoir étudier les 

fonctions de chaque isolat sur les plantes. Principalement deux techniques de cultures sont 

pratiquées par les laboratoires de recherche : la culture in vivo et la culture in vitro.  

La culture in vivo 

 Pour réaliser une culture monospécifique in vivo (après une culture piège), les spores 

isolées de chaque espèce (50 à 200 spores par pot) doivent être nettoyées (différents rinçages, 

ultrasons) pour décoller les différentes particules de sol de leurs surfaces (Declerck et al. 

1998). Ensuite les spores peuvent être désinfectées (Bécard et al. 1988) ou non. La 

désinfection peut être réalisée afin de stériliser la surface des spores, pour limiter le 

développement de microorganismes liés à leurs surfaces. Encore plus que pour la culture 

piège, il est conseillé d’utiliser des pots de faibles contenances (50 mL) avec un substrat 

autoclavé similaire au substrat originel des CMA isolés. L’inoculation doit se faire 

directement par dépôt des spores de CMA sur la racine de la plantule (âgée de 1 à 2 semaines 

pour le sorgho), afin d’augmenter les chances de réussite de la culture monospécifique. En 

effet, comme vu précédemment, la symbiose est un dialogue moléculaire entre la plante et le 

champignon ; pour son établissement, il faut que le champignon perçoive les strigolactones 

exsudés par les racines de la plante. Plusieurs réplicas doivent être mis en place afin de 

maximiser le taux de réussite de la culture monospécifique. La culture monospécifique doit 

être maintenue dans une chambre de culture respectant des mesures strictes d’hygiène. Des 

précautions doivent être prises afin d’éviter les contaminations croisées, au bout de 1 mois 

elle doit être rempotée dans un pot plus volumineux (1 L). La culture monospécifique peut 

être maintenue dans des sunbag (Walker & Vestberg 1994). Ces « sacs » possèdent un filtre 

de 0,2 µm permettant les échanges gazeux ; une fois fermés aucun microorganisme ne peut 

entrer dans le sunbag. Si toutes les précautions de stérilité sont respectées en manipulant sous 

une hôte à flux laminaire (désinfection des spores, autoclavage du substrat, du pot, du sunbag, 

germination en condition aseptique de la plante hôte) ce système peut être qualifié de système 

axénique (Walker & Vestberg 1994). La plante hôte la plus adaptée à ce système semble être 
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Plantago lanceolata car elle nécessite peu de lumière (Walker & Vestberg 1994). Les sunbag 

sont ensuite placés dans une chambre de culture propre ; au bout de 1 mois les cultures 

doivent être rempotées dans un pot plus volumineux (1 L). 

 Au total 4 à 8 mois sont nécessaires pour la multiplication du CMA. Ce système est 

un système de choix pour une production d’inoculum axénique. Des cultures mono-sporales 

peuvent également être réalisées grâce à cette technique.   

La culture monospécifique en pot permet de multiplier la plupart des espèces de CMA 

isolées et multipliées en culture piège. Les spores produites peuvent êtres repiqués pour 

obtenir une nouvelle génération de spores en pot ce qui n’est pas toujours le cas en culture in 

vitro. Les cultures in vivo de collection telles que l’INVAM ou l’IBG possèdent un grand 

nombre d’espèces cultivées (50 à 70 espèces).     

La culture in vitro 

La culture in vitro peut être réalisée à partir de différents types de propagules de CMA 

telles que des spores (Bécard & Fortin. 1988), des vésicules ou des fragments de racines 

mycorhizées comportant des vésicules (Declerck et al. 1998). Tout comme pour la culture 

axénique in vivo les propagules doivent êtres désinfectées (Declerck et al. 1998) sous hotte à 

flux laminaire. Deux milieux de culture peuvent être utilisés, le milieu M (Bécard et Fortin 

1988), et le milieu MSR (Declerck et al. 1998). La culture de CMA est réalisée en milieu 

solide (gélifié). Comme les CMA ne peuvent être cultivés sans une plante hôte, la culture in 

vitro est réalisée sur des racines génétiquement modifiées par Agrobacterium rhizogenes ou 

sur des explants racinaires non modifiés. Les propagules de CMA sont désinfectées puis 

placées sur le milieu de culture pendant 1 à 3 semaines (temps de la germination). La boîte de 

Pétri est alors scellée avec du parafilm et incubée à 27°C dans le noir en position inversée, 

pour favoriser la germination, du CO2 (2%) peut être apporté (Bécard et al. 1992). Les 

vésicules et les fragments racinaires germent plus rapidement que les spores (Declerck et al. 

1998). Une fois que la croissance de l’hyphe du champignon a débuté, la propagule est 

transférée dans une nouvelle boite de Pétri contenant du milieu de culture et une racine est 

placée proche de cette dernière afin d’initier la symbiose. La co-culture entre l’organe 

racinaire et le CMA peut alors débuter, la boîte de pétri est scellée et incubée à 27°C dans le 

noir en position inversée. Des cultures mono-sporales peuvent également être réalisées grâce à 

cette technique. 

Une technique utilisant des boites de Pétri bi-compartimentées a été développée par 

St-Arnaud et al. (1996). Elle permet de cultiver les racines et le CMA dans un compartiment 
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de la boite de Pétri, contenant du milieu MSR ou M. Le deuxième compartiment de la boite de 

Pétri est colonisé uniquement par le CMA, il contient du milieu MSR (ou M) sans saccharose 

ni vitamines ce qui entraîne une augmentation de la sporulation et permet d’obtenir une 

biomasse pure du CMA en culture. 

La culture in vitro présente plusieurs avantages tels que la fiabilité des cultures (pas de 

contaminants), aucune contamination croisée avec d’autre CMA, pas de perturbation de la 

coexistence entre la racine et le CMA ce qui facilite les observations morphologiques. Les 

conditions de culture étant normalisées cela facilite l’étude individuelle de facteurs 

environnementaux. Cette technique permet également une économie de temps et d’espace 

(culture en incubateur) et un contrôle qualité facilité, primordial pour une production et une 

commercialisation à grande échelle. Comme nous l’avons vu précédemment cette technique a 

permis de fournir le matériel biologique nécessaire au séquençage du premier génome de 

CMA. 

Cette technique présente également plusieurs inconvénients. En effet seulement 18 

espèces ont pu être cultivées en culture in vitro depuis 40 ans. Les espèces adaptées à ce type 

de culture sont principalement des espèces du genre Rhizophagus. Certaines espèces sporulent 

peu ou pas et perdent leurs caractéristiques physiologiques après plusieurs repiquages. Cette 

technique demande beaucoup de qualification et de précaution pour éviter les contaminations. 

 

B. Techniques utilisées pour l’identification taxonomique et 
l’étude de la diversité des CMA 

 

L’identification morphologique et la description précise d’une espèce de CMA peut 

être réalisée sans ambiguïté seulement si elle est cultivée en conditions contrôlées. En effet, 

les spores issues du terrain peuvent être dégradées et conduire à une mauvaise identification 

morphologique (Redecker et al. 2013). L’identification moléculaire repose sur le séquençage 

d’une partie de l’ADNr de la spore, les spores issues du terrain ou de cultures pièges peuvent 

être contaminées par d’autres organismes ou CMA, la fiabilité des séquences obtenues n’est 

donc pas certaine (Redecker et al. 2013). Pour identifier une nouvelle espèce, il faut 

préalablement la cultiver en culture monospécifique afin d’obtenir une stabilité de l’isolat qui 

permet d’obtenir une identification moléculaire et morphologique non ambiguë.  



45 
 

L’étude de la diversité quant à elle consiste à identifier le nombre de taxa (richesse 

taxonomique) et à quantifier l’abondance de ces taxa au sein de la communauté (Konopka, 

2009).  

 

1. Identification morphologique des CMA  

 

L’identification morphologique des CMA est basée sur l’apparence générale de la 

spore (taille, couleur), sur les structures pariétales de la spore (nombre, épaisseur, nature de 

chaque paroi), sur la présence de caractéristiques propres à certains taxons (bouclier de 

germination, cellule sporogène bulbeuse : Gigasporaceae) et sur le mode de formation 

(ontogénie) de la spore (Abbott 1982 ; Gerdemann & Trappe 1974 ; Morton & Benny 1990 ; 

Morton & Bentivenga 1994 ; Phillips & Hayman 1970). L’étude de ces caractères 

morphologiques a permis de dresser les premières classifications (Gerdemann & Trappe 1974 

; Morton & Benny 1990 ; Thaxter 1922), et d'évaluer la diversité des AMF dans différents 

milieux. Certains caractères, tels que la couleur de la spore et son mode de formation, 

semblent aléatoires et peu informatifs d’un point de vue taxonomique (Blaszkowski et al. 

2015). Par contre, d’autres caractères morphologiques peuvent être retenus pour 

l’identification des spores de CMA.  

Les spores acaulosporoïdes se développent pour la plupart à partir du côté de l’hyphe 

portant le saccule et sont retrouvées chez les Acaulospora spp. ; elles sont constituées de trois 

parois : une paroi incolore ou colorée qui forme la surface de la spore (appelée paroi 1 de la 

spore) et deux parois internes incolores (paroi de la spore 2 et 3). Chacune de ces trois parois 

est composée de 2 ou 3 couches. Les 3 parois ne sont jamais en contact direct (Stürmer & 

Morton 1999 ; Błaszkowski 2012). La structure de la première couche de la première paroi est 

souvent mucilagineuse et souple, la deuxième couche est souvent lisse ou laminée et peut être 

ornementée, la troisième couche est souvent lisse et fine. La deuxième paroi de la spore est 

toujours lisse et la première couche de la troisième paroi est souvent granuleuse. Chez 

beaucoup d’Acaulospora spp. la deuxième couche ou la troisième couche de la troisième 

paroi (la plus interne) peuvent se colorer au réactif de Melzer (Blaszkowski et al. 2015). Ces 

critères morphologiques aujourd’hui doivent être accompagnés d’une caractérisation 

moléculaire pour permettre une identification non ambiguë (Kaonongbua et al. 2010 ; Oehl et 

al. 2012).  

Les Gigasporacées forment des spores gigasporoïdes (Oehl et al. 2011b). Les spores 

gigasporoïdes ont la particularité de se développer à l’extrémité de l’hyphe sporogène qui 
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s’élargit pour former la “cellule sporogène”. Si les spores gigasporoïdes ont une seule paroi 

composée de deux couches et possèdent des excroissances germinatives qui émergent de la 

surface de la couche interne, ces spores appartiennent à des espèces du genre Gigaspora. Si 

les spores Gigasporoïdes forment des spores qui possèdent des boucliers de germination sur la 

paroi la plus interne (paroi germinative) et sont formées de 2-4 parois elles appartiennent aux 

genres Cetraspora, Dentiscutata, Racocetra et Scutellospora. 

Beaucoup de difficultés sont rencontrées pour l’identification et la classification des 

CMA qui produisent des spores glomoïdes. Ces spores se développent à l’apex de l’hyphe 

sporogène comme chez l’espèce Glomus macrocarpum Tul. & C. Tul., qui est l’espèce type 

du genre Glomus Tul. & C. Tul. (Schüßler & Walker 2010). La plupart des Gloméromycètes 

produisent des spores glomoïdes et la plupart des CMA non décrits développent également ce 

type de spores (Krüger et al. 2009). Les spores glomoïdes ont une structure simple avec une 

paroi avec 2 à 5 couches, certaines couches sont difficiles à observer et peuvent disparaitre en 

fonction du stade de développement du champignon. Les parois de l’hyphe suspenseur sont 

une continuité des parois de la spore et sont donc composées des mêmes parois que la spore 

(Błaszkowski 2012). Oehl et al. (2011b) rapportent que certains critères morphologiques tels 

que la présence d’un septum refermant le pore de l’hyphe suspenseur à la base de la spore ou 

encore la façon dont la germination de la spore se produit sont des critères étroitement 

corrélés à la taxonomie obtenue grâce à l’analyse moléculaire. Une étude de Blaszkowski et 

al. (2014) a confirmé que les critères morphologiques cités ci-dessus sont en accords avec les 

analyses phylogénétiques de plusieurs Glomus spp. sensu lato mais cette étude indique 

également que l’identification basée uniquement sur la morphologie dans certains cas peut 

être difficile voire impossible. Comme, par exemple, pour les CMA produisant des spores de 

petites tailles et incolores. Dans ce cas une analyse moléculaire de l’ARNr est nécessaire. 

 

2. Les méthodes basées sur la morphologie pour l’étude de la diversité des 

CMA 

 

Deux méthodes de microscopie sont principalement utilisées pour identifier et 

déterminer l’abondance des différents taxa dans le sol et dans la plante. 

 Dans le cas d’une étude sur le terrain ou en condition expérimentale la technique de 

dénombrement de spores dans une quantité de sol connue permet une estimation de 

l’abondance en CMA dans le sol. Cette technique consiste simplement à effectuer des 

prélèvements de sol de quantité connue et extraire les spores du sol (Gerdemann & Nicolson 

1963) et les compter sous un stéréomicroscope puis les identifier sous un microscope. Le 
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volume d’extraction de spore analysée est ensuite rapporté à la quantité de spore par gramme 

de sol sec. Sur le terrain cette technique est très approximative, l’identification des spores est 

bien souvent impossible. Plusieurs raisons peuvent expliquer cela ; beaucoup de spores 

peuvent être parasitées par d’autres organismes (Iffis et al. 2014) ou dégradées (Redecker et 

al. 2013). Dans ces deux cas leur morphologie ne permet plus de les identifier. Parfois, 

seulement une spore d’une espèce peut être présente dans une extraction de spores d’un 

échantillon de sol, une identification morphologique à partir d’une seule spore est impossible. 

En effet, pour réaliser une identification non ambiguë il faut disposer d’une centaine de spores 

au minimum (Blaszkowski et al. 2012 ; 2015) c’est pour cela qu’il est nécessaire de réaliser 

des cultures monospécifiques pour décrire de nouveaux taxons. De plus, les spores sont des 

formes de résistance qui permettent la survie du CMA dans le sol pendant plusieurs années. 

Les spores des espèces présentes dans un échantillon de sol ne sont pas forcément 

physiologiquement actives (dormance des spores) dans la symbiose mycorhizienne (Clapp et 

al. 1995 ; Renker et al. 2005). Il a également été montré que la sporulation dans le sol peut 

varier en fonction des saisons (Bever et al. 2003) et que certaines espèces de CMA ne 

sporulent pas beaucoup alors que d’autres ne sporulent probablement pas du tout.  

Cependant, dans le cas d’une étude en conditions contrôlées, cette technique peut être 

précise et permet facilement de déterminer le nombre d’espèces ayant sporulé. Dans une 

expérience où des spores de différentes espèces connues de CMA sont inoculées dans un pot, 

il est très facile de vérifier la présence des spores de chacune de ces espèces après un cycle de 

culture en conditions contrôlées. En effet les espèces utilisées dans des expériences sont des 

espèces qui sporulent. L’apparence de ces espèces est bien connue par le manipulateur et 

l’identité de chaque souche est connue, il est alors facile de dénombrer les spores et de les 

identifier. Dans ces conditions, cette méthode est qualitative et quantitative mais le nombre de 

spores présentes dans le sol ne reflète pas le taux de colonisation de la plante par les CMA. 

Certaines études rapportent une différence des communautés de CMA dans le sol et dans les 

racines au sein d’un même échantillon (Börstler et al. 2006 ; Hempel et al. 2007) alors que, 

d’autre études indiquent une similarité des communautés de CMA dans les racines et dans le 

sol d’un même échantillon (Borriello et al. 2012). 

Une autre méthode basée sur la coloration des racines de la plante permet de quantifier 

le taux de colonisation de la plante par le CMA. En effet cette méthode permet de détecter la 

présence des structures (hyphes intraracinaires, vésicules, pelotons, arbuscules) intra 

racinaires du CMA. Cette méthode nécessite de colorer les racines de la plante, les structures 

intraracinaires des CMA ne sont pas visibles sans coloration. Plusieurs colorants (bleu 
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Trypan, noir de chlorazole, fuchsine, encre et vinaigre) permettent de révéler les structures 

des CMA afin d’estimer le taux et la fréquence de mycorhization du système racinaire de la 

plante (Trouvelot et al. 1986 ; Vierheilig et al. 1998). En revanche cette méthode est purement 

quantitative car elle ne permet pas de mesurer l’abondance de différents taxa sur un système 

racinaire. La morphologie des structures intra racinaires d’une espèce de CMA peut varier en 

fonction des conditions environnementales, des espèces de plantes colonisées et du type de 

substrat utilisé. Les structures intraracinaires ont donc une valeur taxonomique très limitée 

(Merryweather & Fitter 1998 ; Van Tuinen et al. 1998).  

 

3. Les méthodes moléculaires 

 

 Les méthodes moléculaires sont basées sur l’amplification par réaction de polymérisation en 

chaine (PCR) de fragments d’ADN. La première étude de détection des CMA par PCR a été 

réalisée par Simon et al. 1992. Cette première étude a permis d’obtenir des séquences d’une 

partie du gène nucléaire codant pour la petite sous unité ribosomique de l’ADNr (SSU) de 

plusieurs espèces de CMA, ensuite des amorces spécifiques aux CMA ont pu être 

développées afin de détecter et d’identifier les CMA dans les racines des plantes. Les 

échantillons de racines de plantes analysées par Simon et al. 1992 provenaient de plantes 

fortement mycorhizées en conditions contrôlées. Clapp et al. 1995 utilisent les amorces 

développées par Simon et al. 1992 sur des racines prélevées sur le terrain mais l’amplification 

ne fonctionne pas, ils concluent que cet échec est dû à une quantité d’ADN de CMA trop 

faible dans les racines. Clapp et al. 1995 utilisent alors la technique de PCR nichée, cette 

technique consiste à réaliser deux PCR successives nécessitant deux paires d'amorces, la 

seconde étant interne à la première et plus spécifique. Cette technique fonctionne et sera 

ensuite la technique la plus utilisée jusqu’à aujourd’hui pour la caractérisation des spores de 

CMA et pour la détection des CMA dans les racines. Différents types d’amorces ciblant 

différentes régions des gènes ribosomiques sont ensuite développées, les première amorces 

ciblaient le gène codant pour la petite sous unité ribosomique (SSU) de l’ADNr (Simon et al. 

1992 ; Helgason et al. 1998). Puis des amorces ciblant le gène codant pour la grande sous 

unité ribosomique de l’ADNr ont été développées (van Tuinen et al. 1998 ; Kjøller & 

Rosendahl 2000).  

En phylogénie les séquences issues de l’amplification de l’ADN ribosomique (ADNr ; 

SSU-LSU) sont les plus utilisées pour la caractérisation et la reconnaissance des différentes 

espèces de CMA. Stockinger inclut ensuite les espaceurs internes transcrits (ITS) de l’ADNr 
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nucléaire, il est ensuite proposé que cette région soit utilisée comme code barre pour 

l’identification des champignons (Schoch et al. 2012). Cependant, pour les CMA, une plus 

longue séquence est nécessaire pour différencier des espèces proches (Kruger et al. 2012).  

Stockinger et al. (2010) et Kruger et al. (2012) ont conclu, que dans la plupart des cas, 

l’analyse des gènes de l’ADNr codants pour la petite sous unité ribosomique (SSU) seule 

(500-800pb) ne permettait pas d’arriver au niveau de l’espèce et ont démontré que la 

meilleure région pour arriver à la définition d’espèce comprenait une partie de la séquence des 

gènes de l’ADNr nucléaires codants pour la petite sous unité ribosomique (SSU) ainsi que 

pour la grande sous unité ribosomique (LSU) incluant les ITS (1 et 2) et le 5.8S de l’ADNr 

nucléaire, cette région est appelé SSU-ITS-LSU. Récemment des amorces ont été 

développées, chaque amorce est composée d’un mélange de 2 à cinq oligonucléotides et 

permet d’amplifier la plupart des CMA et d’atteindre une résolution spécifique (Krüger et al. 

2009). Ces amorces amplifient par PCR nichée, la séquence SSU-ITS-LSU de l’ADNr, cette 

séquence fait approximativement 1.500 pb. De nombreuses souches de CMA ont été 

séquencées avec ces amorces et une base de données importante de séquences SSU-ITS-LSU 

est maintenant disponible, en conséquence ce marqueur est une référence (étiquette) pour la 

taxonomie des Glomeromycota (Krüger et al. 2012). La combinaison d’une description basée 

sur les caractères morphologiques de la spore accompagnée d’une analyse phylogénétique de 

sa séquence SSU-ITS-LSU permet d’établir l’identité ou la nouveauté d’une espèce de CMA 

sans ambigüité (Blaszkowski et al. 2015). Cette région est également utilisée pour des études 

de la diversité, mais la longueur de la séquence (1.500 pb) ne permet pas d’utiliser la méthode 

de séquençage à haut débit. Un second code barre pour les champignons avait également été 

proposé par Schoch et al. 2012. Ce code barre cible un gène codant pour la grande sous unités 

de l’ARN polymérase II : RPB1. Ce gène présente plusieurs avantages, en général il se trouve 

en simple copie dans le génome ce qui a pour conséquence de diminuer le nombre de variant 

et il ne présente pas de polymorphisme chez les CMA, ce qui facilite la différenciation 

d’espèces proches (Redecker & Raab 2006). Cependant, le nombre de séquences de 

références reste insuffisant pour ce gène. Récemment Stockinger et al. 2014 ont utilisé des 

amorces spécifiques aux Glomeromycota et ont utilisé la méthode de séquençage à haut débit 

(pyroséquencage) pour amplifier une partie de la grande sous unité du gène RPB1 (700pb) de 

CMA dans les spores et dans les racines, pratiquement toutes les espèces analysées on put être 

identifiées. Borriello et al. 2014 ont également développé un marqueur sur le gène 

mitochondrial codant pour la Cytochrome c Oxidase I (COI), ce marqueur semble être 
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efficace pour distinguer des espèces proches de CMA mais le nombre de séquence reste 

également insuffisant.  

Les produits PCR sont généralement séquencés par la méthode de Sanger (Sanger et 

al. 1977) qui nécessite, le plus souvent, un clonage préalable des produits PCR, car plusieurs 

espèces et isolats peuvent être présents dans les échantillons analysés. Cette méthode permet 

l’obtention de séquences double brin fiable d’environ 700 pb. Cependant, cette méthode de 

séquençage est coûteuse et chronophage surtout s’il s’agit d’analyser les communautés de 

CMA dans un écosystème. De plus, certaines amorces ne permettent pas d’amplifier toutes les 

espèces de CMA (Redecker et al. 2003 ; observation personnelle) et peuvent amplifier 

d’autres groupes de champignons (Douhan et al. 2005 ; observation personnelle). 

Des méthodes de séquençage à haut débit sont maintenant disponibles : la méthode de 

pyroséquençage (Ronaghi et al. 1996 ; Gharizadeh et al. 2004), cette méthode est périmée et 

abandonnée par la compagnie Roche et a été remplacé principallement par le séquençage 

Illumina (Schmidt et al. 2012) et d’autres approches concurentes (Ion Torrent, PacBio). Ces 

méthodes permettent de ne pas effectuer manuellement le clonage et de passer de nombreux 

échantillons en même temps par l’ajout de « étiquettes nucléotidiques » permettant de 

différencier les échantillons lors de l’analyse des résultats (Ronaghi 2001 ; Schmidt et al. 

2012). Ces méthodes permettent un gain de temps considérable mais la longueur des 

séquences obtenues est limitée (250/300 pb). 

D’autres techniques ont également été développées pour ne pas séquencer les produits 

PCR et limiter le cout des analyses. Ces méthodes sont appelées « empreintes moléculaires ». 

La première de ces méthodes est la méthode d’électrophorèse sur gel avec gradient dénaturant 

(DGGE) (Marschner et al. 2001). Les produits PCR (séquences ADN) sont de même longueur 

(donc amplifiés avec les mêmes amorces), mais comportent des séquences différentes. Ces 

séquences peuvent être séparées sur un gel de polyacrylamide qui contient un gradient de 

concentration croissante d’un agent dénaturant (urée). Cette séparation dépend de la 

différence de mobilité des fragments d'ADN provoquée par le fait que les différentes 

séquences nucléotidiques ont des points de fusion différents (lié à leurs compositions en 

nucléotide). Les profils de bandes DGGE peuvent fournir une analyse de la diversité 

microbienne grâce à la séparation des séquences et à leurs dénombrements. Les différentes 

bandes peuvent également être excisées des gels, réamplifiées par PCR et séquencées afin 

d’éviter le clonage. La technique de l’électrophorèse sur gel à gradient de température 

(TGGE) (Cornejo et al. 2004), utilise le même principe que la DGGE mais au lieu d’utiliser 

un agent dénaturant pour séparer les séquences, les séquences sont séparées par un gradient de 
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température. La technique de SSCP (polymorphisme de conformation des acides nucléiques 

simples brins) permet l'analyse, par électrophorèse, des structures des acides nucléiques 

simple brin. La séparation des ADN est réalisée dans un gel de polyacrylamide grâce aux 

variations de mobilité dues aux structures secondaires adoptées par les différentes séquences 

d’ADN. Cette technique permet de séparer les séquences issues d’un produit PCR et permet 

de différencier différentes espèces de CMA (Sanchez-Castro et al. 2012). La technique du 

polymorphisme de longueur du fragment de restriction terminal (T-RFLP) repose sur la 

comparaison des tailles des fragments de restriction obtenus par digestion enzymatique de 

produits PCR fluorescents. La coupure par enzymes de restriction va libérer des fragments de 

tailles variables selon les espèces présentes dans le mélange analysée. L'analyse du 

polymorphisme de la longueur des fragments de restriction terminal est une technique 

d'empreintes digitales à haut débit utilisée pour étudier les changements dans la structure et la 

composition des communautés microbiennes. Dans le cadre de l’étude de la diversité des 

CMA, cette technique est principalement utilisée pour identifier une espèce en comparant sont 

profil T-RFLP à une base de données (Vandenkoornhuyse et al. 2003 : Johnson et al. 2004 ; 

Mummey & Rillig 2006 ; Lekberg et al. 2007).  

Toutes ces méthodes moléculaires permettent de détecter et de caractériser les CMA 

dans les racines des plantes hôtes ou dans le sol (Farmer et al. 2007 ; Pellegrino et al. 2012 ; 

Thonar et al. 2012 ; Werner & Kiers 2015). La méthode de séquençage à haut débit offre 

potentiellement la technique la plus puissante et la plus sensible pour contrôler la présence 

d’une espèce de CMA inoculée sur le terrain, tant temporellement que spatialement 

(Rodriguez & Sanders 2015). Enfin, le séquençage à haut débit permet également de 

comprendre comment les CMA introduits interagissent et coexistent avec les communautés 

locales de CMA (Rodriguez & Sanders 2015). Les méthodes moléculaires restent néanmoins 

très couteuses et demandent des connaissances et des qualifications importantes. Il y a une 

réelle nécessité de développer de nouvelles méthodes d’identification des CMA. 

Les marqueurs moléculaires décrits précédemment (SSU, LSU, SSU-ITS-LSU ; 

RPB1 ; COI) ne permettent pas systématiquement de différencier certaines espèces de CMA 

(Gigaspora spp.) et ils ne permettent pas non plus une différenciation intraspécifique 

(Stockinger et al. 2014).  

Un des principaux défis auquel la recherche sur les CMA est confrontée est de pouvoir 

développer des marqueurs moléculaires permettant de différencier différents isolats d’une 

même espèce. Cependant l’observation d’une grande variation génétique intra isolat 

complique les recherches. La présence de ce polymorphisme nucléaire combinée à un manque 

https://fr.wikipedia.org/wiki/Polymerase_Chain_Reaction
https://fr.wikipedia.org/wiki/Enzyme_de_restriction
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de données génomiques dans différents groupes phylogénétiques de ces champignons 

complique le développement de marqueurs moléculaires pour l'identification intra-spécifique 

des CMA. Une approche prometteuse est le développement de marqueurs moléculaires 

mitochondriaux pour identifier des isolats d’une même espèce de CMA. Contrairement aux 

génomes nucléaires, un certain nombre d’études montre que les génomes mitochondriaux sont 

homoplasmiques (Raab et al. 2005 ; Beaudet et al. 2013). Un très faible niveau de variation 

génétique intra-isolat a été rapporté pour le gène mitochondrial rnl qui code pour la grande 

sous unité ribosomale mitochondriale (mtLSU) (Raab et al. 2005 ; Börstler et al. 2008 ; 

Beaudet et al. 2013). Une méthode d’amplification du mtLSU par PCR nichée a été 

développée grâce à différentes amorces (Börstler et al. 2008).  Douze isolats de R. irregularis 

on pu être différenciés et identifiés sur les 16 testés. Ce marqueur moléculaire présente un 

polymorphisme de séquences au sein de l’espèce R. irregularis, suffisant pour différencier des 

isolats et pour étudier la structure et la répartition de ces populations sur le terrain (Börstler et 

al. 2010). Des amorces spécifiques à la souche R. irregularis DAOM-197198 ciblant une 

partie du mtLSU ont également été développées pour identifier la présence de cet isolat sur le 

terrain et dans des inocula commerciaux (Badri et al. 2016). Ces techniques d’identification 

au niveau intraspécifique nécessitent de développer des amorces spécifiques à chaque isolat et 

restent très couteuses et laborieuses. Il y a donc une réelle nécessité de développer un 

marqueur moléculaire commun permettant de différencier les espèces et les isolats de CMA 

et/ou développer une technique simple permettant d’obtenir une empreinte unique pour 

chaque isolat. 

Les méthodes moléculaires décrites ci-dessus ont également été décrites comme 

permettant la quantification des CMA (abondance des différents taxons dans les racines d’une 

plante ou dans un échantillon de sol). La méthode la plus utilisée est la méthode de PCR 

quantitative en temps réel. Cette méthode a été validée seulement en condition expérimentale, 

néanmoins elle ne reflète en aucun cas une biomasse ou l’activité physiologique des CMA 

dans le sol et dans les racines (Gamper et al. 2008). Les marqueurs mitochondriaux (mtDNA 

rnl gene) ont été utilisés pour la quantification des spores d’inocula commerciaux de R. 

irregularis DAOM 197198 (Badri et al. 2016). Les auteurs avancent un nombre de génome 

mitochondriaux par spore en moyenne de 3172±745 (écart type). Le nombre de mitochondries 

est donc extrêmement variable entre les spores d’un même isolat. Ayant travaillé sur le sujet 

avec ces auteurs, mes résultats indiquaient une différence avec ceux publiés en 2016, puisque 

en 2013 j’évaluais le nombre de mitochondries par spore de R. irregularis DAOM197198 en 

moyenne à 1521±962 (écart type). Les résultats que j’avais obtenus indiquaient également que 
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le nombre de génomes mitochondriaux par spore est très variable au niveau intra isolats, inter 

isolat et interspécifique pour des isolats culivés dans les mêmes conditions environnementales 

(culture in vitro). La variabilité du nombre de mitochondries par spore complique donc la 

création d’un marqueur spécifique permettant de quantifier les spores de Glomeromycota. En 

effet la quantification étant basée sur le nombre de génomes mitochondriaux par spore, 

compte tenu de la variabilité observée à ce niveau, il est difficile de développer un marqueur 

permettant de quantifier le nombre de spores d’un isolat, dans des biofertilisants et encore 

plus dans les sols agricoles, étant donné qu’ils ne possèdent pas le même nombre de 

mitochondries par spore et que le nombre de mitochondries est variable en fonction du stade 

de développement de la spore et des conditions environnementales. L’utilisation des données 

quantitatives présente de nombreux biais et les résultats doivent être interprétés en 

conséquence. 

  

IV. Fonctions des champignons mycorhiziens à 

arbuscules et leur utilisation comme biostimulant des 

plantes  

Les champignons mycorhiziens à arbuscules en s’associant avec les plantes 

développent une association à bénéfice réciproque. On retrouve ces symbioses dans les 

milieux aussi bien tempérés, tropicaux et boréaux. Les symbioses mycorhiziennes permettent 

d’accroitre la productivité de certaines plantes (Jakobsen et al. 1992 ; Cavagnaro et al. 2005) 

par un apport supplémentaire en eau, en phosphore et en azote (Harrison et al. 2002 ; 

Helgason et al. 2005 ; Feddermann et al. 2010 ; Subramanian et al. 1999 ; Hawkins et al. 2000 

; Hamel et al. 2004 ; Toussaint et al. 2004 ; Tanaka et al. 2005). Les symbioses 

mycorhiziennes augmentent également la résistance des plantes à certains agents pathogènes 

(St-Arnaud et al. 2007) et confèrent une résistance accrue des plantes aux stress abiotiques 

(Amir et al. 2013). Les champignons mycorhiziens à arbuscules forment des structures 

symbiotiques intra-racinaires avec la plupart des plantes (Smith et al. 1997). Ils présentent 

donc un intérêt en tant que biostimulant des plantes dans des contextes agronomiques et 

environnementaux. 

 

A. Fonctions des CMA 
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1. Nutrition minérale des plantes  

 

La nutrition minérale des plantes endomycorhizées est au cœur de la recherche et est le 

sujet le plus étudié dans ce domaine depuis plusieurs années. Les premiers résultats ont 

permis de montrer que les CMA étaient des contributeurs essentiels à la nutrition minérale des 

plantes ; la symbiose entre les CMA et la plante pouvait être qualifiée de biotrophie 

mutualiste (Lewis, 1973).  

 

Les aspects nutritionnels de la symbiose ont été largement étudiés d’un point de vue 

physiologique et moléculaire (Harrison et al. 2002 ; Paszkowski et al. 2002 ; Nagy et al. 2005 

; Bucher 2007 ; Smith & Smith 2011 ; 2012). Les CMA sont capables d’augmenter 

significativement la nutrition minérale des plantes, notamment dans un environnement pauvre 

en nutriments. Il a clairement été démontré que les plantes possèdent une voie de signalisation 

symbiotique pour l’absorption du phosphore (Harrison et al. 2002 ; Paszkowski et al. 2002 ; 

Nagy et al. 2005 ; Bucher 2007 ; Smith & Smith 2011) et que les CMA possèdent des 

transporteurs à forte affinité pour le phosphate (Harrison & Van Buuren 1995). Des 

expériences avec du phosphore radioactif ont permis de quantifier le phosphore entrant dans 

le système racinaire de la plante via les CMA. Ces expériences ont révélé que les CMA 

transfèrent du phosphore à la plante même sans un effet significatif sur sa croissance (Pearson 

& Jakobsen 1993; Smith et al. 2003 ; 2004). La symbiose mycorhizienne à arbuscule est 

également connue pour induire l’expression de transporteur de phosphore chez la plante 

(Nagy et al. 2005 ; Xie et al. 2013 ; Walder et al. 2015). Récemment des études menées sur 

l’expression des transporteurs de phosphore de Medicago truncatula et Lotus japonicus 

(MtPT4 et LjPT4) induite par les CMA, ont montré que ces transporteurs étaient exprimés 

dans la coiffe racinaire des plantes et permettaient l’assimilation du phosphore (Volpe et al. 

2015). Trois gènes codant pour des transporteurs de phosphore (PT) chez la tomate sont 

connus pour être surexprimés chez les racines des plantes mycorhizées (LePT3, LePT4, 

LePT5) (Nagy et al. 2005), et la caractérisation fonctionnelle du gène LePT4 a montré un rôle 

central dans l'absorption du phosphate inorganique (Pi) à médiation mycorhizienne chez la 

tomate (Xu et al. 2007). Le rôle de la symbiose MA dans le transfert de plusieurs nutriments 

chez de nombreuses espèces de végétaux a été démontré par plusieurs études (Casieri et al. 

2013 ; Paszkowski et al. 2002 ; Nagy et al. 2005 ; Guether et al. 2009a). Les transporteurs de 

phosphate Pi sont impliqués dans l’absorption du phosphate au niveau des arbuscules 

(Harrison et al. 2002 ; Paszkowski et al. 2002 ; Nagy et al. 2005). Des transporteurs 

d’ammonium induits par les mycorhizes (TAM) ont également été identifiés (Gomez et al. 
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2009 ; Guether et al. 2009b ; Kobae et al. 2010 ; Koegel et al. 2013). La membrane 

périarbusculaire (membrane dérivée de la plante et enveloppant l’arbuscule) est considérée 

comme le site principal d’échange et de transfert des minéraux : les transporteurs des plantes 

sont localisés sur cette membrane et capturent les nutriments minéraux de l’apoplaste péri-

arbusculaire et les transfèrent aux cellules corticales de la plante (Javot et al. 2011 ; Bapaume 

& Reinhardt 2012). En effet les TAMs ont notamment été localisés dans la membrane péri-

arbusculaire du soja et de la luzerne, cette découverte suggère qu’il existe un transport de 

l’ammonium du champignon vers les cellules corticales de la plante (Kobae et al. 2010 ; 

Breuillin-Sessoms al. 2015). Des analyses réalisées sur les transporteurs de phosphate et 

d’ammonium chez des plantes mutantes de Medicago ont démontré que ces transporteurs 

symbiotiques (PT4 et TAM2) ont une influence sur la durée de vie des arbuscules (Javot et al. 

2007 ; Breuillin-Sessoms et al. 2015). Les transporteurs symbiotiques de phosphate et 

d’ammonium ne serviraient pas seulement à transmettre les nutriments aux cellules racinaires, 

ils permettraient également de déclencher une voie de signalisation pour le maintien et le 

développement des arbuscules (Breuillin-Sessoms et al. 2015).  

Des études ont permis d’identifier et d’analyser l’expression des transporteurs 

d’ammonium (NH4) et de phosphate (Pi) dans la cellule arbusculaire grâce à des techniques 

de microdissection laser et de transcriptomique (Balestrini et al. 2007; Gomez et al. 2009; 

Guether et al. 2009b ; Tisserant et al. 2012 ; Pérez-Tienda et al. 2011). La symbiose 

endomycorhizienne permet également un transfert du soufre (S) du champignon vers la plante 

(Allen & Shachar-Hill 2009; Sieh et al. 2013). Un transporteur de sulfate spécifiquement 

impliqué dans l’absorption du sulfate provenant des arbuscules a été récemment identifié 

(Giovannetti et al. 2014). La symbiose augmente le statut nutritionnel de la plante hôte en 

soufre ce qui modifie l’expression des transporteurs de sulfate de la plante (Giovannetti et al. 

2014). Il a été suggéré que les CMA réabsorbent les nutriments relâchés au niveau de 

l’interface péri-arbusculaire et peuvent contrôler le taux de nutriments alloué à la plante hôte 

(Balestrini et al. 2007).  

 Le potassium (K) est un élément essentiel pour le fonctionnement des cellules 

végétales néanmoins la contribution de la symbiose MA pour la nutrition en K des plantes à 

très peu été étudiée (Garcia & Zimmermann 2014). Cet élément est très abondant dans la 

majorité des sols mais sa biodisponibilité est très faible à cause de sa forte adsorption. 

L’accumulation de K dans les spores, les hyphes et les vésicules des CMA a été rapportée 

(Olsson et al. 2008). Une étude a montré la surexpression de transporteur de K dans les 
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racines mycorhizées des plants de Lotus japonicus (Guether et al. 2009) et le K+ issu de la 

symbiose MA semble être corrélé à une augmentation de la tolérance de la plante aux stress 

abiotiques tels que la salinité et la sécheresse (Garcia & Zimmermann 2014).  

 Une étude a montré que les fruits de différentes plantes mycorhizées contenaient 

plus de Ca que les plantes non mycorhizées (Michałojć et al. 2015). Balliu et al. 2015 ont 

également constaté que les feuilles des plants de tomates mycorhizés possédaient des teneurs 

en Ca plus importantes que les feuilles des plantes non mycorhizées. Une autre étude a montré 

qu’il n’y avait aucune influence de la mycorhization sur la teneur en calcium des graines de 

concombre (Tüfenkçi et al. 2012). D'autre part, l'acquisition accrue de Ca, Mg et K a été 

rapportée pour diverses plantes colonisées avec différents isolats de CMA, par rapport à des 

plantes non mycorhizées (Saif 1987 ; Siqueira et al. 1990). Par ailleurs Clark & Zeto (2000) 

ont réalisé des expériences avec différentes espèces de CMA sur différentes plantes ; les 

résultats de ces expériences montrent que les teneurs en P, N, Zn, Cu, K, Ca et Mg dans les 

plantes mycorhizées dépendent de l’isolat de CMA et de la plante hôte utilisée. Néanmoins les 

teneurs en P, N, Zn et Cu sont globalement augmentées pour toutes les espèces de CMA et de 

plantes hôtes étudiées, que le sol soit acide ou basique. Les teneurs en K, Ca et Mg sont 

également augmentées lorsque les plantes mycorhizées sont cultivées sur un sol acide. 

 Récemment, deux études menées sur la contribution de la symbiose MA à la 

concentration en micronutriments des plantes cultivées en plein champs ont été publiées 

(Lehmann et al. 2014 ; Lehmann & Rillig 2015). Ces deux études montrent que les CMA 

peuvent être utilisés pour augmenter les concentrations en micronutriments des plantes sur le 

terrain. La symbiose MA permettrait d’augmenter la biodisponibilité des minéraux issus des 

plantes, ce qui représente une valeur ajoutée aux produits dérivés des végétaux 

(agroalimentaires, textiles, cosmétiques, médicaux……). En plus d’une augmentation de la 

productivité des plantes mycorhizées, la symbiose MA a également un impact sur la qualité 

des cultures grâce à un enrichissement en macro et micronutriments (Antunes et al. 2012 ; 

Hart & Forsythe 2012 ; Pellegrino & Bedini 2014). Par exemple, pour le Zn, Lehman et al. 

(2014) ont montré que la symbiose MA permettait d’augmenter les concentrations de cet 

élément dans les tissus de plusieurs plantes cultivées, et ceci dans différentes conditions 

environnementales. La texture du sol, le pH et la concentration en nutriment (déficience en 

Zn, P) ont une influence sur le contenu en Zn alloué par les CMA dans les différents tissus des 

plantes (Lehmann et al. 2014).  

 Pour le cuivre (Cu), le fer (Fe), et le manganèse (Mn), une étude réalisée par Lehmann 

et Rilling (2015) a permis de démontrer l’impact positif de la symbiose MA sur le contenu en 
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Cu et sur la nutrition en Fe des plantes cultivées. Pour le manganèse un bénéfice nutritionnel 

lié à la symbiose MA a été constaté pour les herbacées. Pellegrino & Bedini (2014) ont 

démontré que l’inoculation de CMA sur les cultures de pois chiche permettait d’augmenter la 

productivité et le contenu nutritionnel des grains en protéine, en Fe et en Zn.    

 La teneur en élément nutritifs d’un sol va influencer la colonisation de la plante par les 

CMA. Ainsi les plantes seraient capables de favoriser ou de limiter la colonisation par les 

CMA en fonction de leurs besoins (Nouri et al. 2014). Il a déjà été démontré que la 

disponibilité du phosphore représente un facteur environnemental qui peut perturber 

l'interaction symbiotique des CMA ; des niveaux élevés de phosphore dans le sol peuvent 

supprimer l’interaction CMA-plantes (Breuillin et al. 2010 ; Balzergue et al. 2013 ; Bonneau 

et al. 2013). Des expériences ont été menées afin d’évaluer l’influence de différents 

nutriments sur la symbiose MA (Nouri et al. 2014). Les résultats de ces expériences ont 

montré que le phosphate et le nitrate exercent une régulation négative sur la symbiose MA, 

alors que le sulfate, le magnésium, le fer et le calcium n’ont aucun effet. Les carences en 

azote peuvent cependant inverser l’effet inhibiteur causé par une quantité importante de 

phosphore sur la symbiose MA. La carence nutritive en azote déclencherait un signal 

prédominant chez la plante qui permettrait de favoriser la symbiose MA même en présence de 

quantité importante de phosphore (Nouri et al. 2014). Cependant ces expériences ont été 

menées sur une plante (Petunia hybrida) en symbiose avec une seule espèce de CMA (R. 

irregularis) ; or des données récentes sur l'échange de nutriments entre la plante et les CMA 

ont indiqué que les échanges de nutriments sont également liés aux différents partenaires 

impliqués dans la symbiose (plantes-CMA) et dépendent de plusieurs facteurs tels que les 

ressources nutritives dans le substrat et la diversité fonctionnelle des CMA (Walder & Van 

der Heijden 2015). 

 

2. Tolérance des plantes aux stress biotiques 

 

Différents mécanismes faisant intervenir les CMA dans la protection de la plante 

contre des stress biotiques ont été mis en évidence. Ces mécanismes peuvent passer par une 

augmentation de la nutrition minérale, une compétition des sites de colonisation, des 

changements au niveau du système racinaire, des changements au niveau des populations 

microbiennes de la rhizosphère et/ou une activation des mécanismes de défense de la plante. 

Plusieurs mécanismes peuvent être mis en place simultanément et dépendent des conditions 
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environnementales, du temps de l’interaction et des partenaires impliqués (Azcón Aguilar et 

al. 1997 ; Whipps 2004).   

Le fait que la symbiose endomycorhizienne induise une résistance de la plante face à 

divers pathogènes est maintenant accepté par la communauté scientifique. L’induction de la 

résistance par les mycorhizes (MIR ; mycorrhiza-induced resistance) : ce mécanisme permet 

l’activation systémique de mécanismes de défense cellulaire et biochimique sur les plantes 

mycorhizées et entraîne une meilleure résistance contre les pathogènes (Pozo & Azcón 

Aguilar 2007).    

Les plantes mycorhizées seraient caractérisées par une expression des gènes de défense 

liée aux voies de signalisation du méthyle jasmonate et de l’éthylène dans toute la plante, ce 

qui induirait la surexpression de gènes codants pour des protéines de défense contre les 

insectes herbivores et contre les champignons pathogènes (Pozo & Azcón Aguilar 2007).  

Un autre mécanisme de protection induit par les mycorhizes implique l’amélioration 

générale de la nutrition de la plante. Les insectes herbivores sont donc sensibles au 

changement de la qualité de la plante causée par la symbiose endomycorhizienne (Shirvastava 

et al. 2015). Certaines publications rapportent que la symbiose CMA-plante est associée à 

l’augmentation de composés carbonés dans les feuilles impliqués dans la défense des plantes ; 

ces composés sont connus pour réduire les performances des populations d’insectes 

herbivores. Cependant, certaines publications rapportent qu’il n’y a aucune différence entre 

une plante témoin et une plante mycorhizée au niveau de la production des défenses 

chimiques de la plantes. Néanmoins, ces publications indiquent que les populations d’insectes 

herbivores sont négativement affectées par la mycorhization. Il est donc clairement admis que 

la colonisation d’une plante par les CMA a un effet sur les insectes herbivores. La variation de 

cet effet est due à l’isolat de CMA étudié (Pozo & Azcón Aguilar 2007 ; Gange 2006). La 

symbiose mycorhizienne n’affecte pas seulement les défenses et le métabolisme carboné mais 

également l’absorption de l’azote de la plante ce qui augmente l’azote disponible pour les 

composés azotés de défense des plantes (alcaloïdes, glycosides, etc.) (Pozo & Azcón Aguilar 

2007). Par ailleurs, un article sur l’interaction entre les insectes herbivores et les CMA aboutit 

à la conclusion que les insectes généralistes des plantes sont négativement affectés par les 

CMA alors que les insectes spécialistes comme les aphides répondent positivement (stimulés 

chez les plantes mycorhizées) à la mycorhization (Hartley & Gange 2009). Dans une autre 

étude, il a été prouvé que la symbiose endomycorhizienne augmentait fortement le taux 

d’alcaloïdes dans les plantes (Abu-Zeyad et al. 1999 ; Vannette & Hunter 2009). Une étude 

récente sur la tomate (Shirvastava et al. 2015) a montré que la quantité de terpénoïdes était 
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fortement augmentée chez les plants de tomates inoculés avec Rhizophagus intraradices et 

cette surproduction de terpenoïdes conférait une résistance des pieds de tomates à l’insecte 

herbivore Spodoptera exigua.  

 

3. Tolérance des plantes au stress abiotiques ; focus sur les métaux lourds  

 

 En plus d’un avantage nutritionnel et d’une résistance accrue aux maladies (Smith & 

Read 2008 ; Pozo & Azcón Aguilar 2007) les CMA offrent d’autres bénéfices aux plantes 

comme une meileure tolérance à la sécheresse, à la salinité et aux métaux lourds (Augé 2001, 

2004 ; Porcel et al. 2011 ; Amir et al. 2014a ; Augé et al. 2015). Ces dernières années 

beaucoup de travaux porté sur l’influence de la symbiose MA sur la réponse des plantes à 

différents stress abiotiques, ainsi que les mécanismes physiologiques impliqués chez la plante 

(Augé 2001; Ruiz-Lozano 2003; Ruiz-Lozano & Aroca 2010; Bárzana et al. 2012, 2015; 

Ruiz-Lozano et al. 2012; Calvo-Polanco et al. 2014; Saia et al. 2014; Augé et al. 2015; 

Sánchez-Romera et al. 2015).  

La toxicité des métaux lourds pour les végétaux peut être causée par une absorption 

excessive des métaux essentiels et non essentiels du sol par les plantes. L’effet des CMA sur 

le fitness de la plante dans des zones contaminées ou naturellement riches en métaux lourds 

dépend de l’isolat de CMA, de l’espèce de plante et de la concentration des métaux lourds 

présents dans le sol. La tolérance des plantes aux métaux lourds conférée par les CMA n’est 

pas forcément corrélée à une réduction de l’absorption de ces métaux dans la plante. Une 

accumulation plus importante de métaux lourds chez certaines plantes mycorhizées a été 

rapportée (Joner & Leyval, 2001 ; Carvalho et al. 2006 ; De Andrade et al. 2008 ; De Souza et 

al. 2012). Dans la plupart des cas la toxicité des métaux lourds diminue chez les plantes 

mycorhizées grâce à une augmentation de la nutrition en phosphore et donc de la croissance 

de la plante par les CMA (Joner & Leyval, 2001 ; Chen et al. 2003). Cependant la stimulation 

de la croissance de la plante par les CMA dans des milieux contaminés en métaux lourds n’est 

pas toujours corrélée à une réduction de la concentration des métaux dans les tissus de la 

plante. Ainsi, Lingua et al. (2008) ont montré que les CMA permettaient d’atténuer la toxicité 

causée par certains métaux lourds (Cu, Zn) sur le peuplier, alors que les peupliers mycorhizés 

contenaient des quantités plus importantes de cuivre (Cu) et de zinc (Zn) dans leurs tissus. 

Bien souvent les CMA augmentent la quantité de métaux lourds accumulée dans les racines et 

diminue celle des partie aériennes (Joner & Leyval 1997 ; Chen et al. 2005 ; Sheikh-Assadi & 

al. 2015 ; Wu et al. 2016). L’accumulation et la stabilisation des métaux dans les racines 
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mycorhizées et leur localisation dans les structures intra racinaires des CMA plutôt que dans 

les cellules racinaires ont été confirmées par différentes études (Turnau et al. 1993 ; Turnau, 

1998 ; Wu et al. 2016). D’autres études ont montré une réduction de l’absorption des métaux 

lourds dans les plantes mycorhizées (Heggo et al. 1990 ; Li & Christie 2001 ; Tullio et al. 

2003). Par exemple, une diminution de l’absorption et de la concentration de zinc dans les 

parties aériennes et racinaires des plants de trèfles et de tomates a été rapportée (Li & Christie 

2001 ; Watts-Williams et al. 2013). L’immobilisation des métaux lourds dans le mycélium 

extra racinaire permet de réduire l’absorption de ces métaux par les plantes mycorhizées, ce 

phénomène peut être attribué au changement de la solubilité des métaux dans le sol contenant 

les CMA. Comme pour le zinc, la réduction de l’absorption de l’arsenic chez les plantes 

mycorhizées a été rapportée dans plusieurs études (Gonzalez-Chavez et al. 2002 ; Ultra et al. 

2007 ; Christophersen et al.  2012 ; Chen et al.  2013). En effet les CMA permettraient de 

supprimer l’absorption d’arsenic dans la plante hôte (Gonzalez-Chavez et al. 2002). La 

fréquence et la diversité des CMA est généralement plus faible dans les sols riches en métaux 

lourds que dans les sols ne présentant pas de fortes concentrations de ces éléments. Les CMA 

natifs de ces milieux riches en métaux lourds sont plus tolérants à ces métaux que les CMA 

issus de milieux présentant de faibles teneurs en métaux lourds (Kaldorf et al. 1999 ; Amir et 

al. 2008). 

 Les CMA réduisent les métaux lourds biodisponibles dans le sol pour les plantes par 

différents mécanismes (i) en réduisant l’entrée des métaux lourds dans les racines en les 

piégeant sur leurs parois (mycélium, spores) et en les complexant dans le sol, (ii) en chélatant 

les métaux lourds dans le cytosol de leurs cellules (détoxification du sol), (iii) en 

compartimentant les métaux lourds dans les vacuoles de leurs cellules et (iv)  en réalisant un 

influx, puis une réduction et un efflux de certains métaux lourds (Ferol et al. 2016).  

Les CMA limitent l’entrée des métaux lourds dans les racines en les complexant dans 

le sol grâce notamment à une protéine spécifique, la glomaline (Wright & Upadhyaya 1996). 

Beaucoup d’études ont montré que la glomaline, produite par les CMA dans le sol, a la 

capacité de capturer la plupart des métaux lourds (Cu, Cd, Fe, Pb, Zn, et Cr) et de réduire leur 

biodisponibilité (González-Chávez et al. 2004 ; Cornejo et al. 2008 ; Gil-Cardeza et al. 2014). 

Les parois du mycélium et des spores ont également une importance dans la rétention des 

métaux lourds présents dans le sol (Galli et al. 1994 ; Joner et al. 2000 ; Gonzalez-Chavez et 

al. 2002). Les composés constituants les parois fongiques ont une forte affinité pour les 

métaux lourds (chitine, mélanine et chez les CMA glomaline) (González-Guerrero et al. 
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2008). Cette rétention de métaux lourds varie en fonction des espèces (Gonzalez-Chavez et al. 

2002).  

Par ailleurs, la chélation intracellulaire des métaux lourds dans le cytosol des cellules 

de CMA par des ligands à hautes affinités permet de détoxifier le sol et contribue à conférer 

une tolérance des plantes aux métaux lourds. Les ligands sont principalement des acides 

aminés et organiques et deux types de peptides, les phytochélatines et les métallothionéines 

(Hall 2002). Chez les CMA le seul chélateur connu est une métallothionéine, c’est une petite 

protéine cytosolique riche en cystéine qui est capable de se lier étroitement aux métaux. Les 

gènes codant cette métallothionéine ont été identifiés chez Gigaspora margarita (Lanfranco et 

al. 2002) et chez R. irregularis (González-Guerrero et al. 2007). Ces gènes ont été clonés dans 

des levures métallothionéines déficientes et l’expression des deux gènes codant pour cette 

protéine ont permis de restaurer la tolérance au Cu des levures. En présence de Cu ces gènes 

se sont révélés surexprimés dans les levures et ont conféré une tolérance au Cu. Ces résultats 

indiquent que ces métallothionéines jouent un rôle important dans la tolérance des CMA aux 

stress édaphiques. Un gène codant pour une phytochélatine synthase a été découvert dans le 

génome de R. irregularis (Shine et al. 2015). Les phytochélatines sont également capables de 

conférer une résistance aux métaux lourds chez les CMA. Ces mécanismes de chélation des 

métaux lourds du sol dans les cellules des CMA vont réduire les métaux lourds biodisponibles 

dans la rhizosphère et donc conférer aux plantes une tolérance accrue aux stress édaphique.   

La compartimentation des métaux lourds du sol dans les vacuoles des cellules des 

CMA est un autre mécanisme impliqué dans la tolérance des plantes à ces métaux. Une 

accumulation de Zn, Cu, et Cd a été observée dans les vacuoles du mycélium extra racinaire 

de plusieurs CMA en culture in vitro (González-Guerrero et al. 2008 ; Yao et al. 2014 ; 

Nayuki et al. 2014). Ces études indiquent que ces métaux sont localisés avec les 

polyphosphates et suggérent que ces polyphosphates permettraient de stabiliser les métaux 

dans les vacuoles des cellules de CMA. González-Guerrero et al. (2005) ont identifié un 

transporteur de Zn (GintZnT1) chez R. irregularis. Chez les levures GintZnT1 permet de 

diminuer le Zn du cytosol et son expression augmente en présence de Zn et est corrélé avec 

une accumulation de Zn dans la vacuole (González-Guerrero et al. 2008). Un transporteur 

ABC (GintABC1) de R. irregularis semble homologue à un transporteur de Cd de levure 

impliqué dans le transport du complexe bis-GSH-Cd à travers le tonoplaste (Li et al. 1996) et 

ce transporteur a également été décrit comme étant impliqué dans l’acheminement du Cd et 

du Cu dans les vacuoles (González-Guerrero et al. 2010a). En plus de cette accumulation de 

métaux lourds dans les vacuoles du mycélium, certains CMA peuvent également accumuler 
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du Cu dans le cytoplasme de leurs spores, ce phénomène entraînant un changement de la 

couleur des spores (Cornejo et al. 2013). La viabilité des spores ayant accumulé le Cu est 

cependant fortement réduit.   

Une autre alternative pour contrôler le niveau intracellulaire de métaux lourds dans les 

cellules des CMA est l’efflux des ions métalliques, ce mécanisme permet également de 

protéger les plantes mycorhizées. Comme la plupart des cations sont essentiels, une exclusion 

complète n’est pas possible il y a donc un flux sélectif. Le seul exemple connu chez les CMA 

est l’efflux d’As. Chez R. irregularis l’accumulation d’As ce fait grâce aux transporteurs de 

phosphate GiPT (González-Chávez et al. 2011). En utilisant différentes techniques González-

Chávez et al. (2014) montrent que l’arsénic absorbé dans les hyphes est réduit en arsénite. 

Une induction simultanée de l’expression des transporteurs GiPT et GiArsA est trouvée chez 

R. irregularis. GiArsA est un transporteur à efflux qui permet l’efflux de l’arsénite.  

Le dernier mécanisme permettant aux CMA de résister aux métaux lourds passe par la 

limitation du stress oxydatif ; ce mécanisme n’est pas directement impliqué dans la tolérance 

des plantes aux métaux lourds. Les métaux lourds causent des dommages cellulaires dus à 

l’induction de stress oxydatif. En effet le Cu et le Fe, induisent la production de ROS au 

niveau cellulaire (Halliwell & Gutteridge 1989). Chez les CMA, l’effet de stress oxydatif a 

été détecté grâce à l’étude de l’altération cellulaire induite par le Cu sur certains composés 

redox du métabolisme de R. irregularis. Le Cu induit une accumulation de ROS qui provoque 

des dommages oxydatifs sur les membranes fongiques (Benabdellah et al. 2009b ; González-

Guerrero et al. 2010b). Pour contrer ces dommages causés par le Cu, le CMA active 

l’expression de gènes codant pour des composés antioxydants, comme le gène GintSOD1 qui 

code pour une super-oxyde dismutase (González-Guerrero et al. 2010b). Ou encore 

GintGRX1, code pour une protéine multifonctionnelle possédant une activité oxydoréductase, 

peroxydase, et glutathionne S-transférase (Benabdellah et al. 2009b). Le gène GintPDX1, 

quant à lui code pour une enzyme responsable de la biosynthèse de la vitamine B6 

(Benabdellah et al. 2009a). Les super-oxydes dismutases sont directement impliquées dans la 

détoxification des ROS induite par un stress métallique dont GintSOD1 est probablement 

impliqué dans le piégeage des ROS résultant de l'activité redox causé par le Cu (González-

Guerrero et al. 2010b). GintGRX1 est également susceptible de jouer un rôle dans la 

protection du champignon contre les dommages oxydatifs induits par le Cu. En effet, les 

glutarédoxines agissent comme régulateurs redox des protéines thiols et sont impliquées dans 

le maintien de l'équilibre redox des cellules. En plus de ces activités enzymatiques, les CMA 

possèdent de petites molécules, comme le GSH et les vitamines B6, C et E connues pour avoir 
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un pouvoir antioxydant. La contribution de la GSH dans l’atténuation du déséquilibre redox 

causé par les métaux toxiques n'a pas été formellement observée. Cependant, comme les 

métaux lourds toxiques induisent l'expression de gènes codant pour des protéines utilisant la 

GSH comme cofacteur (glutarédoxines) ou comme substrat (glutathion-S-transférases, 

Waschke et al. 2006 ; Hildebrandt et al. 2007), la GSH joue un rôle indirect dans la tolérance 

des CMA aux métaux lourds.  

Une analyse transcriptomique des gènes impliqués dans la tolérance aux stress du 

peuplier sur un sol pollué en métaux lourds a montré que les arbres endomycorhizés étaient 

caractérisés par : i) une réduction de la transcription des gènes impliqués dans les défenses 

anti-oxydatives dans les feuilles et les racines ii) une induction d’un gène codant pour une 

phytochélatine synthase dans les feuilles (Pallara et al. 2013). Les auteurs constatent soit une 

réduction, soit aucun changement dans l’activité des enzymes anti-oxydantes comme la super-

oxyde dismutase, la GSH réductase et la peroxydase. Cette réduction avait également été 

observée dans les tissus de plantes endomycorhizées cultivées en présence de métaux lourds 

et a été attribuée au fait que les plantes endomycorhizées présentaient moins de métaux dans 

leurs tissus (Meier et al. 2011 ; Garg & Kaur 2013 ; Kumar et al. 2015). D’autres études 

montrent que ces enzymes sont suractivées chez certaines plantes mycorhizées (Garg & 

Aggarwal 2012). Une donnée qui semble constante dans toutes les études est la surproduction 

des phytochélatines chez les plantes endomycorhizées pour la tolérance aux métaux lourds 

(Christophersen et al. 2012 ; Cicatelli et al. 2012 ; Degola et al. 2015 ; Jiang et al. 2016). 

Toutes ces études ont révélé qu’en condition de stress édaphique les CMA induisent chez les 

plantes une surexpression des gènes codant pour les phytochélatines synthases, ce qui conduit 

à une accumulation de phytochélatines dans les tissus de la plante et confère une tolérance 

plus importante des plantes endomycorhizées aux métaux lourds. 

Les CMA permettent donc d'augmenter l’absorption de micronutriments à faible 

mobilité lorsque les plantes poussent sur des sols déficients en ces éléments et, d'autre part, 

d’atténuer la toxicité des métaux lourds dans les sols où ces éléments sont en excès, et donc 

potentiellement toxiques (sols pollués et sols ultramafiques). Les CMA ont ainsi un potentiel 

biotechnologique énorme pour résoudre des problèmes agronomiques et environnementaux, 

comme limiter la carence en micronutriments et conférer une tolérance des plantes aux 

métaux lourds. 

 

4. Complémentarité fonctionnelle des CMA 
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  La diversité biologique influence de nombreuses fonctions de l'écosystème 

(Zavaleta et al. 2010). Par exemple, certaines études montrent que la productivité végétale 

augmente avec la richesse en espèces végétales (Hector et al. 1999, Tilman et al. 2001). Cet 

effet positif de la diversité s'explique souvent par la complémentarité fonctionnelle, cette 

notion est définie par l’idée que différentes espèces occupent des niches différentes et 

exercent donc des fonctions différentes. Dans certains cas, la complémentarité fonctionnelle 

peut permettre une utilisation plus complète des ressources disponibles permettant d’obtenir 

une biodiversité croissante (Yachi & Loreau 1999, Koide 2000, Hooper et al. 2005, Wagg et 

al. 2015).  Comme vu précédemment, les communautés microbiennes du sol jouent un rôle 

fondamental dans le cycle des nutriments (Bonkowski & Roy 2005) et sont donc des 

régulateurs importants de la productivité et de la composition des communautés végétales 

(Van der Heijden et al. 2008). Les CMA, en tant que microorganismes, jouent un rôle dans 

l’immobilisation des nutriments et permettent d’augmenter la nutrition minérale des plantes 

(Van der Heijden et al. 2008). Ils permettent également de conférer aux plantes une tolérance 

aux stress biotiques et abiotiques.  

Les communautés de CMA présentent une grande diversité fonctionnelle entre les 

différentes espèces ; cette diversité contribue à la productivité des écosystèmes (Jansa et al.  

2005). Par exemple, différents isolats de CMA peuvent posséder des traits fonctionnels 

distincts, certains sont meilleurs pour protéger leurs hôtes contre les pathogènes tandis que 

d'autres sont meilleurs pour améliorer l'absorption du phosphore. La combinaison de ces 

isolats de CMA dans une seule communauté peut entraîner une plus grande amélioration de la 

productivité des plantes (Maherali & Klironomos 2007). De plus, étant donné que des taxons 

distincts de CMA s'associent à différentes espèces végétales (Vandenkoornhuyse et al. 2003), 

une grande diversité de CMA peut faciliter le recrutement d'espèces végétales différentes au 

sein de la communauté (Vandenkoornhuyse et al. 2003). La diversité des CMA peut 

également réduire l'inégalité concurrentielle entre différentes espèces végétales ce qui 

maintient un niveau stable de productivité et de biodiversité végétale, même dans des 

conditions environnementales variables (Wagg et al. 2011b). Il semblerait également que 

l’inoculation d’une grande diversité d'espèces de CMA augmente la probabilité qu'au moins 

un taxon soit fonctionnel dans l’écosystème où ils sont réintroduits (Pringle & Bever 2002). 

Ainsi, la productivité et la stabilité d’un écosystème peuvent être augmentées avec 

l'augmentation de la richesse en espèces de CMA. Quelques études expérimentales ont été 

réalisées pour observer l’existence d’une complémentarité fonctionnelle des CMA. Ces 

expérimentations sont principalement basées sur l’effet de plusieurs espèces de CMA sur la 
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croissance d’une plante. Par exemple, une étude sur l’effet de 2 espèces de CMA inoculées 

sur une plante (Allium porrum) a montré que les plantes en symbiose avec les 2 espèces (C. 

claroideum et R. intraradices) assimilaient plus de phosphore que les plantes inoculées 

séparément avec l’une ou l’autre espèce (Jansa et al. 2008). Bien que des taxons distincts de 

CMA puissent clairement être fonctionnellement complémentaires, la relation entre la 

diversité taxonomique des CMA et la complémentarité fonctionnelle dépend probablement du 

niveau de résolution taxonomique (Maherali & Klironomos 2007). L'augmentation du nombre 

d'isolats d'une espèce particulière ou d'espèces d'un genre donné peut avoir un impact sur les 

effets apportés à la plante. Cependant, une complémentarité fonctionnelle peut se produire en 

augmentant le nombre de genres ou de familles de CMA (Van der Heijden et al. 2004). En 

effet, certaines études suggèrent que la variation fonctionnelle la plus significative est 

observée entre les différentes familles de CMA (Hart & Reader 2002 ; Maherali & 

Klironomos 2007). Les caractères fonctionnels conservés chez des isolats de CMA de 

différentes familles pourraient, réduire la compétition, promouvoir la coexistence et améliorer 

le fonctionnement et la productivité des écosystèmes (Maherali & Klironomos 2007 ; Powell 

et al. 2009). 

Gosling et al. (2016) mettent en avant les phénomènes de compétition entre différents 

CMA, cette compétition dépendrait des préférences de la plante hôte qui peut favoriser 

certains isolats de CMA et à l’inverse, les CMA peuvent également avoir une préférence pour 

certaines espèces végétales. Cette compétition entraîne une réduction de la diversité des 

CMA. Dans l’étude de Gosling et al. (2016), après un cycle de culture, le nombre d’espèce de 

CMA a diminué, comparé au nombre d’espèces inoculé au départ. Une autre étude (Thonar 

et al. 2014) montre que Medicago truncatula co-inoculée avec Claroideoglomus claroideum 

et Rhizophagus irregularis présente une croissance plus importante comparé aux plants 

inoculés avec l’un ou l’autre. A l’inverse, une plante co-inoculée avec Gigaspora margarita et 

Rhizophagus irregularis présente une croissance plus faible que l’orsque ces deux espèces 

sont inoculée séparément. De plus, il semblerait que des espèces de CMA appartenant au 

même genre pourraient provoquer une concurrence intense entraînant une exclusion 

compétitive (Thonar et al. 2014). Une communauté de CMA comprenant des espèces en 

compétition intenses pourrait nuire aux fitness de la plante colonisée. De plus certaines 

espèces de CMA n’apportent pas de bénéfice à la plante colonisée et la plante est capable de 

discriminer les bons contributeurs et sanctionner les mauvais contributeurs (Kiers et al. 2011 ; 

Hart et al. 2013).  

http://onlinelibrary.wiley.com/doi/10.1111/1365-2745.12655/full#jec12655-bib-0012
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Certaines études indiquent que les espèces de la famille des Gigasporaceae possèdent 

de grands réseaux d’hyphes extraracinaires qui leurs permettent d’exploiter un grand volume 

de sol et donc un transfert plus important des minéraux aux plantes que les Glomeraceae (Hart 

& Reader 2002 ; Maherali & Klironomos 2007). Cependant d’autres études suggèrent que les 

nutriments des Gigasporaceae sont principalement concentrés dans le mycélium intraracinaire 

et que le transfert de ces nutriments à la plante est moins important que chez les Glomeraceae 

(Smith et al. 2003 ; Gosling et al. 2016). Ces résultats contradictoires peuvent être dus à une 

durée d’expérimentation trop faible. En effet les Gigasporaceae sont connues pour transférer 

le phosphore à la plante de manière non linéaire dans le temps, en relation avec un stockage 

du P dans les cellules auxiliaires avant la production des spores. Les Gigasporaceae sont 

également connues pour avoir un cycle de développement plus long que les Glomeraceae 

(Declerk et al. 2004). Il est donc logique que lorsque les Gigasporaceae sont utilisées dans des 

expériences courtes, ils contribuent moins à la nutrition du P que les Glomeraceae.  Les 

Glomeraceae, grâce à leur colonisation rapide du système racinaire, semblent avoir une 

meilleure capacité à conférer à la plante une plus forte résistance au stress hydrique en 

activant des gènes responsables de cette tolérance chez la plante (aquaporines, proline, ABA) 

(Ruiz-Lozano et al. 2006 ; Aroca et al. 2008). Par ailleurs, les Gigasporaceae auraient une 

meilleure capacité à améliorer la tolérance aux métaux lourds des plantes, grâce à leurs 

importants réseaux d’hyphes extraracinaires qui leurs permettent d’exploiter un grand volume 

de sol, cette caractéristique leur permet de chélater une quantité de métaux importante dans le 

sol réduisant ainsi l’absorption de ces métaux par les plantes (Yang et al. 2017).  

Une étude très récente sur la diversité taxonomique fonctionnelle des CMA, basée sur 

l’analyse de 900 publications, rapporte différentes informations sur la complémentarité 

fonctionnelle des CMA (Yang et al. 2017). Tout d’abord, cette étude rapporte que la 

croissance des plantes est plus fortement augmentée lorsque différentes familles de CMA sont 

en symbioses avec ces plantes. Cependant, cette étude nous informe également que la 

diversité spécifique en CMA ne permet pas une augmentation de la croissance des plantes. En 

d’autres termes, l’inoculation d’une plante avec plusieurs espèces de différentes familles de 

CMA permettrait une meilleure augmentation de la croissance qu’une inoculation avec 

différentes espèces d’une même famille de CMA. Cette augmentation de la croissance de la 

plante, grâce à la colonisation de son système racinaire par des CMA de différentes familles, 

serait due principalement à une absorption plus importante de P et une meilleure tolérance aux 

stress biotiques (pathogène fongique) et abiotiques (tolérance aux métaux lourds). Cette étude 

rapporte également que les Glomeraceae semblent avoir la meilleure capacité à améliorer la 
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nutrition minérale en P de la plante, ainsi que l’aptitude à lui conférer une résistance aux 

pathogènes fongiques. A l’inverse, les Gigasporaceae auraient une grande capacité à 

augmenter la tolérance aux métaux lourds des plantes. Les Claroideoglomeraceae permettent 

une meilleure croissance des plantes exposées à un stress causé par les nématodes. Cette étude 

(Yang et al. 2017) conclue que la complémentarité des fonctions de différentes familles de 

CMA est positivement corrélée à la diversité en CMA et à la productivité des plantes. Ces 

résultats soutiennent l’hypothèse qu’il existe des niches phylogénétiques fonctionnellement 

différentes entre les CMA de différentes familles (Maherali & Klironomos 2007 ; Powell & 

al. 2009). 

En condition naturelles, l’effet des espèces de CMA sur la plante est fonction des 

conditions environnementales. Une multitude de facteurs (caractéristiques physico-chimiques 

du sol, teneurs en nutriment, pathogènes, climat, plantes et relation entre les 

microorganismes) peuvent influencer les fonctions des différents CMA (Lekberg & Koide 

2014) ; par exemple une espèce de CMA non bénéfique pour la plante en condition 

expérimentale peut s’avérer bénéfique en conditions naturelles. De plus les études 

environnementales sont basées sur un temps restreint, souvent moins d’une année ; or il est 

possible qu’une espèce de CMA ne soit pas rapidement bénéfique pour la plante et que ses 

effets positifs ne s’expriment qu’après plusieurs années.  

Pour finir, il apparaît donc que ce champ de recherche, sur la complémentarité 

fonctionnelle des CMA et les variations de cette complémentarité en fonction des conditions 

du milieu, est vaste et encore peu exploré. Beaucoup reste à faire pour élucider les effets et 

leurs mécanismes et en retirer des applications utiles pour l’agriculture et l’environnement.  

 

B. Utilisation des CMA  
 

1. Utilisation des CMA en agronomie 
 

L’agriculture du 21
ème

 siècle fait face à plusieurs défis afin de répondre à une demande 

alimentaire sans cesse croissante. Les principaux défis actuels sont de réduire l’usage 

d’engrais chimiques non-durables, de limiter la consommation d’eau et d’améliorer la 

résistance des plantes agricoles, tout en augementant la productivité des systèmes agricoles. 

La symbiose endomycorhizienne permet de répondre à ces différents objectifs. Les CMA 

forment des structures symbiotiques intra-racinaires avec la plupart des plantes agricoles 

http://onlinelibrary.wiley.com/doi/10.1111/1365-2745.12655/full#jec12655-bib-0037
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(Smith et al. 1997). L’intérêt d’utiliser et de préserver les CMA, en vue de les utiliser comme 

biofertilisants pour une agriculture durable, devient de plus en plus évidente, car la gestion 

appropriée de ces champignons symbiotiques pourrait diminuer l'utilisation d’engrais 

chimiques qui nuisent à l’environnement et à la santé des organismes vivants (y compris la 

nôtre). La stratégie principale adoptée pour atteindre ces objectifs est l'inoculation de 

propagules de CMA (inoculum) dans un sol cible. Malheureusement, les CMA sont des 

symbiontes obligatoires et ne peuvent être cultivés en cultures pures, loin de leurs plantes 

hôtes. Cette caractéristique contraignante rend la production à grande échelle d'inoculum de 

CMA difficile et complexe. Il existe trois types principaux d'inoculum de CMA. 

Premièrement, le sol provenant de la zone racinaire d'une plante endomycorhizée peut être 

utilisé comme inoculum puisqu'il contient normalement des fragments de racines colonisées, 

des spores de CMA et des hyphes. Cependant, à moins que des informations précises sur 

l'abondance, la diversité et le pouvoir infectieux des propagules soient disponibles, les inocula 

de sol peuvent être peu fiables et entraîner le risque possible de transfert de graines de 

mauvaises herbes et d'agents pathogènes. 

Les spores extraites du sol peuvent être utilisées comme amorces pour la production 

d'inoculum brut. L'inoculum brut peut être obtenu après culture d'un isolat connu de CMA 

avec une plante piège hôte (c'est-à-dire une plante qui peut être massivement colonisée par de 

nombreuses espèces de CMA) dans un milieu inerte optimisé pour la propagation des CMA. Il 

s'agit du type d'inoculum le plus couramment utilisé pour l'inoculation des cultures à grande 

échelle, car il contient généralement un ensemble plus concentré du même type de propagules 

que les inocula de sol. Enfin, les fragments de racine infectés d’une plante hôte par un CMA 

peuvent également servir de source d'inoculum. 

 La production d'inoculum de CMA à grande échelle reste très difficile même si de 

nouvelles méthodes de production massive (IJdo et al. 2011) et de technologie de revêtement 

des semences (Oliveira et al. 2016) ont été développées ces dernières années (van der Heijden 

et al. 2015). Le principal obstacle à la production d'un inoculum de CMA réside dans le 

comportement symbiotique obligatoire de ces champignons, c'est-à-dire leur besoin d'avoir 

une plante hôte pour la croissance et l'achèvement de leur cycle de vie. Cela signifie que 

l'étape de propagation doit inclure une phase de culture avec la plante hôte qui demande du 

temps et de l’espace. De plus, l'absence d'une méthode rapide pour identifier et évaluer si et 

dans quelle mesure la plante hôte est colonisée par les CMA contribue également à rendre 

difficile leur utilisation pour l'agriculture. En conséquence, des méthodes efficaces et rapides 
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d’identification et de quantification doivent êtres développées pour permettre l’utilisation des 

CMA à grande échelle. La gestion d’une grande quantité d'inoculum est également nécessaire 

pour une application à grande échelle, cette gestion est un processus exigeant. Cependant, 

l'inoculation par des CMA est plus facile pour des systèmes de production de plantes 

impliquant un stade de transplantation, étant donné que des quantités plus petites d'inoculum 

sont nécessaires (confinement de l’inoculum). 

 Au premier abord, la mise en œuvre d'un traitement d'inoculation au champ semble 

techniquement irréalisable et économiquement non viable. Pourtant, récemment, des essais au 

champ ont été réalisés et ont montré une augmentation significative du rendement pour 

différentes cultures (Hijri 2016). Une fois que la biodiversité en CMA est restaurée et bien 

établie, et si les conditions de culture sont adaptées à cet apport (Lehman et al. 2012 ; Säle et 

al. 2015), la communauté de CMA persistera. Si aucune pratique préjudiciable n'est pratiquée 

avant et après la culture, les réseaux d’hyphes mycorhiziens resteront infectieux. Comme 

alternative à l'inoculation à grande échelle, une approche à petite échelle est également 

possible. S'inspirant de l'idée de créer des îlots de fertilité, l'inoculation des CMA peut se 

limiter à des petites portions d'un champ, qui progressivement permettront l'établissement 

d'un réseau mycélien sain sur toute la parcelle. Cette technique permet une réduction des 

coûts et serait particulièrement indiquée lorsque l'inoculation de CMA vise à favoriser la 

revégétalisation d'une terre dégradée, puisque les îlots de fertilité inoculés permettent le 

développement d’espèces de plantes indigènes qui conduit à récupérer les terres appauvries en 

nutriments plus rapidement (Allen 1987). 

 Par conséquent, l’utilisation des CMA représente un fort coût initial, cependant sur 

le long terme cette méthode de fertilisation est économiquement viable et moins couteuse que 

les méthodes classiques de fertilisation des sols agricoles et permet même de réaliser des 

économies pour les producteurs agricoles et pour la restauration de terres dégradées (Barr 

2010). Néanmoins il est important que les utilisateurs comparent des parcelles inoculées avec 

des CMA et des parcelles non inoculées afin d'évaluer la rentabilité et les effets bénéfiques 

des CMA sur le fitness des plantes cultivées (Dalpé & Monreal, 2004). En effet, la crise 

économique mondiale oblige maintenant les producteurs à essayer de comprendre le potentiel 

des systèmes agricoles durables permettant de réduire l'apport de phosphore en utilisant les 

CMA. Cependant, les méthodes de production en conditions contrôlées et d'inoculation 

doivent être étudiées en vue de simplifier l’utilisation des CMA et des recherches appliquées 

visant à définir les meilleures stratégies d’inoculation et de formulation de l'inoculum 

(Verbruggen et al. 2013) doivent être mises en œuvre. Le potentiel des CMA attire l'attention 



70 
 

du secteur commercial, et plusieurs entreprises produisent et vendent aujourd'hui des inocula 

à base de CMA. 

 La tendance générale de ces entreprises est de formuler des inocula composés d’un 

petit nombre d’espèces de CMA. Certains fabricants choisissent une formulation unique 

d'autres produisent des produits qui sont censés cibler une gamme de conditions 

environnementales et certaines plantes hôtes. Les quelques espèces qui sont souvent utilisées 

peuvent facilement être propagées de façon routinière et sont normalement généralistes, car 

elles sont associées à une grande variété de plantes hôtes dans différents biomes. Bien que les 

inocula commerciaux soient souvent annoncés comme étant adaptés à un large éventail de 

plantes et à de larges conditions environnementales, les avantages réels ne sont pas 

perceptibles dans toutes les conditions (Faye et al. 2013). 

 Afin de promouvoir le développement et l'amélioration du marché des inocula de 

CMA, les scientifiques doivent renforcer le lien entre la recherche et les entreprises et 

introduire une série de « meilleures pratiques » qui pourraient être adoptées pour résoudre les 

problèmes liés au fonctionnement des inocula commerciaux (Berruti et al. 2016). Il y a 

notamment une réelle nécessité de contrôler la composition biologique des inocula de CMA, 

en raison de la présence éventuelle de pathogènes et ou de mauvaises herbes (Douds et al. 

2005, Tarbell & Koske 2007). Il faut également mettre en place des contrôles qualité stricts 

qui permettent de vérifier la pureté en terme de composition de CMA. En effet, la liste 

d'espèces déclarée dans les inocula des entreprises commerciales ne correspond pas toujours 

exactement à la composition réelle de l’inoculum (Berruti et al. 2013 ; observation 

personnelle). De plus, les inocula de CMA sont principalement produits à partir de cultures en 

pots en conditions non stériles, dans des serres, dans des chambres de cultures ou dans des 

champs et par conséquent les inocula ne peuvent être exempts de microorganismes externes. 

 En raison de la prise de conscience accrue du risque de contamination des sols par 

des agents pathogènes, de nombreux fabricants appliquent maintenant des produits 

agrochimiques durant la production de leurs inocula afin d'éviter l’introduction de 

contaminants (Douds et al. 2005). Afin de réduire les risques de pathologies végétales, on 

peut préconiser de ne pas inclure de résidus de racine hôte dans l'inoculum. Dans cette 

optique, les fragments de racine peuvent également être stérilisés en surface sans 

compromettre la viabilité des propagules de CMA (Mohammad & Khan 2002). Au cours des 

dernières décennies, plusieurs techniques ont été développées et appliquées pour caractériser 

de façon moléculaire les communautés de CMA dans des matrices complexes, telles que le sol 
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et les inocula de CMA (Berruti et al. 2013 ; Badri et al. 2016) ; mais, comme noté 

précédemment, ces techniques comportent de nombreux biais. 

 

2. Utilisation des CMA en restauration écologique 

 

Beaucoup d’études rapportent l’importance d’utiliser des inocula de CMA pour la 

restauration écologique des sols dégradés et ou pollués. La présence des CMA semble être 

primordiale pour la croissance des plantes natives des sites à restaurer puisqu’ils permettent 

d’augmenter l’acquisition de nutriments et confèrent une résistance aux métaux lourds et au 

stress hydrique (Hildebrandt et al. 2007 ; Smith & Smith 2011) ; or les populations de ces 

CMA sont généralement fortement réduites dans les milieux dégradés et même éliminés 

lorsque le sol a été décapé. Les CMA permettent également une meilleure agrégation et 

stabilité du sol et une réduction de l’érosion grâce à la production d’hyphes et de glomaline. 

Ils sont aussi connus pour avoir une influence sur la diversité, la compétition et les processus 

de succession des communautés végétales (van der Heijden et al. 1998; Middleton & Bever 

2012). L’utilisation des CMA comme biostimulant des plantes pour la restauration des sites 

dégradés nécessite de prendre de nombreuses considérations en compte. Premièrement les 

conditions du site à restaurer doivent être étudiées afin de déterminer si l’utilisation des CMA 

est nécessaire ou si un retour passif des différentes communautés du sol est plus approprié. 

Deuxièmement il faut vérifier si les CMA sont compatibles avec l’environnement où ils sont 

réintroduits (sols, climat, plantes). Pour finir les résultats dépendent de la méthode 

d’inoculation utilisée. L’inoculation de CMA peut être particulièrement appropriée pour la 

réintroduction de plantes natives sur les sites miniers dégradés, ces sites présentent de 

multiples contraintes qui rendent une réinstallation naturelle des microorganismes du sol tels 

que les CMA difficile. Pendant l’exploitation minière, les premières couches de sol, les plus 

fertiles (topsoil), sont retirées et stockées en tas avant d’être replacées ; ce stockage réduit 

fortement la viabilité des CMA et altère les différentes communautés du sol (Bordez et al. 

2015). Parfois les quantités de topsoil disponibles ne suffisent pas et certaines surfaces 

doivent être restaurées sans topsoil (Amir et al. 2017). Les CMA étant des symbiotes 

obligatoires, ils ont besoin d’un accès quasi-continu à une plante hôte ; il en résulte que sur un 

sol dévégétalisé, la viabilité des propagules diminue fortement dans le temps (Jasper et 

al. 1988). L’exploitation minière laisse derrière elle de grandes surfaces dégradées, ce qui 

réduit la probabilité d'une dispersion des propagules de CMA et d’un rétablissement de la 

population dans un délai pertinent pour la restauration.  Aujourd’hui, les inocula de CMA 
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commercialisés sont produits avec des méthodes qui favorisent les taxa les plus généralistes 

au détriment de la production de taxa adaptés à différents types de sols. En restauration, 

l’importance d’utiliser des plantes natives adaptées est essentielle (McKay et al. 2005) et il en 

est généralement de même pour les CMA, notamment en raison des conditions particulières 

des terrains dégradés. C’est le cas par exemple en Nouvelle-Calédonie où les milieux 

ultramafiques à restaurer sont défavorables aux isolats non natifs (Amir et al. 2008). Les 

différentes familles de CMA ont différentes stratégies de colonisation du sol et des racines et 

ces différences sont liées aux bénéfices apportés aux plantes par les CMA. Par exemple, les 

CMA de la famille des Gloméracées sont les plus utilisés dans les inocula commerciaux, car 

ils permettent une protection des plantes contre les pathogènes fongiques du sol et une 

nutrition en phosphore accrue de la plante, comparés aux Gigasporaceae qui produisent plus 

d’hyphes dans le sol et confèrent une meilleure tolérance aux métaux lourds (Maherali & 

Klironomos 2007). Les inocula commercialisés composés uniquement d’espèces de 

Glomeraceae ne sont donc pas idéaux pour des objectifs différents, tels que l’adaptation à des 

substrats très pauvres ou/et toxiques. Il faut notamment s’assurer que l’inoculum de CMA soit 

compatible avec le type de sol et améliore le fitness de la plante hôte (Ji et al. 2010 ; 

Doubková et al. 2011) dans les conditions de la restauration d’un écosystème particulier. Les 

recherches ont également montré qu’on ne peut prévoir l’effet de l’introduction d’un 

microorganisme du sol non natif dans un écosystème, cette introduction pouvant faciliter le 

développement de plantes non natives (Shah et al. 2009). L’utilisation d’un sol local ou/et de 

plantes natives pour isoler des CMA afin de développer un inoculum serait donc beaucoup 

moins risqué et plus efficace pour une restauration des sites pollués.  En plus du type 

d’inoculum, la méthode d’application peut également influencer le résultat. Les méthodes les 

plus courantes pour l’utilisation de CMA consistent à inoculer en pépinière les plantes 

d’intérêts avec les CMA (inoculation avec du sol ou des spores) puis à transplanter, une fois 

l’inoculum bien installé, ces plantes sur le terrain. D’autres méthodes consistent à appliquer 

l’inoculum directement sur le terrain dans des sillons avec les semis ou en utilisant la méthode 

d’enrobage des semences qui lie directement l’inoculum au semis (alginate) (Douds et al. 

2005 ; Berruti et al. 2016). Des méthodes dites d’applications « non ciblées » existent 

également et consistent en l’application d’un inoculum mélangé à du sol ou à de l’eau sur le 

terrain ; ces méthodes peuvent également affecter les plantes mycotrophes non-indigènes et 

favoriser leur développement. Ces plantes peuvent alors envahir la zone à restaurer et 

empêcher la réinstallation des plantes natives de l’écosystème à restaurer (Shah et al. 2009 ; 

Wang & Qiu 2006).         
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V. Le contexte néo-calédonien 
 

A. Contexte géographique et climatique 
 

La Nouvelle-Calédonie (18°-23°S, 163-168°E) est un archipel mesurant 18 575 km
2
 

de superficie, situé dans le pacifique sud à 1200 km à l’est de l’Australie et 1700 km au nord 

de la Nouvelle Zélande. Il est composé d’une île principale nommée « Grande Terre » qui à 

elle seule occupe 16 664 km
2
, elle est divisée selon l’axe N-S par une chaîne montagneuse qui 

culmine au Nord à 1629 m (Mont Panié). Cet axe sépare l’île en deux régions aux paysages 

différents : la côte Est, présente des pentes abruptes, des vallées profondes et luxuriantes, 

peuplées majoritairement de forêts humides ; la côte Ouest, caractérisée par la présence de 

plaines permettant la culture et l’élevage, ces plaines sont surplombées par des massifs riches 

en nickel. La Nouvelle-Calédonie est composée de la grande terre et des îles Loyautés (Maré, 

Lifou et Ouvéa). Depuis juillet 2008, l’UNESCO a inscrit les lagons de la Nouvelle-Calédonie 

au patrimoine mondial. Ils sont malheureusement au cœur des débats et programmes de 

conservation, car ils sont touchés par les risques de pollution provoqués par les rejets 

sédimentaires miniers (Ouillon et al. 2010).  

Le climat de la Nouvelle-Calédonie est de type océanique tropical. Ce climat est 

caractérisé par deux saisons. Une saison chaude ou été austral (novembre ; avril), soumise à 

d’abondantes précipitations de janvier à avril et des températures élevées (en moyenne 

26,2°C) créant un climat tropical. Cependant l’influence maritime et l’alizé régulent ces 

dernières. C’est à cette saison que la Nouvelle-Calédonie subit les cyclones. La fin de la 

saison chaude laisse place à une période de transition (avril ; mai) ; durant cette période les 

perturbations tropicales sont rares et la pluviosité diminue, tout comme la température de l’air. 

La deuxième saison est dite saison fraîche (mai ; septembre). Des perturbations d’origine 

polaire traversent la mer de Tasman et atteignent la Nouvelle-Calédonie. La température de 

l’air atteint alors sont minimum annuel (en moyenne 19,9°C). Il y a ensuite une période 

intermédiaire (août ; novembre) caractérisée par un climat plus sec et ensoleillé, et une 

température qui augmente progressivement. La pluviométrie est alors à son minimum annuel 

et l’alizé souffle en quasi-permanence. Durant cette période, les feux de brousse se propagent 

facilement sur une végétation déshydratée, l’évapotranspiration des plantes n’étant plus 

compensée par les précipitations. 
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La pluviométrie moyenne est de 1700 mm/an sur la Grande Terre et varie en fonction 

du relief et de l'exposition au flux quasi permanent des alizés (Est et Sud-Est). Ces vents 

conditionnent la répartition des précipitations, nettement plus importantes sur la Côte Est, les 

montagnes et le Sud. Le climat de la côte Ouest subissant l’effet de Foehn (augmentation de la 

température et diminution de la pluviométrie en aval de l’obstacle rencontré par le vent), peut-

être semi-aride dû à une pluviométrie annuelle inférieure à 800 mm. A l'intérieur de la Grande 

Terre, sur les massifs montagneux (moitié de la superficie de la Grande Terre), la 

pluviométrie dépasse 1500 mm/an. La moyenne d'insolation en Nouvelle-Calédonie est 

d’environ 2500 heures/an. Le climat l’isolement et les caractéristiques édaphiques du sol ont 

permis de contribuer à la présence d’un grand endémisme de la faune et de la flore. 

 

B. Contexte géologique 
 

La Grande Terre et les îles qui l’entourent, sont l'émergence de la partie terminale nord 

de la ride de Norfolk qui s'étend au sud jusqu'à la Nouvelle Zélande et qui est une relique d'un 

bloc continental détaché de la marge nord orientale (Australie) du super continent de 

Gondwana. Ce détachement aurait eu lieu vers la fin du Crétacé, il y a 90 millions d'années. 

Ce bloc aujourd'hui en grande partie immergé, est dénommé Zealandia les seules parties 

immergées de ce continent étant la Nouvelle-Calédonie et l’île du sud et du nord de la 

Nouvelle-Zélande. A l'est, les îles Loyauté font partie d'un arc volcanique (Kroenke 1984 ; 

Schellart 2006). A l'ouest de la Grande Terre et de la ride de Norfolk, deux bassins océaniques 

(New Caledonian basin, Fairway basin) sous une tranche d'eau de 1500 et 3000 m de 

profondeur, résultent de l'étirement crustal de Zealandia. Dans ces bassins la croûte 

continentale est amincie (10-15 km) et couverte de sédiments du crétacé et paléogènes (8-5 

km d'épaisseur). Zealandia fait partie de la Plaque Australienne qui dérive vers l'est nord-est 

et plonge (subduction) sous la plaque Pacifique à l'ouest de l'arc volcanique du Vanuatu. La 

subduction est marquée par une fosse sous-marine (fosse des Nouvelles-Hébrides) dont la 

profondeur est d'environ 7000 m. L'archipel du Vanuatu résulte du volcanisme. Il comporte 

plusieurs volcans actifs qui font partie de la ceinture de feu du Pacifique. 

La Grande Terre de la Nouvelle-Calédonie est constituée en majeure partie de 

formations sédimentaires et volcaniques datant du Permien (225-280 millions d'années) du 

Cénozoïque ou du Tertiaire (1,5 - 65 MA). Les formations les plus anciennes allant du Permo-

Carbonifère au Jurassique proviendraient d'arcs volcaniques et de sédiments volcano-

https://www.croixdusud.info/geo/geographie.php
https://www.croixdusud.info/geo/anx_geo/gondwana.php
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sédimentaires collés à la marge orientale du bloc Gondwanien Zealandia lors de sa dérive. 

L'orogénie qui a constitué la Grande Terre de la Nouvelle-Calédonie actuelle s'est faite au 

Paléogène (23-65 MA) et plus précisément à la fin de l'Eocène et début de l'Oligocène 

(environ 30 MA). Elle est marquée par l'obduction (passage d'une plaque sur une autre) de la 

plaque Pacifique sur la Plaque Australienne avec charriage vers le nord-ouest d'un plancher 

océanique basaltique, puis un nouveau charriage sur celui-ci d'un feuillet du manteau 

ultrabasique lequel est normalement sous le plancher océanique. Les formations basaltiques 

(côte Ouest) sont les restes de l'ancien plancher océanique de la plaque Pacifique obductée sur 

les sédiments crétacés et éocènes en marge de Zealandia. Les importants massifs de roches 

ultrabasiques charriées sur les formations basaltiques sont en superficie parmi les plus 

importants au monde. Les substrats ultramafiques (syn. serpentiniques) dérivent de roches 

sous-marines déposées sur la croûte continentale lors de phénomènes d’obduction (Chevillotte 

2005). 

C. Les milieux ultramafiques et les CMA 
 

Les sols ultramafiques représentent 3% des terres émergées de notre planète, et sont 

présents dans différentes régions du monde (Nouvelle-Calédonie, Californie, Cuba, Afrique 

du sud, Europe du sud, Sud Est de l’Asie et à l’Ouest de l’Australie) (Coleman & Jove 1992 ; 

Guillot & Hattori 2013). Les roches ultramafiques sont caractérisées par de très faibles 

teneurs en silice (moins de 45% en masse – caractère basique), et de fortes teneurs en 

minéraux riches en magnésium et en fer (plus de 90% de leurs constituants – caractère 

mafique). Les sols ultramafiques représentent des habitats exceptionnels de par leurs 

propriétés physico-chimiques, caractérisant le « syndrome serpentinique » (L’Huillier et al. 

2010). Ces sols présentent très peu d’éléments minéraux essentiels (N, P, K) et peu de matière 

organique ce qui engendre une faible capacité d’échange cationique, et une faible disponibilité 

en eau. Ces sols présentent également un ratio Ca/Mg très faible, ainsi qu’un taux élevé en 

métaux lourds potentiellement phytotoxiques (majoritairement Cr, Co, et Ni) (Brady et al. 

2005 ; Kazakou et al. 2008). Ces contraintes édaphiques inhabituelles ont favorisé une 

importante spéciation des organismes vivants par radiation adaptative, d’organismes pré-

adaptés aux contraintes de ces substrats (Harrison & Rajakaruna 2011). Les écosystèmes 

ultramafiques sont connus pour leur biodiversité adaptée à la tolérance aux métaux, et leur 

fort taux d’endémisme, à la fois pour la flore (Whiting et al. 2004), la faune (Chazeau 1993) 

ainsi pour l’originalité de la microflore (Wettberg & Wright 2011). Les milieux ultramafiques 

sont depuis des années un modèle d’étude pour la compréhension des mécanismes 

https://www.croixdusud.info/geo/nc_ub.php
https://www.croixdusud.info/geo/nc_ub.php
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d’adaptation, de différenciation éco-typique, de spéciation et de sélection naturelle (Amir et 

al. 2014b). D’autre part, les milieux ultramafiques représentent des gîtes métallifères 

d’importance mondiale, indispensables aux besoins de notre société (Harrison & Rajakaruna 

2011). En effet, en raison de leur origine géologique et de leur composition chimique unique, 

les substrats ultramafiques contiennent de nombreux minéraux (jadéite, magnésite, 

amiante…) et minerais métalliques ayant de fortes valeurs commerciales (Ni, Fe, Al, Cr, Co, 

Mn). Les milieux ultramafiques connaissent des dégradations importantes liées à l’industrie 

minière et présentent parfois de forts risques d’extinction des espèces. Les écotypes associés 

aux milieux ultramafiques font partie des principaux « hotspot » (Whiting et al. 2004). 

Chaque espèce vivant dans ces milieux a dû développer un mécanisme d’adaptation pour 

tolérer les contraintes des sols ultramafiques. Un de ces mécanismes est la symbiose des 

plantes avec les CMA. 

Ces sols étant très peu fertiles et riches en métaux lourds, la symbiose mycorhizienne 

est d’une importance cruciale pour permettre aux plantes de vivre dans ces écosystèmes 

(Southworth et al. 2014). Les CMA jouent un rôle important dans le soutien de la croissance 

et du développement des plantes présentes dans les sols ultramafiques grâce à l'amélioration 

de la nutrition hydrique et minérale et grâce au fait qu’il confère une tolérance aux métaux 

lourds (Husna et al. 2017). Les CMA des sols ultramafiques sont également impliqués dans 

l'adaptation, dans la distribution et dans la succession des communautés végétales de ces 

écosystèmes (Hopkins 1987 ; Castelli & Casper 2003 ; Perrier et al. 2006 ; Husna et al. 

2016a). La tolérance aux métaux lourds des plantes est fonction de différents facteurs tels que 

la composition physicochimique du sol (concentration en métaux), l’espèce de plantes, et les 

isolats de CMA en interactions (Amir et al. 2013). Sur les sols ultramafiques les CMA ont un 

rôle majeur pour l’absorption de nutriments non assimilables par les plantes (Southworth et al. 

2014).  

La symbiose endomycorhizienne sur sol ultramafique a été retrouvée dans des régions 

tempérées et tropicales (Southworth et al. 2014 ; Husna et al. 2015). Les CMA sont associés à 

des plantes herbacées et ligneuses sur sol ultramafique en Californie, en Italie, en 

Pennsylvanie, en Nouvelle-Calédonie, dans le Maryland et dans le sud de l’Indonésie 

(Hopkins 1987 ; Castelli & Casper 2003 ; Perrier et al. 2006 ; Cumming & Kelly 2007 ; 

Setiadi & Setiawan 2011 ; Husna et al. 2014 ; 2015 ; 2017). Lagrange et al. (2011) rapportent 

que les Cyperaceae des milieux ultramafiques de Nouvelle-Calédonie sont endomycorhizées 

alors qu’habituellement cette famille de plante n’est pas endomycorhizée. Sur sols 

ultramafiques, les CMA sont également associées avec des plantes hyper-accumulatrices de 
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Nickel (Turnau & Mesjasz-Przbylowicz 2003 ; Amir et al. 2007). En Nouvelle-Calédonie la 

plante hyperacumulatrice de Ni Phyllanthus favieri, vivant en forêt humide ultramafique, 

présente une plus forte teneur en Ni des feuilles lorsque sa colonisation par les CMA est faible 

(Perrier et al. 2006). Amir et al. (2007) comparent ensuite les taux de mycorhization de 

plantes non hyperaccumulatrices et hyperaccumulatrices de Ni (Sebertia acuminata, 

Psychotria douarrei, Phyllanthus favieri) sur sol ultramafique. Les plantes 

hyperaccumulatrices présentent un plus faible taux de colonisation par les CMA que les non 

hyperaccumulatrices. Par ailleurs, pour chacune de ces 3 espèces hyperaccumulatrices de Ni, 

une forte corrélation négative existe entre les teneurs en Ni dans les feuilles et le taux de 

mycorhization. Les CMA retrouvés comme étant associés aux plantes des milieux 

ultramafiques appartiennent aux genres Archaespora, Acaulopsora, Diversispora, 

Scutellospora, Racocetra, Cetraspora Pacispora, Glomus, Sclerocystis, Funneliformis, 

Rhizophagus, Claroideoglomus, et Paraglomus (Gensous 2014 ; Husna et al. 2017).  

Une forte concentration de Ni réduit la sporulation et la diversité des CMA (Perrier et 

al. 2006 ; Cumming & Kelly 2007 ; Amir et al. 2007) ainsi que le taux de colonisation des 

racines par les CMA (Lagrange et al. 2011 ; Amir et al. 2013). Une étude en République 

Tchèque réalisée par Doubková et al. (2011) indique que la colonisation par les CMA des 

racines de Knautia sparsiflora est plus faible sur sol ultramafique que sur un sol non 

ultramafique, et indique qu’il existe une corrélation positive entre le taux de colonisation des 

racines par les CMA d’une part et certains caractères du sol (pH, Ca, K, Ca/Mg). Schechter et 

Bruns (2008) montrent qu’il n’y a pas de différence entre un milieu ultramafique et un milieu 

non ultramafique pour les taux de colonisation des plantes par les CMA et la diversité de ces 

derniers. Les CMA isolés à partir des racines de plantes hyperaccumulatrices de Ni en milieu 

ultramafique sont plus tolérants au Ni que les isolats de CMA provenant des racines de 

plantes non hyper-accumulatrices (Amir et al. 2008). Ces auteurs ont révélé que cinq isolats 

de Glomus spp. provenant de sol ultramafique étaient capables de germer sur un milieu 

contenant jusqu'à 30 µg/g de Ni, alors que les isolats provenant de milieu non-ultramafique ne 

germaient plus à partir 15 µg/g de Ni. Une étude menée en Nouvelle-Calédonie sur deux 

isolats proches de C. etunicatum inoculés séparément sur des plantes d’intérêts pour la 

restauration des milieux ultramafiques, a permis de démontrer le rôle protecteur des CMA vis-

à-vis de la toxicité du Ni (Amir et al. 2013). L’application des CMA peut aussi diminuer le 

contenu en Ni de certaines plantes telles que Phaseolus vulgaris (Guo et al. 1996), Trifolium 

repens (Vivas et al. 2006), Costularia comosa (Lagrange et al. 2011 ; 2013) Knautia arvensis 

(Doubková et al. 2011), Alphitonia neocaledonica et Cloezia artensis (Amir et al. 2013). Une 
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forte accumulation de Ni dans les plantes endomycorhizées serait due à une augmentation de 

l'activité de la synthèse de glutamine (chélate de nickel) dans les racines (Ker et Christine 

2009). Les CMA peuvent être utilisés pour la phytoremédiation, pour la phytoextraction, pour 

la phytostabilisation et pour « l’agro mine » du Ni (Husna et al. 2017).  

L’inoculation de plantes avec des CMA natifs de ces milieux, dans des contextes de 

restauration écologique après une exploitation minière, permet d’augmenter la croissance des 

plantes réintroduites, leur biomasse, et leur taux de survie (Gensous 2014 ; Orlowska et al. 

2011). En conditions expérimentales, les CMA natifs des milieux ultramafiques augmentent la 

biomasse des plantes hyperaccumulatrices de Ni (Turnau & Mesjasz-Przybylowics 2003). 

Une étude expérimentale sur sol ultramafique a montré que Gigaspora gigantea augmentait la 

biomasse végétale de Schizachyrium et d'Andropogon, alors que C. etunicatum diminuait la 

biomasse d’Andropogon (Gustafson & Casper 2004). En Nouvelle-Calédonie sur les sols 

ultramafiques l’inoculation d’un isolat proche de C. etunicatum sur 2 espèces endémiques 

Alphitonia neocaledonica, et Cloezia artensis a permis d’augmenter leurs biomasses et leurs 

teneurs en P (Amir et al. 2013). Boulet & Lambers (2005) constatent que l’inoculation par des 

CMA induit une diminution de la croissance des plantes mais augmente la teneur en P et en K 

dans la partie aérienne des plantes en milieu ultramafique. Il a également été rapporté que les 

concentrations de P, Ca, Zn et Cu dans les plantes mycorhizées (Berkheya coddii) en milieu 

ultramafique étaient plus élevées que dans les plantes non mycorhizées (Orlowska et al. 

2008). L’inoculation de Costularia comosa (Nouvelle-Calédonie) par des CMA augmente la 

biomasse totale de la plante de 185 % (Lagrange et al. 2011). L’inoculation de CMA natifs 

des milieux ultramafiques augmente l’absorption de P chez Knautia arvensis (Doubková et al. 

2011). L’inoculation des CMA augmente le contenu en Ni de la plante hyperaccumulatrices 

Berkheya coddii (Turnau & Mesjasz-Przybylowics 2003 ; Orlowska et al. 2011) et du 

tournesol (Ker & Charest 2009). La colonisation par Rhizophagus intraradices augmente la 

biomasse sèche du tournesol en présence de Ni (Ker & Charest 2010) comparé aux plantes 

non endomycorhizées (Ker & Charest 2010). Les CMA augmentent également la croissance 

des plantes et l’absorption du P de Knautia arvensis en condition de stress hydrique 

(Doubkova et al. 2013). Les CMA associés aux plantes des milieux ultramafiques, ont donc 

un rôle primordial pour la croissance, la tolérance aux métaux lourds et l’amélioration de la 

nutrition des plantes vivant dans ces milieux extrêmes. De ce fait, les CMA natifs de ces 

milieux sont des outils biotechnologiques intéressants pour la restauration des sites miniers 

dégradés.  
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D. La restauration écologique des sites miniers dégradés de 
Nouvelle-Calédonie 
 
En Nouvelle-Calédonie, les objectifs et les contraintes de la gestion des terrains 

miniers ultramafiques sont uniques en raison de leur biodiversité singulière (2150 espèces 

végétales pour un taux d’endémisme de 82 %), et de l’importance spatiale des zones 

ultramafiques (1/3 de la surface de l’île principale) (Jaffré & L’Huillier 2010). La flore des 

substrats ultramafiques néocalédoniens est plus riche et plus originale que la flore de 

l’ensemble des autres substrats géologiques du territoire et que l’ensemble des autres 

écosystèmes ultramafiques (Jaffré et al. 2001). Les sols ultramafiques de Nouvelle-Calédonie 

comportent des concentrations en métaux lourds généralement supérieures aux autres 

substrats ultramafiques de la planète. La flore des substrats ultramafiques de Nouvelle-

Calédonie représente 35 % de la flore autochtone de l’archipel et 45,5 % de sa flore 

endémique (Jaffré & L’Huillier 2010). Cette flore métallophyte originale, en danger de par 

l’activité minière, est la raison principale pour laquelle ces écosystèmes ultramafiques font 

partie des principaux « hotspot » mondiaux de biodiversité (Whiting et al. 2004). Les 

substrats ultramafiques néo-calédoniens contiennent, près d’un quart des ressources 

mondiales en nickel (source INSG, 2014). Ce minerai, exploité depuis 1873, représente 

aujourd’hui un moteur essentiel du tissu industriel du pays (95 % des exportations, 10 % du 

PIB, 11,8 % au secteur de l’emploi) (ISEE, 2010). Avec une demande en nickel en constante 

augmentation (4% par an entre 2000 et 2010) (L’Huillier & Jaffré 2010), la Nouvelle-

Calédonie fait face à une augmentation continue des pressions exercées par l’industrie minière 

sur ces écosystèmes. Les exploitations minières provoquent des perturbations des régimes 

hydriques qui favorisent les phénomènes d’érosion, d’engravements des cours d’eau, et des 

cours inférieurs des rivières, générant une pollution du lagon néo-calédonien. Elles 

engendrent aussi une perte de la biodiversité et un risque de disparition d’espèces 

(Oostermeijer et al. 2003 ; Honnay & Jacquemyn, 2006). Les risques de perte de biodiversité 

sont d’autant plus prononcés qu’il s’agit déjà d’écosystèmes en situation critique en raison de 

leur faible étendue, des phénomènes de micro-endémismes présents sur le territoire (Wulff, 

2012), de leur fragmentation et des incendies fréquents. La Nouvelle-Calédonie est donc 

confrontée à un défi majeur qui est de conserver une ressource minière considérable pour le 

développement économique, sans impacter la biodiversité reconnue comme une des plus 

précieuses de la planète (Harrisson & Rajakaruna, 2011). Pour répondre à ce défi, il est 

impératif de développer des moyens de restauration des terrains miniers dégradés, afin que la 
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Nouvelle-Calédonie s’inscrive dans un processus de développement durable. En effet, une 

fois les ressources minières épuisées, les découvertes liées aux « ressources du vivant » 

contribueront probablement à un développement économique durable pour la Nouvelle-

Calédonie (L’Huillier et al. 2010). 

 

En Nouvelle-Calédonie, des recherches sur la revégétalisation des terrains miniers 

dégradés sur sols ultramafiques sont réalisés depuis une cinquantaine d’années, par les 

équipes scientifiques du territoire en relation avec les sociétés minières et les Provinces Sud et 

Nord (L’Huillier et al. 2010). Après quelques essais avec des espèces végétales compétitives 

et à croissance relativement rapide, mais peu adaptées aux substrats ultramafiques, les travaux 

ont été focalisés essentiellement sur le choix d’espèces indigènes pionnières des sites miniers 

et sur la maîtrise de leur culture (Jaffré & Pelletier 1992). Les espèces utilisées sont dites 

cicatricielles des maquis miniers et sont censées permettre d’amorcer une succession végétale 

secondaire. À l’heure actuelle, les travaux de revégétalisation utilisant ces espèces sont 

réalisés par plantation ou ensemencement (L’Huillier et al. 2010). La plantation est la 

première méthode utilisée à partir des années 1970, et la seule employée pendant plus de 20 

ans. Cette méthode est largement utilisée, notamment sur les talus, les décharges ou encore 

sur les anciens sites d’exploitation. L’ensemencement consiste à déposer les graines 

directement sur le terrain à restaurer. Cette méthode est mise en œuvre manuellement ou 

mécaniquement. L’ensemencement, notamment l’ensemencement hydraulique 

(hydroseeding), a été développé à partir des années 1990 et représente dorénavant la 

technique la plus utilisée en termes de surfaces traitées (L’Huillier et al. 2010). Celle-ci 

permet contrairement aux plantations, de traiter rapidement des surfaces importantes y 

compris les fortes pentes. Ce procédé consiste à projeter sur les surfaces à réhabiliter, à l’aide 

d’un hydrosemoir (pompe montée sur un camion), un mélange de mulch, colle végétale, 

nutriments, engrais minéraux et organiques, et semences de diverses espèces. 

Néanmoins, un bilan des essais de restauration menés depuis 1971 met en évidence la 

faiblesse de certains aspects des itinéraires techniques utilisés jusqu’à aujourd’hui (Amir et al. 

2014b ; L’Huillier et al. 2014). Les coûts de préparation des terrains à restaurer, amendement 

et fertilisation, sont élevés. A cela s’ajoutent les coûts et difficultés d’approvisionnement en 

plants ou en semences (Fogliani, 2011), ces coûts pouvant représenter jusqu’à 40% du coût 

technique total (Fogliani, 2011). De plus, les résultats observés sont souvent insuffisants en 

termes de densité et de diversité spécifique. Les itinéraires techniques de restauration néo-

calédoniens ne maîtrisent qu’un faible pourcentage des espèces végétales identifiées sur 
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maquis miniers (Entre 10 et 20 %, VALE-NC, Mac Coy comm.pers. Koniambo Nickel SAS, 

données internes). Toutefois, le but de la revégétalisation est uniquement d’amorcer un 

processus dynamique de développement et d’enrichissement progressif visant à recréer des 

écosystèmes sur le long terme. De nombreux auteurs soulignent également la faiblesse de ces 

outils dans l’absence de prise en compte des biotes du sol comme un des principaux biais de 

ces méthodes, pourtant démontré comme essentiel au succès des travaux de restauration (De 

Deyn et al. 2003 ; Frouz et al. 2006 ; 2008). 

Ainsi, si des progrès ont été réalisés, les résultats des travaux de restauration en 

Nouvelle-Calédonie demeurent encore fluctuants et les recherches sont poursuivies. Depuis 

quelques années, des avancées significatives ont été obtenues et une revégétalisation dans 

l’optique d’une restauration écologique, avec une diversité minimale d’espèces natives est 

désormais pratiquée dans la majorité des opérations de restauration. L’intérêt des recherches 

se porte aujourd’hui sur une meilleure compréhension du fonctionnement de l’interface 

sol/plante, et notamment sur l’utilisation des CMA et du sol de surface (topsoil) (Amir et al. 

2003 ; Amir et al. 2014b). L’exploitation nécessite de décaper des zones naturelles pour avoir 

accès au minerai de Ni, ce qui induit l’élimination de tous les organismes vivants sur le site à 

exploiter. Le sol décapé (topsoil) est ensuite stocké en tas pour être utilisé après exploitation 

de la zone pour la restauration écologique. Cette couche de sol contient la banque de graines 

et tous les microorganismes du sol. Le stockage de ce topsoil diminue fortement son potentiel 

biologique (Bordez 2015), avec notamment un appauvrissement, voire une disparition des 

CMA. Pour la restauration écologique l’utilisation de CMA natifs de ces milieux est 

nécessaire ; il est donc primordial d’isoler, d’identifier, de caractériser et de réaliser une 

production de masse de ces espèces de CMA pour permettre leur réintroduction sur le terrain 

afin de restaurer les milieux dégradés de façon durable.  
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Introduction au Chapitre 2 
 

L’un des principaux enjeux de l’étude des CMA est de sélectionner des isolats, après 

une caractérisation judicieuse, afin d’utiliser leurs services écosystémiques pour développer 

des méthodes durables que ce soit pour l’agriculture ou la restauration de milieux dégradés. 

L’utilisation des CMA natifs des milieux à restaurer est nécessaire, car ils ont un meilleur 

potentiel à stimuler la croissance des plantes natives que les CMA issus de milieux différents, 

notamment lorsqu’il s’agit de milieux très particuliers, comme c’est le cas des milieux 

ultramafiques. 

 Le nombre d’espèces de CMA décrites est faible comparé aux autres embranchements 

de champignons (Ohsowski et al. 2014). Ces dernières années, les connaissances sur la 

diversité des CMA ont considérablement augmenté, grâce à l’utilisation des techniques de 

biologie moléculaire et des progrès réalisés pour l’identification morphologique de ces 

organismes (Da Silva et al. 2006 ; Krüger et al. 2012 ; Błaszkowski et al. 2015). Beaucoup de 

CMA sont connus uniquement grâce aux séquences d’ADN environnementales et le nombre 

d’unités taxonomiques opérationnelles (moléculaire) différentes ou de taxons virtuels excède 

le nombre d’espèces de CMA décrites par les méthodes taxonomiques traditionnelles 

(morphologie) (Öpik et al. 2013 ; 2014). Actuellement 293 espèces sont décrites et nomées 

(cf. Annexe 1), alors que les études sur la diversité suggèrent l’existence de 348 à 1600 

espèces de Glomeromycota. Des études récentes (Opik et al. 2013 ; Ohsowski et al. 2014) 

suggèrent également que cibler des écosystèmes peu ou pas étudiés permettrait probablement 

de découvrir de nouvelles espèces de CMA. 

La Nouvelle-Calédonie est connue pour être un des plus importants « hots spots » de 

biodiversité au monde, comprenant une très forte proportion d’espèces de plantes endémiques 

en danger d’extinction (Myers et al. 2000). En effet, l’exploitation de grandes surfaces de 

milieux ultramafiques pour l’extraction du Nickel menace ces écosystèmes uniques. Pour 

développer des techniques de restauration écologiques durables de ces écosystèmes, une 

bonne compréhension du rôle des CMA en milieu ultramafique est nécessaire (Smith and 

Read 2008 ; Graham 2009). Les études précédentes sur la restauration des milieux 

ultramafiques de Nouvelle-Calédonie ont montré que pratiquement toutes les plantes étaient 

endomycorhizées (Amir et al. 1997 ; Perrier et al. 2006 ; Amir et al. 2007 ; Amir et al. 1997 ; 

Perrier et al. 2006 ; Amir & Ducousso 2010 ; Lagrange et al. 2011). Les isolats de CMA des 

milieux ultramafiques ont été décrit comme étant tolérant au Nickel et comme étant plus 
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performant que des CMA provenant de milieux différents ; ces CMA sont donc des cibles 

intéressantes pour êtres utilisés comme biostimulant des plantes pour la restauration des 

milieux ultramafiques dégradés en Nouvelle-Calédonie (Amir et al. 2008). La diversité des 

CMA en milieux ultramafiques a été étudiée (Fitzsimons et al. 2010 ; Schechter & Bruns 

2008 ; 2012 ; Gensous et al. 2014 ; Kohout et al. 2015) ; ces études suggèrent l’existence de 

nouvelles espèces de CMA. Cependant, les CMA de ces milieux n’ont généralement pas été 

caractérisés et identifiés clairement. 

Cette étude présente la description de 5 nouvelles espèces de CMA et d’un isolat et a 

fait l’objet de deux articles actuellement sous presse. Le premier article présente la description 

d’une espèce découverte dans différent milieux situés dans plusieurs lieux géographiques et a 

été rédigé en collaboration avec le Pr. Janusz Blaszkowski. Cet article a permis d’ériger une 

nouvelle famille et un nouveau genre et de décrire une nouvelle espèce présente notamment 

sur les milieux ultramafiques de Nouvelle-Calédonie. Le deuxième article présente la 

description de 4 nouvelles espèces de CMA isolées uniquement sur un milieu ultramafique de 

Nouvelle-Calédonie. La dernière partie de ce chapitre présente la description d’un isolat 

provenant d’un milieu ultramafique de Nouvelle-Calédonie et affilié à l’espèce 

Claroideoglomus etunicatum. Les descriptions sont basées sur la morphologie des spores et 

les séquences de l’ADNr. 
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Introduction

Based on rRNA gene sequence data, Redecker et al. (2000) and Sawaki et al. (1998) 
recognized the ancient origin of five species of arbuscular mycorrhizal fungi (AMF) 
that have been classified in the phylum Zygomycota. Three of them, Acaulospora 
gerdemannii  N.C.Schenck & T.H.Nicolson, A. trappei  R.N.Ames & Linderman and 
Glomus gerdemannii  S.L.Rose, B.A.Daniels & Trappe, were dimorphic organisms 
(Morton & Redecker 2001, Spain 2003, Spain et al. 2006). Spores of one of the 
morphs arose laterally from the neck of a sporiferous saccule like in Acaulospora 
laevis Gerd. & Trappe, the type species of the genus Acaulospora Gerd. & Trappe 
(Gerdemann & Trappe 1974), but differed in subcellular structure and the phenotypic 
and histochemical characters of components of their spore walls. In addition, the spores 
usually developed from a short branch of the sporiferous saccule neck rather than 
directly from it as sessile acaulosporoid spores of Acaulospora spp. The second morph 
produced spores blastically at the tip of a sporogenous hypha (called glomoid spores) 
like G. microcarpum Tul. & C. Tul., which at that time was considered the type species 
of the genus (Gerdemann & Trappe 1974); now it is G. macrocarpum Tul. & C.Tul. 
(Schüßler & Walker 2010). Glomus brasilianum Spain & J. Miranda and G. occultum 
C. Walker formed only glomoid spores (Błaszkowski 2012, Morton and Redecker 
2001). In addition, the fungi were distinguished by the following (i) their mycorrhizal 
structures usually lacked vesicles and the other structures (arbuscules, intraradical and 
extraradical hyphae) stained much lighter than those of other AMF or did not stain at all 
in mycological stains and (ii) G. leptotichum Schenck & Smith (the synanamorph of A. 
gerdemannii) and G. occultum contained a unique fatty acid, C16:1 ω7 cis (Redecker 
et al. 2000, Spain et al. 2006). However, all of the morphological, histochemical and 
biochemical characters did not contain enough information to determine the position 
of the species among other AMF in a phylogenetic tree. Therefore, Morton & Redecker 
(2001), based on sequences of the 18S ribosomal RNA gene, transferred G. brasilianum 
and G. occultum to a newly erected genus, Paraglomus J.B.Morton & D.Redecker, in a 
new family, Paraglomeraceae J.B.Morton & D.Redecker. The other three species were 
accommodated in the genus Archaeospora J.B.Morton & D.Redecker of the family 
Archaeosporaceae J.B.Morton & D.Redeck er. 

Currently AMF are grouped in the subphylum Glomeromycotina (C.Walker 
& A.Schüßler) Spatafora & Stajichthe of the phylum Mucoromycota Doweld 
(Spatafora et al. 2016) and the species mentioned above are in three families: 
Ambisporaceae C.Walker, Vestberg & A.Schüßler, Archaeosporaceae representing 
the order Archaeosporales C.Walker & A.Schüßler, and Paraglomeraceae belonging 
to Paraglomerales Walker & A.Schüßler (Bills & Morton 2015, Oehl et al. 2011a, b, 
Redecker et al. 2013, Schüßler & Walker 2010), of which the last family is the focus 
of this study. 

Apart from the two Paraglomus spp. mentioned above, currently the genus Paraglomus 
still comprises four other species with known molecular phylogenies, i.e. P. bolivianum 
(Sieverd. & Oehl) Oehl & G.A.Silva, P. laccatum (Błaszk.) Renker, Błaszk. & Buscot, 
P. majewskii Błaszk. & Kovács, and P. pernambucanum Oehl et al. (Błaszkowski 2012, 
Mello et al. 2013). In addition, Oehl et al. (2011a) proposed two new combinations 
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Fig. 1. A 50% majority rule consensus phylogram inferred from a Bayesian analysis of SSU–ITS–
LSU nrDNA sequences of Innospora majewskii comb. nov. and Pervetustus simplex gen. and sp. 
nov., five known Paraglomus spp. and six species of the families Ambisporaceae, Archaeosporaceae 
and Geosiphonaceae of the Glomeromycotina with seven species of the families Endogonaceae and 
Mortierellaceae as outgroup. The two new taxa are in boldface and their names are followed by 
GenBank accession numbers. The Bayesian posterior probabilities ≥0.50 and ML bootstrap values 
≥50% are shown near the branches, respectively. Bar indicates 0.1 expected change per site per branch. 
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Figs 2–7. Pervetustus simplex. 2. Intact spores. 3, 4. Spore wall layers (swl) 1 and 2 and subtending 
hyphal wall layer (shwl) 2; shwl1 is completely sloughed. 5. Spore wall layers (swl) 1 and 2. 6. 
Spore wall layers (swl) 1 and 2 and subtending hyphal wall layers (shwl) 1 and 2. 7. Spore wall 
layers (swl) 1 and 2 and subtending hyphal wall layer (shwl) 2; shwl1 is completely sloughed; note 
the septum (s) in the lumen of the subtending hypha. Figs 3, 4, 6, 7. Spores in PVLG. Figs 2, 5. 
Spores in PVLG+Melzer’s reagent. Figs 2–7. Differential interference microscopy. Bars: Fig. 2 = 
20 µm, Figs 3–7 = 10 µm.
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the United Nations Environmental Program (UNEP 2006). Annual rainfall does not 
exceed 100 mm and summer temperatures exceed 48 °C (Symanczik et al. 2014). The 
Greek (40°33'59"E, 22°57'26"E) and Tunisian (36°48'19"N, 10°12'04"E) sites were 
located ca. 50 m and 20 m, respectively, from the bank of the Mediterranean Sea. The 
New Caledonian nickel mine is situated in the great south ultramafic massif of the 
archipelago, near Plum (22°16'35"S, 166°36'55"E). The annual rainfall on the study 
site ranges from 900 to 2000 mm with variations between and within years (Enright 
et al. 2001). Sampling in Oman and Tunisia took place in August 2006, in Greece in 
September 2008, and in New Caledonia in September 2014. Chemical and physical 
properties of the habitat soil from Oman are presented in Al-Yahya’ei et al. (2011). The 
soil from New Caledonia is a colluvial lateritic soil with the following characteristics: 
coarse sand, 39.4%; fine sand, 22.1%; silt-clay, 37.2%; pH H

2
0, 5.9; pH KCl, 5.6; total 

C, 42.1 g kg−1; total N, 2.2 g kg−1; total P, 147 mg kg−1; available P (Mehlich), 3 mg 
kg−1; and total Ni, 4.78 g kg−1.

Figs 8–11. Mycorrhizal structures of Pervetustus simplex in roots of Plantago lanceolata stained in 
0.1% Trypan blue. 8. Arbuscules (a) and arbuscular trunk (t) developed from parent hypha (ph). 9. 
Arbuscules (a), Y-shaped branch (Yb), straight hypha (sh), and coil (c). 10. Extraradical hyphae (eh) 
on the root surface. 11. Extraradical hyphae (eh) and spore (sp). Figs 8–11. In PVLG. Figs 8–11. 
Differential interference microscopy. Bars: Figs 8–10 = 10 µm, Fig. 11 = 20 µm.
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New Caledonia, a tropical archipelago in the South

Pacific, is known as one of the world’smost important bio-

diversity hot spots, displaying a very high proportion of

endemic and endangered plant species (Myers et al. 2000).

In New Caledonia, serpentine ecosystems which have de-

veloped over ultramafic rocks (peridotites, serpentinites)

cover one third of the surface area of the main island called

Grande Terre. The originality of these ecosystems, where

plant endemism levels reach 82%, is not only due to their

geographic isolation, but also to the adaptation of commu-

nities to strong edaphic constraints (Jaffré 1993). New

Caledonian ultramafic soils have very low levels of major

elements (N, P, K, and Ca), with low Ca/Mg ratiosand high

concentrations of Ni, Co, Cr, and Mn (Brooks 1987; Jaffré

and L’Huillier 2010). The stripping of large areas, for the

purpose of nickel mining, endangers this unique ecological

heritage. Ecological restoration of degraded mine sites is

theref ore a maj or concern i n New Cal edoni a.

Improvement of currently used techniques for revegetation

(Luçonet al. 1997) requiresagoodunderstandingof therole

of mycorrhizal associations involved in ultramafic soils

(Smith and Read 2008; Graham 2009). Previous studies of

New Caledonian ultramafic maquis (a biome characterized

by shrubby and bushy plants with a low growth rate and

xeromorphic foliage, equivalent to italian macchia) have

highlighted that nearly all plant species are arbuscular my-

corrhizal (Amir et al. 1997; Perrier et al. 2006), including

Ni-hyperaccumulating plants(Amir et al. 2007) and species

of Cyperaceae and Proteaceae, two families generally con-

sidered as non-mycorrhizal (Amir et al. 1997; Perrier et al.

2006; Amir and Ducousso 2010; Lagrange et al. 2011).

AMF isolates from ultramafic soils have been found to be

highly tolerant to Ni (Amir et al. 2008), so AM fungi from

New Caledonianultramaficsoilsareagood target tobeused

as plant growth promoters. Ultramafic habitats are among

those that have received only little attention in AMF diver-

sity, (Fitzsimons and Miller 2010; Schechter and Bruns

2008, 2012; Gensous2014; Kohout et al. 2015); thesestud-

iessuggested thepresenceof several new speciesof AMF in

ultramafic soil. AM fungi from ultramafic soil have never

been clearly described and identified.

Our morphological and molecular investigation of

fungal communities associated with plants of ultramafic

soil of New Caledonia revealed the presence of four

undescribed AMF species in pot trap cultures compris-

ing mixtures of rhizosphere soils and roots of plant

colonizing the ultramafic soil in New Caledonia. We

subsequently grew the fungi in single-species cultures.

Two species formed typical acaulosporoid spores, one

formed typical gigasporoid spores, and the last species

formed glomoid spores. The aim of the present study

was to isolate, describe, and identify these new species,

based on both morphological and molecular analyses.

Material and methods

Study site

The archipelago of New Caledonia is situated in the South

Pacific, approximately 1500 km east of Australia and

1800 km north of New Zealand. The climate is subtropical

to tropical, with a rainy season from December to May and a

dry season from June to November that can vary in duration

and severity. Mean monthly temperature in the capital,

Noumea, is highest in February with 26.2 °C and lowest in

August with 19.9 °C (Enright et al. 2001). The study site is

covered by ultramafic maquis vegetation under annual rain-

fallsvarying from 900 to 4000 mm (Proctor 2003; Read et al.

2006). The study site is situated in the great south ultramafic

massif and wasin theareaat Plum(22° 16′ S, 166° 38′ E). The

altitude varies from 34 to 206 m. The topography is rugged

with slopesoften above30%. In our study site, thevegetation

is a mosaic of maquis and relict forests (paraforest forma-

tions). The paraforest formations are restricted to humid or

topographically protected sites and form small patches

surrounded by maquis. New Caledonian maquis has more

than 2150 species with an endemism level of 82% (Jaffré

et al. 2010) and occurs generally in old forest zones which

have declined, during the last centuries, following successive

fires(McCoy et al. 1999). Thereareseveral unifying features:

maquis is evergreen, 1–7 m tall, moreor lessbushy or with a

dense sedge layer, most species are sclerophyllous and it in-

cludes some transitional forest forms. Most of the maquis

species have a well-developed superficial root system (Jaffré

and L’Hullier 2010).

Soil geochemistry

The soil of the study site is a colluvial lateritic soil with fol-

lowing characteristics: coarse sand, 39.4%; finesand, 22.1%;

si l t-clay, 37.2%; pH H20, 5.9; pH KCl, 5.6; total C,

42.1g kg−1; total N, 2.2 g kg−1; total P, 147 mg kg−1; available

P (Mehlich), 3 mg kg−1; total Ca, 1.06 g kg−1; total Mg,

5.08 g kg−1; Ca/Mg, 0.207; total Ni, 4.78 g kg−1; DTPA ex-

tractable Ni , 91.4 mg kg−1; DTPA extractable Co,

71.0 mg kg−1; DTPA extractable Cr, 0.5 mg kg−1; DTPA ex-

tractable Mn, 864.8 mg kg−1.

Sampling, establishment, and growth of trap
and single-species cultures

Soil samples were collected from the rhizosphere of four en-

demic plants: Codia discolor (Brongn. & Gris) Guillaumin,

Alphitonia neocaledonica (Schltr.) Guillaumin, Dodonaea

viscosa (L.) Jacq. and Sannantha leratii (Schltr.) Peter G.

Wilson. All these plants species are arbuscular mycorrhizal

(Amir et al. 1997; Perrier et al. 2006) and are used for
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ecological restoration of New Caledonian degraded mine

sites. An area of 200 m2 was delimited; rhizosphere soil

(100 g of soil and roots) of ten plants of each species was

sampled. The rhizosphere soil was sampled by first digging

a pit of 30-cm diameter and 30-cm depth, close to the plant

stemsto haveaccessto theroots. Soil wasthen collected from

theborder of thepitsin order to obtain asamplerepresenting a

vertical crosssection acrosstheroot zonesof theseplantsand

then the soil waspooled per plants species. For the four sam-

plesof soil (onesampleby plant species), 20 pot trap cultures

(1 L) were established. Pots were filled with 0.85 kg of an

autoclaved substrate consisting of ultramafic soil from the

study site. As plant growth in this pure ultramafic soil was

very slow, amixtureof 80%ultramafic soil and 20%commer-

cial compost (v/v) was used. The soil was first autoclaved

three times at 120 °C for 1 h, with an interval of 24 h, to

eliminate microorganisms. The mycorrhizal inocula (50-g

mixture of rhizosphere soils and roots each) were spread as a

layer on the surface of the substrate in the pots and covered

withathin layer of thesubstrate. Sorghumvulgarewasusedas

trap plant. Seeds of S. vulgare were surface-disinfected in a

1.25% solution of sodium hypochlorite(12° chlorometric) for

15 min, and then rinsed with distilled water in sterilized Petri

dishes. The seeds were subsequently sown in sterilized ver-

miculite (autoclaved for 60 min; at 120 °C) before transfer to

experimental pots. Two 2-week-old AMF-free plantlets of

S. vulgare were removed from the vermiculite and planted in

every experimental pot. Thetrapcultureswerekept inagreen-

house (temperature, 21–24 °C; relative humidity, 70%) for

7 monthsand irrigatedmanually every 2days. After 7months,

sporeswereextracted by wet sieving and sucrosedensity gra-

dient centrifugation, using a modified method of Daniels and

Skipper (1982). For each trap culture, 10 g of soil were wet-

sieved, and then 10 mL of the sieved material enriched in

spores was well suspended in 20 mL of water in a 50-mL

Falcon tube. A 25mL sucrosesolution (70%v/w) wasinjected

to the bottom of the tube, forming a stepped density gradient

that was centrifuged at 900g for 3 min. Spores of AMF were

collected from the interface of sucrose solution, washed with

tap water on a36-μm sieve for 2 min, and transferred to Petri

dishes. Spores were then picked individually under a stereo-

microscope and examined morphologically. Then, several

spores of each morphotype were surface-sterilized using the

procedureof Bécard and Fortin (1988). Thesestepswerecar-

ried out aseptically in a laminar flow cabinet. Spores were

washed in a 0.05% (v/v) Tween 20 solution, soaked in a

vacutainer tube with 2% (w/v) chloramine T solution for

10 min, and rinsed three times by centrifugations for 30 s in

sterile distilled water. A second treatment with chloramine T

followed by rinsing in water wasperformed in thesameman-

ner. Then, spores were washed 10 min in a sterile solution of

200 mg L−1 streptomycin and 100 mg L−1 gentamycin and

rinsed threetimesby centrifugationsfor 30 sin steriledistilled

water. Spores were used immediately for establishment of

single-species cultures, using the Bcone-tainer techniquê

(Koske and Gemma 1997; https://invam.wvu.edu/methods/

cultures/single-species-cultures). For this technique, the

same substrate used for trap cultures was placed in a 50 mL

Bcone tainer^ (Cooperative Centrale Agricole, Nouméa). As

previously described two, 2-week-old, AMF-free plantlets of

S. vulgare were placed in every Bcone-tainer.^ A total of 100

surface-sterilized spores of each morphotype in 200 μl water

werepipettedalong thelength of theintertwined roots, so they

theoretically were in good contact with roots. After two

months, the Bcone tainerŝ were transplanted into 450-mL

pots fil led with the same substrate. Overall, 25 single-

species cultures were set up per morphotype and kept in a

greenhouse (temperature, 21–24 °C; relative humidity, 70%)

for 6 months. They were irrigated manually every 2 days.

After 6 months, spores were extracted by wet sieving and

sucrosedensity gradient centrifugation asdescribed previous-

ly. Spores from successful, pure single-species cultures were

re-inoculated on S. vulgare as described previously. After

6 months, spores were extracted and used for morphological

and molecular analyses and for root organ culture. The pres-

ence of mycorrhizal structures on roots of S. vulgare was

determined using a clearing and staining protocol for roots

(Phillips and Hayman 1970) as modified by Błaszkowski

et al. (2006): tissue acidification was performed using 20%

hydrochloric acid instead of 1%and trypan blueconcentration

was 0.1% instead of 0.05%.

Root organ culture

Transformed chicory (Cichorium intybus L.) roots were pro-

vided by BCCM (Belgian Coordinated Col lections of

Microorganisms). Routine maintenance of the roots was per-

formed on the modified Strullu-Romand (MSR) medium

(Diop et al. 1994) in an inverted position at 28 °C in thedark.

The MSR medium contained in milligrams per liter distilled

water: MgSO4.7H2O, 739; KNO3, 76; KH2PO4, 4.1;

Ca(NO3)2.4H 2O, 359; NaFeEDTA , 8; K Cl , 65;

MnSO4.4H2O, 2.45; ZnSO4.7H2O, 0.29; H3BO3, 1.86;

CuSO4.5H2O, 0.24; (NH4)6M o7O24.4H2O, 0.035;

Na2MoO4.2H2O, 0.0024; thiamine, 1; pyridoxine, 0.9; nico-

tinic acid, 1; calcium penthotenate, 0.9; cyanocobalamine,

0.4; biotine 0.9 × 10–3; sucrose, 6000 and phytagel

(SIGMA) 4500. The pH was adjusted to 5.5 before steriliza-

tion at 121 °C for 15 min. Fungal inoculum: 500 spores of

single-species cultures of each species were extracted and

surface-sterilized aspreviously described. Then, 30–60 spores

per Petri plate were spread out on MSR medium. Ten Petri

plateswereestablished for each species. Primary mycorrhizal

colonization was achieved after 1 week by placing root ex-

plants(3cm) ineachPetri plate. Root organcultureswerekept

inan invertedposition for 6monthsat 28 °C in thedark. Every
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week in situ observation of different structures: germination,

ramification, runner hyphae, branch absorbing structure, and

spores of each fungus were performed under a compound

microscope(OlympusBX 50). Photographsweretaken using

adigital camera(LeikaDFC 295) on acompound microscope

(Olympus BX 50) using Leica Application Suite Version V

4.1 software.

Morphological analyses

Spores from single-speciescultures of each new fungus were

extracted as previously described. Morphological features of

spores and phenotypic and histochemical characters of spore

wall layers were determined after examination of at least 100

spores mounted in water, lactic acid, PVLG (Omar et al.

1979), and a mixture of PVLG and Melzer’s reagent (1:1,

v/v). For the Rhizophagus species, some spores were cleared

in a solution of 25% sodium hypochlorite (12° chlorometric)

for 5 min, and then rinsed with distilled water in sterilized

Petri dishes. The terminology for spore subcellular structures

followsBłaszkowski (2012). Sporecolor wasexaminedunder

a dissecting microscope on fresh specimens immersed in wa-

ter. Colors were determined using the INVAM color chart.

Photographs were taken using a digital camera (Leica DFC

295) on acompound microscope(OlympusBX 50) equipped

with Nomarski differential interference contrast optics and

Leica Application Suite Version V 4.1 software. Specimens

mounted in PVLG and a(1:1) mixtureof PVLG and Melzer’s

reagent were deposited at the Mycological Herbarium of the

National Museum (France, Paris) in MNHN-PC-PC0728837,

MNHN-PC-PC0728838, MNHN-PC-PC0728839, MNHN-

PC-PC0728840.

Morphological comparisons of Acaulospora spp. and

Scutellospora spp. wereperformed using speciesdescriptions

from the INVAM website (http://fungi .invam.wvu.edu/the-

fungi/species-descriptions.html ). Exceptions were A.

papillosa, for which thestudy of Pereiraet al. (2016) wasused

and S. spinossima, S. pernambucana, and S. alterata for

which the original descriptions by Walker et al. (1998), da

Silva et al. (2008), and Pontes et al. (2013) were used,

respectively.

Molecular analyses

One to three spores of each species from the single-

species cultures on S. vulgare were crushed using a pi-

pette tip in a 1.5 Eppendorf tube containing 10 μl of

ultrapure water, 2 μl was used for polymerase chain reac-

tion (PCR). A DNA fragment of around 1545 bp, cover-

ing partial SSU, the whole ITS and the variable D1 and

D2 regions of the LSU, was amplified by nested PCR

using the AMF-specific primers developed by Krüger

et al. (2009). In the first round of PCR, the primers

SSUmAf and LSUmAr were used. In the second, nested

round of PCR, the primer SSUmCf and LSUmBr were

used with 1 μl of the first PCR round product as a tem-

plate. The PCR mix included 0.4 U of AmpliTaq® 360

DNA polymerase (Applied Biosystems), 1X AmpliTaq®

360 PCR buffer (Applied Biosystems), 0.2 mM of each

dNTP, 0.4 μM of each primer and 1 μl of the template in

a final volume of 25 μl. The cycling parameters for the

first PCR were 3 min at 98 °C followed by 35 cycles of

10 s at 98 °C, 30 s at 60 °C, and 1 min at 72 °C. The

program was concluded by a final extension phase of

10 min at 72 °C. The cycling parameters for the second

PCR were the same as in the first PCR except for the

number of cycles (35) and anneal ing temperature

(63 °C). The PCRs were conducted in triplicates. PCR

products were checked on 1% agarose gels. The positive

PCR products were cloned into pGEM-T using a pGEM-T

easy vector system (Promega) following the manufac-

turer’s instructions. Ligated plasmids were transformed

into CaCl2 competent Escherichia coli DH5α cells using

a heat-shock approach. The transformed bacteria were

plated into LB (Luria-Bertani) medium containing ampi-

cillin (50 μg/mL) and grown overnight at 37 °C. A PCR

using the universal M13F and M13R primers was per-

formed directly on bacterial colonies to screen for positive

clones. Clones that exhibited fragments with the expected

size were sequenced on an Applied Biosystems 3730xl

capillary sequencer (IRD, Noumea) with the BigDye®

Terminator v3.1 Cycl e Sequencing K i t (A ppl i ed

Biosystems). The forward and reverse strands were as-

sembled in ChromasPro (Technelysium Pty L td.,

Australia). The glomeromycotan origin of the sequences

was tested by BLAST (Altschul et al. 1997). The new

sequence were deposited in the EMBL database under

the accessi on numbers: K Y 362428, K Y 362429,

K Y 362430; K Y 362431, K Y 362432, K Y 362433;

K Y 362434, K Y 362435; K Y 362436, K Y 362437,

KY362438.

Phylogenetic analyses

A sequence al ignment of our data and publ i shed

glomeromycotan species was obtained using MAFFT 7

(http://maf f t.cbrc.j p/al i gnment/server ; K atoh and

Standley 2013) using the slow i terative ref inement

option FF-NS-I (gap opening penalty 1.0, offset value 0.

1). Maximum likelihood (ML) analyses of the whole re-

gion (SSU-ITS1-5.8S-ITS2-LSU) or of the 28S part were

performed using PhyML 3.0 (Guindon et al. 2010) and

MEGA 7 software (Kumar et al. 2016) with bootstrap

support obtained using 1000 replicates. Phylogenetic trees

were viewed and edited using MEGA 7. Bayesian analy-

ses were performed using MrBayes 3.2 (Ronquist and
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Huelsenbeck 2003), using the General Time Reversible

Model for 107 generations and a burnin value of 25%.

Results

Taxonomic analyses

Acaulospora saccata D. Redecker, Crossay & Cilia, sp. nov.

Fig. 1a–j Mycobank MB820531

Holotype Isolated from rhizospheric soil of a greenhouse

pot of single-species culture propagated on Sorghum

vulgare at LIVE (Laboratoire Insulaire du Vivant et de

l ’Environnement) in New Caledonia, Nouméa, April

2016, T. Crossay. Holotype deposited at Mycological

Herbarium of the National Museum (France, Paris)

MNHN-PC-PC0728838 (slide). This single-species cul-

ture was originally inoculated with 100 spores isolated

from rhizospheric soil of a greenhouse pot of a single-

species culture propagated on Sorghum vulgare at LIVE

in New Caledonia, Nouméa, October 2015, T. Crossay.

The previous single-species culture generation originally

was set up using 100 spores isolated from rhizospheric

soil of a greenhouse pot trap cultures propagated on

Sorghum vulgare at LIVE in New Caledonia, Noumea,

April 2015, T. Crossay. Pot trap cultures had originally

been inoculated with rhizospheric soil of Alphitonia

neocaledonica sampled in an ul tramafic maquis in

New Caledonia, September 2014, T. Crossay. This ultra-

mafic maquis is located in south of Grand Terre island

of New Caledonia at Plum, (22° 16′ S, 166° 38′ E).

Description Sporocarps unknown. Spores sessile, globose

to subglobose, occasionally ovoid, hyaline when young,

l ater to whi te to pal e ochraceous (0/10/50/10),

(69–)75(−85) μm in diameter, formed laterally on the spo-

rogenous hypha (Fig. 1a). No sporiferous saccule ob-

served in single-species culture (in vivo). Spore wall with

two layers. Layer 1 hyaline, mucilagineous, disappearing

during spore maturation, (1.0–)1.2(−1.5) μm thick

(Fig. 1f). Layer 2 laminate, pale yellow (0/0/50/10)

(4–)5.5(−6.5) μm thick (Fig. 1d–f). Inner wall 1 with

one thin, hyaline, semi-flexible layer (1–)1.2(−1.5) μm

thick (Fig. 1e–f). Inner wall 2 with two layers, layer 1

hyaline with granular excrescences (or Bbeadŝ ) (0.8–

1.6 μm thick), seem to associate with inner face of inner

wall 1 (Fig. 1e). Layer 2 in PVLG at least (1.5–)1.8(−3.5)

μm thick (Fig. 1e–f), plastic, turning deep beetroot purple

(20/80/20/0 to 40/80/20/0) in Melzer’s reagent (Fig. 1f),

appearing sack-like and thus very difficult to break up by

pressure. Germination through spore wall (Fig. 1h), no

germination orb was observed.

Etymology From Latin saccatus, sac-shaped, referring to the

innermost wall of the spore which resembles an elastic bag

with folds that is difficult to break.

Habitat Rhizospheric soil in tropical ultramafic maquis.

Distribution Known only from the type locality.

Material examined Spores isolated from rhizospheric soil of a

greenhouse pot of single- species culture propagated on

Sorghum vulgare at LIVE (Laboratoire Insulaire du Vivant

et de l’Environnement) in New Caledonia, Nouméa, April

2016, T. Crossay, MNHN-PC-PC0728838.

In vitro morphology Spores formed laterally on the sporoge-

nous hypha and no sporiferous saccules observed (Fig. 1b).

Runner hyphae (3.5–)4(−4.5) μm diameter (Fig. 1c–g), often

with swellings (Fig. 1c).

Molecular and phylogeneticanalysisPhylogeneticanalysesof

the18S-ITS1-5.8S-ITS2-28Sregion firmly placesthisspecies

in a branch of the genus Acaulospora, containing A. rugosa,

A. longula, A. mellea, A. delicata, A. dilatata, A. morrowiae,

and A. papillosa (Fig. 3). Analyses of the whole region (Fig.

3) or of the28Spart (seeSupplementary information Fig. S1)

using maximum likelihood analyses in MEGA and PhyML

clearly separate this species from their closest relatives and

from each other.

Notes Of the Acaulospora spp. that clustered in the major

clade with the basal subclade represented by A. saccata (Fig.

3), thenew species ismorphologically most closely related to

A. delicata. Only in thesetwo species, thesporewall and inner

wall 1 are two- and one-layered, respectively. In the other

species, the spore wall comprises three layers, and inner wall

1 consists of two layers. Other features clearly separate

A. saccata from A. delicata. Sporesof A. saccata are approx-

imately 1.2-fold smaller when globose, and their sporewall is

2-fold thicker. Moreover, layer 2 of inner wall 2 of A. saccata

isplasticand stainspurplein Melzer’sreagent, whereasthat of

A. delicata is flexible, doesnot swell in PVLG (isnot plastic),

and stains faintly or does not stain at all in this reagent. For

more details on the comparison with other species, see

Supplementary Text File .

Acaulospora fragilissima D. Redecker, Crossay & Cilia, sp.

nov. Fig. 2a–i Mycobank MB820533

Holotype Isolated from rhizospheric soil of a greenhouse pot

of single-species culture propagated on Sorghum vulgare at

LIVE(LaboratoireInsulairedu Vivant et del’Environnement)

in New Caledonia, Noumea, April 2016, T. Crossay. Holotype

deposited at Mycological Herbarium of theNational Museum
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Etymology FromLatin fragilissima, highly fragile, isreferring

to the spores which break easily and are quickly degraded

when stored.

Mycorrhizal structure Forming hyphal coils and arbuscules,

staining with Trypan Blue (Fig. 2h).

Habitat Rhizospheric soil in tropical ultramafic maquis.

Distribution Known only from the type locality.

Material examined Spores isolated from rhizospheric soil

of a greenhouse pot of single-species culture propagated

on Sorghum vulgare at LIVE (Laboratoire Insulaire du

Vivant et de l ’Environnement) in New Caledonia,

Nouméa, A pri l 2016, T. Crossay, M NHN-PC-

PC0728839.

In vitro morphology Spores formed terminally on thesporog-

enous hyphae, no sporiferous saccule observed (Fig. 2b).

Runner hyphae (2.5–)3(−3.2) diameter (Fig. 2c).

Molecular and phylogenetic analysis Phylogenetic analyses

of the 18S-ITS1-5.8S-ITS2-28S region firmly place this

species in a branch of the genus Acaulospora, contain-

ing A. rugosa, A. longula, A. mel la, A. del icata,

A. dilatata, A. morrowiae, and A. papillosa (Fig. 3).

Analyses of the whole region (Fig. 3) or of the 28S

part (see Supplementary information Fig. S1) using

maximum likelihood analyses in MEGA and PhyML

clearly separate this species from their closest relatives

and from each other. A. fragilissima sp. nov. is well-

differentiated by its DNA sequence from other species

in the same major clade in the rDNA phylogeny

(A. mellea, A. delicata, A. di latata, A. morrowiae,

A.rugosa, A. longula, A. papillosa).

Notes Acaulospora fragi l i ssima di f fers f rom other

Acaulospora spp. mainly in its molecular phylogeny (Fig.

3). In morphology, the species is most similar to A. delicata.

These species are differentiated by the following characters:

spores of A. delicata are clearly larger, differ somewhat in

color, being pale yellow with a pale greenish tint, and their

inner wall 1 consists of one layer instead of two as in

A. fragilissima. For moredetailson thecomparison with other

species, see Supplementary Text File.

The two closest BLAST hi ts of A saccata and

A. fragilissima for its partial LSU sequences comprise only

environmental sequences from maize roots in China

(KF849639, KF849513), noneof theseclosely related in phy-

logenetic trees (see Supplementary information Fig. S2).

Bayesian analyses confirmed the phylogenetic placement of

the two species by maximum likelihood (Suppl. Fig. 3).

Scutellospora ovalis D. Redecker, Crossay & Cilia, sp. nov.

Fig. 4a–i Mycobank MB820535

Holotype Isolated from rhizospheric soil of a greenhouse

pot of a single-species culture propagated on Sorghum

vulgare at LIVE (Laboratoire Insulaire du Vivant et de

l ’Environnement) in New Caledonia, Noumea, April

2016, T. Crossay. Holotype deposited at Mycological

Herbarium of the National Museum (France, Paris) in

MNHN-PC-PC0728837 (slide). This single-species cul-

ture was originally inoculated with 100 spores isolated

from rhizospheric soil of a greenhouse pot of single-

species culture propagated on Sorghum vulgare at

LIVE in New Caledonia, Nouméa, October 2015, T.

Crossay. The previous generation of single-species cul-

ture originally was inoculated with 100 spores isolated

from rhizospheric soil of a greenhouse pot trap cultures

propagated on Sorghum vulgare at LIVE in New

Caledonia, Noumea, April 2015, T. Crossay. Pot trap

cultures were originally inoculated with rhizospheric soil

of Sannantha leratii sampled in an ultramafic maquis in

New Caledonia, September 2014, T. Crossay.

Description Sporocarps unknown. Spores ellipsoid, hyaline

when young, yellow ochraceous (0/10/80/0) at maturity, 90–

110× 175–260 μm in diameter, formed on a hyaline bulbous

sporogenous cell, 15–20× 25–30 μm. Subtending hypha hy-

aline, cylindrical (7–)8(−8.5) μm diameter (Fig. 4a–c). Spore

wall with two layers. Layer 1 hyaline, often disappearing as

spore ages, (1.2–)1.5(−2) μm thick (Fig. 4g). Layer 2 lami-

nate, pale yellow (0/10/60/0) at maturity, (3.5–)4(−4.5) μm

thick (Fig. 4f–h). Inner wall 1 very thin with two layers, layer

1 hyal ine, (1–)1.2(−1.5) μm thick, layer 2 hyal ine,

(1–)1.1(−1.2) μm thick, these two layersareusually adherent

and arepositioned very close to thesporewall, thereforevery

difficult to detect (Fig. 4e–f). Inner wall 2 very thick and

coriaceous, wi th two layers, layer 1 semi-f lexible,

(5–)6(−6.6) μm thick, staining lightly purple in Melzer’s re-

agent (0/20/20/10) (Fig. 4e–f). Layer 2 (1–)1.25(−1.5) μm

thick, plastic, forming numerous folds, staining deep beetroot

purple in Melzer’s (20/80/30/10 to 60/80/30/10) (Fig. 4e–f).

Germination shield hyaline, bilobate, 20–25× 40–45μm with

two germ tubes (Fig. 4d, g). No auxiliary cells observed.

Etymology From Latin ovalis, referring to the shape of the

spore.

Mycorrhizal structure Forming hyphal coils and arbuscules,

staining lightly with Trypan Blue (Fig. 4i).

Habitat Rhizospheric soil in tropical ultramafic maquis.

Distribution Known only from the type locality.
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Acaulospora mellea JF439091

Acaulospora mellea JF439092

Acaulospora delicata FJ461791*

Acaulospora delicata JF439093

Acaulospora delicata JF439203

Acaulospora dilatata FJ461792*

Acaulospora rugosa LN881565

Acaulospora rugosa LN881566

Acaulospora morrowiae FJ461795*

Acaulospora longula AF389006*

Acaulospora longula AF389005*

Acaulospora longula AJ510228*

Acaulospora papillosa LN884303

Acaulospora papillosa LN884304

Acaulospora saccata KY362430

Acaulospora saccata KY362428

Acaulospora saccata KY362429

Acaulospora fragilissima KY362433

Acaulospora fragilissima KY362431

Acaulospora fragilissima KY362432

Acaulospora punctata FR846385

Acaulospora punctata FR846383

Acaulospora cavernata FR692347

Acaulospora cavernata FR692348

Acaulospora paulinae AY639327*

Acaulospora paulinae AY639328*

Acaulospora ignota KP191467

Acaulospora ignota KP191471

Acaulospora nivalis HE603643

Acaulospora nivalis HE603644

Acaulospora spinosissima HG422732

Acaulospora spinosissima HG422733

Acaulospora kentinensis FN547520

Acaulospora kentinensis FN547522

Acaulospora herrerae JX135571*

Acaulospora herrerae JX135572*

Acaulospora minuta FR821673

Acaulospora minuta FR821674

Acaulospora scrobiculata FR692351

Acaulospora scrobiculata FR692350

Acaulospora spinosa FR750155

Acaulospora tuberculata AF378437*

Acaulospora tuberculata AF378436*

Acaulospora spinosa FR750156

Acaulospora foveata FJ461801*

Acaulospora lacunosa AJ510230*

Acaulospora lacunosa FJ461800*

Acaulospora colombiana FR750063

Acaulospora koskei KP191475

Acaulospora koskei KP191476

Acaulospora viridis HG421737

Acaulospora viridis HG421738

Acaulospora laevis FN547509

Acaulospora laevis FN547516

Acaulospora laevis KM078598

Acaulospora entreriana FR750172

Acaulospora entreriana FR750173

Acaulospora brasiliensis FN825904

Acaulospora brasiliensis FN825906

Acaulospora pustulata HF567940

Acaulospora pustulata HF567941

Acaulospora alpina FR681929

Acaulospora alpina FR681930

Acaulospora colliculosa GU326348*

Acaulospora colliculosa GU326349*

Acaulospora tortuosa HF567933

Acaulospora tortuosa HF567937

Claroideoglomus claroideum FR750061
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Fig. 3 ML analysis of

SSU-ITS-LSU rDNA sequences

of Acaulospora saccata and

Acaulospora fragilissima and 31

known speciesof AMF, including

Claroideoglomus claroideum as

outgroup. Maximum likelihood

(ML) phylogenetic tree based on

small subunit–internal transcribed

spacer–large subunit

(SSU-ITS-LSU) rDNA se-

quences. Sequences labeled with

an asterisk (* ) represent the LSU

gene only. Bootstrap values are

given for each branch. The scale

bar indicates the number of

substitutionsper site.

Phylogenetic trees were viewed

and edited using MEGA 7
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NotesIn therDNA-based phylogeny, Scutellospora ovalissp.

nov. forms a weakly-supported monophyletic group with

S. spinosissima, a species described from Venezuela (Walker

et al. 1998).

Scutellospora dipurpurescens, S. calospora and S. alterata

are grouped in a neighboring loose clade or grade.

Interesti ngl y, S. dipurpurescens, S. al terata, and

S. calospora share a 21 base pair insertion in the LSU

rDNA, which has not been found in other Gigasporaceae.

This insertion may constitute a synapomorphy characterizing

thecladecomprising thesethreetaxa, but again in thecladeof

Scutellospora except S. pernambucana, followed by a loss in

S. ovalis and S. spinosissima seems also possible.

Scutellospora ovalis differs from other Scutellospora spp.

by its(i) thicker sporewall layer 2 (mean 4μm) and(ii) plastic

inner wall 2 which iseasily extruded from thesporewall. The

latter has also been observed in S. spinossima (differing from

S. ovalis by the presence of spines on its spore wall layer 2)

but isnot possiblein S. calospora and S. dipurpurescens. This

feature has not been reported for S. pernambucana and

S. alterata. Overall, spore wall structure of S. ovalis is more

similar to S. spinossisima, with thedifferencethat inner wall 2

of S. spinossisima is composed of three layers (vs. two in

S. ovalis). Scutellospora alterata differs from all other

Scutellospora species by an Bevanescent, papillate surface

roughening^ (Pontes et al. 2013).

The spores of S. calospora and S. dipurpurescens also ex-

hibit a greenish tint which was not found in S. ovalis (see

Supplementary information Fig. S4) and was not reported

for S. spinosissima, S. pernambucana and S. alterata. For

more details on the comparison with other species, see

Supplementary Text File.

Rhizophagus neocaledonicus D. Redecker, Crossay & Cilia,

sp. nov. Fig. 6a–i Mycobank MB820537

Holotype Isolated from rhizospheric soil of a greenhouse pot

of single-species culture propagated on Sorghum vulgare at

LIVE(LaboratoireInsulairedu Vivant et del’Environnement)

in New Caledonia, Nouméa, April 2016, T. Crossay. Holotype

deposited at Mycological Herbarium of theNational Museum

(France, Paris) inMNHN-PC-PC0728840 (slide). Thissingle-

speciesculturewasoriginally inoculated with 100 spores iso-

lated from rhizospheric soil of a greenhouse pot of single-

species culture propagated on Sorghum vulgare at LIVE in

New Caledonia, Nouméa, September 2015, T. Crossay. The

previous generation of single-species culture originally was

inoculated with 100 spores isolated from rhizospheric soil of

a greenhouse pot trap cultures propagated on Sorghum

vulgare at LIVE in New Caledonia, Noumea, March 2015,

T. Crossay. Pot trap cultures were originally inoculated with

rhizospheric soil of Alphitonia neocaledonica sampled in an

1 0 0 Cetraspora gilmorei FN547611

Cetraspora gilmorei FN547620

Cetraspora nodosa FM876835

Cetraspora nodosa FM876834

1 0 0 Racocetra fulgida FR750137

Racocetra fulgida FR750138

Racocetra weresubiae FR750134

Racocetra weresubiae FR750135

1 0 0 Dentiscutata heterogama FR750012

Dentiscutata heterogama FR750017

Dentiscutata savannicola HE962432

Dentiscutata savannicola HE962438

Gigaspora margarita FN547548

Gigaspora rosea FN547573

Gigaspora margarita FN547549

Gigaspora rosea FN547571

Scutellospora pernambucana JQ340918

Scutellospora ovalis KY362434

Scutellospora ovalis KY362435

Scutellospora spinosissima FR750149

Scutellospora spinosissima FR750150

Scutellospora alterata FJ461865

Scutellospora calospora FJ461865

Scutellospora dipurpurescens FJ461868

Scutellospora calospora AJ510231

Scutellospora calospora FJ461864

Pacispora scintillans FM876831

1 0 0

1 0 0

9 7

3 9

1 0 0

2 3

7 8

7 5

8 9

8 6

8 6

8 6

8 9

6 2
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Fig. 5 Maximum likelihood

analysisof LSU rDNA sequences

of Scutellospora ovalis including

12 known species of AMF,

including Pacispora scintillansas

outgroup. Bootstrap values are

given for each branch. The scale

bar indicates the number of

substitutionsper site.

Phylogenetic trees were viewed

and edited with MEGA 7
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spore wall. Sporegermination through hyphal attachment (Fig.

6c). Subtending hypha at further distance from spore hyaline,

cylindrical (5.5–)6(−6.5) μm diameter (Fig. 6d).

Etymology Indicating the location, New Caledonia, where it

was first isolated.

Mycorrhizal structure Forming spores in the roots, vesicles

and arbuscules, staining lightly with Trypan Blue (Fig. 4i).

Habitat Rhizospheric soil in tropical ultramafic maquis.

Distribution Known only from the type locality.

Material examined Spores isolated from rhizospheric soil of a

greenhouse pot of single-species culture propagated on

Sorghum vulgare at LIVE (Laboratoire Insulaire du Vivant

et de l’Environnement) in New Caledonia, Nouméa, April

2016, T. Crossay, MNHN-PC-PC0728840.

In vitro morphology Spores formed intercalarily or terminally

(Fig. 6c). In root organ culture, runner hyphaeof adiameter of

(4–)4.2–(4.5) μm (Fig. 6b, c).

Molecular and phylogenetic analysis Phylogenetic analyses

accommodated sequences of R. neocaledonicus in a separate

clade located basally relative to the clades with sequences of

Rhizophagus intraradices FM865577

Rhizophagus intraradices FM865562

Rhizophagus sp FR750072

Rhizophagus sp FR750073

Rhizophagus irregularis FM865555

Rhizophagus irregularis FM992377

Rhizophagus clarus FM865541

Rhizophagus clarus FM865543

Rhizophagus proliferus FM992388

Rhizophagus proliferus FM992394

Rhizophagus melanus HG964400

Rhizophagus melanus HG964399

Rhizophagus invermaius HG969392

Rhizophagus invermaius HG969391

Rhizophagus neocaledonicus KY362436

Rhizophagus neocaledonicus KY362437

Rhizophagus neocaledonicus KY362438

Sclerocystis sinuosa FJ461846*

Kamienskia bistrata KJ564137

Kamienskia perpusilla KJ564142

Dominikia iranica KJ564153

Dominikia achra KJ564157

Dominikia aurea KM056657

Glomus macrocarpum FR750532

Glomus macrocarpum FR750537

Glomus tetrastratosum KM056652

Glomus tetrastratosum KM056654

Funneliformis coronatum FM876796

Funneliformis coronatum FM876797

Funneliformis mosseae FN547476

Funneliformis mosseae FN547486

Funneliformis caledonius FN547494

Funneliformis caledonius FN547499

Septoglomus viscosum HF548854

Septoglomus viscosum HF548855

Septoglomus fuscum KF060313

Septoglomus fuscum KF060315

Septoglomus xanthium KF154772

Septoglomus xanthium KF154774

Septoglomus furcatum KF060309

Septoglomus furcatum KF060310

Septoglomus constrictum JF439167

Septoglomus constrictum JF439176

Septoglomus africanum KF060304

Septoglomus africanum KF060305

Claroideoglomus claroideum FR750059

86
100

100

100

100

100

99
100

100

100

100

84

100

98

99

99

97

51

100

99

100

100

44
100

100

100

100

100

100

85

53

55

79

100

100

86

99

49

61

33

46

94

0,05

Fig. 7 ML analysis of SSU-ITS-

LSU rDNA sequence of

Rhizophagus neocaledonicus and

24 known species of AMF, in-

cluding Claroideoglomus

claroideum as outgroup.

Maximum likelihood (ML) phy-

logenetic tree based on small

subunit–internal transcribed spac-

er–large subunit (SSU-ITS-LSU)

rDNA sequence. Sequences la-

beled with an asterisk (*) repre-

sent theLSU geneonly. Bootstrap

values are given for each branch.

The scalebar indicates the num-

ber of substitutions per site.

Phylogenetic trees were viewed

and edited using MEGA 7
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the other Rhizophagus spp. considered (Fig. 7). The closest

relatives of the new species were R. invermaius and

R. melanus, which clustered in two sister subclades.

NotesRhizophagusneocaledonicussp. nov., isclearly distinct

by its rDNA sequences. Thisspecies isphylogenetically quite

distant from well-known Rhizophagus species such as

R. irregularis or R. clarus, grouping at the periphery of the

genus. Pending additional information on related basal line-

ages and Sclerocystis species (for which few sequences are

available) it might later even be incorporated into a new ge-

nus. The three closest BLAST hits are environmental se-

quences from roots of Panicum virgatum in a prairie in

Kansas (USA, JX276903), Panicum repens in a wetland in

the Guangdong province of China (KT378084), and a se-

quence from roots of mycoheterotrophic Voyria aphylla from

Guadeloupe (HQ857173). Noneof these sequences is group-

ing close enough to be considered as conspecific (see

Supplementary information Fig. S5).

The only other known species of Rhizophagus known to

produce dark brown spores are R. melanus (Sudová et al.

2015) and R. invermaius (Hall 1977). The spore wall of

R. invermaius is1.4–1.9-fold thicker and consists of two per-

manent layers, whereas that of our new species comprises

three layers, of which the outermost layer 1 is impermanent.

Spores of R. melanus are larger and also have a thicker wall.

R. invermaius, interestingly described in New Zealand (Hall

1977), but also reported from Europe (Oehl et al. 2005) and

from South America (Senés-Guerrero & Shulßer 2016).

General discussion

Thegeographic isolation of thearchipelago of New Caledonia

and the unusual composition of its soils let it appear possible

that AMFshow asimilarly highdegreeof endemismasplants.

Indeed, several of the AMF we isolated from ultramafic soils

wereclearly distinct from known speciesand four of them are

described here. Further studieswill show whether these fungi

areindeedendemic toNew Caledoniaor whether they arealso

found in geographically distant locations, as in the case of

Pervetustussimplex, a funguswefound in thesamefield site,

but which was at the same time found in soils coming from

Oman, Greece and Tunisia (Błaszkowski et al. 2017).

In vitro cultureof theseorganismsallowed observationson

the pre-symbiotic-stage of the four species described in this

article, the formation of spores were also observed for

A. saccata, A. fragilissima, and R. neocaledonicus. No

spori ferous saccules could be observed in the two

Acaulospora species, instead spores of A. fragilissima were

formed terminally on the sporogenous hyphae. Due to the

notorious fragility of the sporiferous saccules it is difficult to

say whether they were produced in pot culture, in any case

they were not observed there. Therefore, this glomoid sporu-

lation may be due to an artifact caused by the in vitro culture

conditions or may also mean that spore formation in

Acaulospora is not necessarily linked to the presence of a

sporiferous saccule, thereby putting into question one of the

paradigms of AMF taxonomy. Rhizophagus neocaledonicus,

for instance, formssmaller sporesin root organ culturethan in

pot culture. Sporesof thesespeciesproduced in vitro havenot

been reintroduced into an in vivocondition on aplant, accord-

ingly theviability of thesesporesisnot yet known and further

work is needed to interprete our observations.

These fungi sporulated readily in cultures on S. vulgare

both inultramaficsoilsand incommercial compost, indicating

that neither ultramafic soil nor particular metallophyte plants

are required for the completion of their life cycle and the

production of fungal inoculum.

In summary, our molecular and morphological analyses

allow us to conclude that the four AMF species described in

thisstudy arenew species, which arethefirst AM fungi newly

described from New Caledonia. They haveso far been detect-

ed only in soils from a single ultramafic area in New

Caledonia and further field research is needed to confirm

whether they are restricted to this specific environment, and

whether the proportion of endemic AM fungi is as high as in

plants.
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Fig. S1 ML analysis of LSU rDNA sequence of Acaulospora saccata and Acaulospora fragilissima 

and 31 known species of AMF, including Claroideoglomus claroideum as outgroup. Maximum 

likelihood (ML) phylogenetic trees based on large subunit (LSU) rDNA sequence. Bootstrap values 

are given for each branch. The scale bar indicates the number of substitutions per site. Phylogenetic 

trees were viewed and edited with MEGA 7. 
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Fig. S2 ML analysis of SSU-ITS-LSU rDNA sequences of Acaulospora saccata and Acaulospora 

fragilissima and 31 known species of AMF, including two nearest environmental sequences and 

Claroideoglomus claroideum as outgroup. Maximum likelihood (ML) phylogenetic trees based on 

individual small subunit–internal transcribed spacer–large subunit (SSU-ITS-LSU) rDNA sequence. 

Sequences labeled with an asterisk (*) represent the LSU gene only.  Bootstrap values are given for 

each branch. The scale bar indicates the number of substitutions per site. Phylogenetic trees were 

viewed and edited with MEGA 7. 
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Fig. S3 Partial phylogenetic trees of LSU rDNA obtained by Bayesian analysis over 10
7
 generations  

using the General Time Reversible Model in MrBayes 3.2 (ref.). Analyses were run. Majority rule 

consensus trees were cropped to only retain regions of interest. Numbers at branches indicate posterior 

probabilities. 
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Figs. S4 A. C. E. Scutellospora ovalis spores. B. D. F. Scutellospora calospora BEG32 spores. A. B. 

Intact spores. C. D. E. F. Spore wall (Sw), inner wall 1 (Iw1) and inner wall 2 (Iw2). C. D. In PVLG. 

E. F. In PVLG + Melzer’s reagent. 



152 
 

 

Fig. S5 ML analysis of SSU-ITS-LSU rDNA sequence of Rhizophagus neocaledonicus and 24 known 

species of AMF, including three nearest environmental sequences and Claroideoglomus claroideum as 

outgroup. Maximum likelihood (ML) phylogenetic trees based on individual small subunit–internal 

transcribed spacer–large subunit (SSU-ITS-LSU) rDNA sequences. Sequences labeled with an asterisk 

(*) represent the LSU gene only . Bootstrap values are given for each branch. The scale bar indicates 

the number of substitutions per site. Phylogenetic trees were viewed and edited with MEGA 7. 

 

Supplementary Text file: Detailed discussion of morphological characters 

Acaulospora saccata sp nov. and Acaulospora fragilissima sp nov. 

Spores of A. saccata and A. fragilissima are much smaller (mean diameter: 75 μm and 67 µm, 

respectively) than A. mellea (mean diameter 120 μm), A. dilatata (mean diameter 113 μm), A. delicata 

(mean diameter 99 μm) and A. papillosa (mean diameter 100 x 93 μm).  

 A. saccata differs from A. morrowiae, A. longula, A. rugosa, A. delicata and A. fragilissima 

by the thickness of its spore wall layer 2 (mean 5.5 μm thick) that is two times thicker than the 

respective layer in A. morrowiae (2-2.4 μm), A. longula (2-2.4 μm), A. rugosa (2.0-3.2 μm), A. 

delicata , (0.8-3.2 μm), A. fragilissima (1.9-3 μm). Conversely, layer 2 of the spore wall of A. 

fragilissima is thin ((1,9-) 2,8 (-3) µm) and therefore differs from the other species in the clade with a 

thicker spore wall layer 2 (A. mellea 3.6-5.1 μm thick, A. dilatata 2.8-5.5 μm thick, A. saccata 4-6.5 

μm thick). A. papillosa differs from A. saccata and A. fragilissima and from other members of the 
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clade by the presence of “small papilla” on its spore wall layer 1. The spore wall of A. saccata and A. 

fragilissima differs from the spore wall of A. morrowiae, A. longula, A. mellea, A. dilatata, A. rugosa, 

A. papillosa by the presence of only two layers, the aforementioned species possess a spore wall with 

three layers. The absence of layer 3 in A. saccata and A. fragillissima spores is shared with A. delicata. 

 The inner wall 1 of A. saccata and A. delicata spores is constituted by only one layer, unlike 

A. fragilissima and all other species of the clade, A. morrowiae, A. longula, A. mellea, A. dilatata, A. 

rugosa and A. papillosa whose inner wall 1 has two layers.  

 The inner wall 2 of A. saccata and A. fragilissima spores consists of two layers as all other 

species present in the clade, except A. papillosa. In fact, the inner wall 2 of this latter species is 

composed of three layers. Inner wall 2 layer 1 of A. saccata is granular and hyaline, a character shared 

by all species of the clade except A. fragilissima. Indeed, in this species, layer 1 has strongly granular 

structure but differs from others by its light greenish yellow-ochre (10/0/80/0) color in reaction with 

Melzer's. The thickness of layer 1 of the inner wall 2 of A. saccata (0.8-1.6 μm thick) and A. 

fragilissima (0.9-1.2 μm thick) is similar to all species in the clade except A. morrowiae (0.5-0.8 μm 

thick), A. longula (0.5-0.8 μm thick), and A. delicata (0.6-0.8 μm thick). Layer 2 of inner wall 2 is 

hyaline in all species of the clade. This layer has an amorphous character and is staining dark purple in 

Melzer’s reagent (40/80/20/10) in all species of the clade except for A. delicata and A.fragilissima, 

where a pale pink color is observed for the former and no reaction is observed for the latter. The 

thickness of this layer varies as a function of the pressure applied on the cover slip (except for A. 

fragilissima and A. delicata). 

 

Scutellospora ovalis sp nov. 

The spore wall of S. ovalis differs from S. calospora, S. dipurpurescens and S. spinossisima by the 

presence of a thick spore wall layer 2 (4 μm mean thick), that is much thicker than spore wall layer 2 

in S. calospora, S. dipurpurescens (mean 2.6 μm thick) and S. spinossisima (mean 2 μm thick). Spore 

wall layer 2 of S. spinossisima differs from S. calospora, S. dipurpurescens and S. ovalis in that it 

possesses ornamentations on the layer 2 of its spore wall. It is ornamented with dense blunt spines, 2 

μm 4 μm long. Spore walls of S. pernambucana and S. alterata are composed of three layers whereas 

all other species have two spore wall layers. 

Inner wall 1 of S. ovalis,S. calospora, S. pernambucana and S. alterata spores consists of two 

layers while the inner wall 1 of S. dipurpurescens and S. spinossima spores consists of only one layer.  

 Inner wall 2 of S. ovalis spores differs from S. calospora, S. dipurpurescens, S. pernambucana 

and S. alterata inner wall 2. S. ovalis inner wall 2 layer 1 measures (5- )6(-6.6) μm and is coriaceous 

whereas inner wall 2 layer 1 of S. calospora and S. dipurpurescens are 1.2-3.2 μm thick and fragile. 
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Inner wall 2 layer 2 of S. ovalis is thin and forms many folds, stains dark purple in Melzer‘s reagent 

and measures 1-1.5μm (mean 1.25 μm thick) whereas that of S. calospora and S. dipurpurescens is 

amorphous and 2.5-8.0 μm thick. Inner wall 2 of S. pernambucana, S. spinossisima and S. alterata is 

composed of three layers whereas inner wall 2 of all other species has only 2 layers. S. ovalis and S. 

spinossisima differs from all species by the coriaceous character of their inner wall 2. Due to this 

character, inner wall 2 can be easily extruded from the spore wall when applying pressure on the cover 

slip. This last character is already known from S. spinossima but this species differs from S. ovalis by 

the presence of spines on its spore wall layer 2. 
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Taxonomic description of Claroideoglomus etunicatum nc 

 

Claroideoglomus etunicatum nc Figs. 1A-G.  

Holotype: Isolated from rhizospheric soil of a greenhouse pot of single species-culture 

propagated on Sorghum vulgare at LIVE (Laboratoire Insulaire du Vivant et de 

l’Environnement) in New Caledonia, Nouméa, April 2016, T. Crossay. This single species-

culture was originally inoculated with 100 spores isolated from rhizospheric soil of a 

greenhouse pot of single species-culture propagated on Sorghum vulgare at LIVE in New 

Caledonia, Nouméa, September 2015, T. Crossay. The previous generation of single species-

culture originally was inoculated with 100 spores isolated from rhizospheric soil of a 

greenhouse pot trap cultures propagated on Sorghum vulgare at LIVE in New Caledonia, 

Noumea, March 2015, T. Crossay. Pot trap cultures were originally inoculated with 

rhizospheric soil of Alphitonia neocaledonica sampled in an ultramafic maquis in New 

Caledonia, September 2014, T. Crossay.  

Description: Sporocarps unknown. Spores mostly globose to subglobose, ovoid (81-)92,5(-

110) μm in diameter, brown (0/60/100/0) (Figs. 1A-B). Spores found singly. Spore wall with 

four layers. Layer 1 hyaline, mucilaginous, in mature spores with attached debris, (1-)1,3(-

1,5) µm thick, disappearing on mature spores (Fig. 1D). Layer 2 laminate, red-brown 

(0/40/100/10), (4-)5(-6) µm thick (Fig. 1C-D). Layer 3 fine and tightly attached to layer 2, 

appearing orange-brown (0/20/60/0), (1-)1,2(-1,4) µm thick (Fig. 1D). Layer 4 fine hyaline, 

(0,8-)1(-1,2) µm tick, sometimes impossible to detect (Fig. 1D). Subtending hypha hyaline, 

with septum (5-)7(-8) µm diameter (Fig. 1C). Spore germination through hyphal attachment 

(Fig. 1B).  

 

Etymology: nc indicating the location New Caledonia, where it was isolated. 

Mycorrhizal structure: Forming spores vesicles and arbuscules, staining lightly with Trypan 

Blue (Figs. 1F-G). 

Habitat: Rhizospheric soil in tropical ultramafic maquis. 

Material examined: Spores isolated from rhizospheric soil of a greenhouse pot of single 

species-culture propagated on Sorghum vulgare at LIVE (Laboratoire Insulaire du Vivant et 

de l’Environnement) in New Caledonia, Nouméa, April 2016, T. Crossay.  
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In vitro morphology: Spores formed terminally (Fig. 1E). In root organ culture, runner 

hyphae of a diameter of (5-)6,5-(7,5) μm (Figs. 1B, E). 

 

Figs. 1 A-G Claroideoglomus etunicatum nc spores. A. Intact spores. B. Intact spore (S) on 

root organ culture and runner hyphae (RH) on root organ culture. C. Spore wall (Sw) and 

septum (Se) inside subtending hyphae. D. Spore wall layers 1, 2, 3 and 4 (SwL1, SwL2, 

SwL3 and SwL4). E. Juvenile spore (S) and runner hyphae (RH) on root organ culture. D. 
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Spore (s) with subtending hyphae (SH).F. G. Mycorrhizal structures of C. etunicatum nc in 

roots of Sorghum vulgare stained in 0.1 % trypan blue: arbuscules (Ar), and vesicle (Ve). D. 

In PVLG. C. In PVLG + Melzer’s reagent. Scale barre: A. B. E. 100 µm. C. 25 µm. D. F. G. 

10 µm.  

 

Fig. 2 ML analysis of SSU-ITS-LSU rDNA sequence of Claroideoglomus etunicatum nc and 

7 known species of AMF, including Glomus macrocarpum as outgroup. Maximum likelihood 

(ML) phylogenetic trees based on individual small subunit–internal transcribed spacer–large 

subunit (SSU-ITS-LSU) rDNA sequence. Sequences labeled with an asterisk (*) represent the 

LSU gene only. Bootstrap values are given for each branch. The scale bar indicates the 

number of substitutions per site. Phylogenetic trees were viewed and edited with MEGA 7. 

Molecular and phylogenetic analysis: Phylogenetic analyses accommodated sequences of 

C. etunicatum nc in a clade relative to the clades with sequences of the other Claroideoglomus 

etunicatumum considered (Fig. 2).  

Notes: As showed molecular phylogenetic analyses, C. etunicatum nc is related to C. 

etunicatum (Fig. 2). Despite this, C. etunicatum nc differ in some morphological characters 

from the INVAM isolate of C. etunicatum. The spore wall of C. etunicatum nc consists of 

four layers, whereas that of INVAM isolate of C. etunicatum comprises only two layers. 

These morphological differences are not sufficient to consider C. etunicatum nc as a new 

species. Proteomic approach (cf chapter 3) confirm the fact that C. etunicatum nc is an isolate 

that belong to the species Claroideoglomus etunicatum.  
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Chapitre 3 

Développement d’une méthode d’identification des 
champignons mycorhiziens à arbuscules à partir 
des spores, par spectrométrie de masse (MALDI-

TOF-MS) 
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Introduction au Chapitre 3 
 

Les Glomeromycota forment différents types de spores dont les caractéristiques 

morphologiques et structurales sont utilisées pour identifier les espèces 
12, 13

. Néanmoins, la 

morphologie des spores reste bien souvent insuffisante pour identifier ces organismes. La 

caractérisation moléculaire a été possible, grâce aux développements de marqueurs 

moléculaires permettant d’amplifier des fragments de gènes. La caractérisation moléculaire a 

été introduite dans les années 1990
14

 pour identifier et quantifier les CMA dans les racines des 

plantes. Un des défis majeurs de la recherche sur les CMA est de développer un marqueur 

moléculaire commun permettant de différentier les espèces et les isolats de CMA et/ou 

développer une technique simple permettant d’obtenir une empreinte unique pour chaque 

isolat.   

La présence d’une grande variation intra isolat des gènes ribosomiques
15, 16

 complique 

l'attribution d’un marqueur moléculaire unique à un isolat et donc l'évaluation de la diversité 

intraspécifique des CMA dans les études de diversité sur le terrain. La recherche d’un 

nouveau marqueur a également été compliquée par la grande difficulté rencontrée pour 

l’assemblage du génome de Rhizophagus irregularis
17

. Un marqueur a récemment été 

développé pour l’identification et la différenciation d’espèce proches ; ce fragment comprend 

une partie du gène SSU de l’ADNr et, les espaceurs internes de l'ADNr (ITS) comprenant le 

gène 5.8S de l’ARNr et une partie de la grande sous-unité ribosomique (LSU)
18

. Cependant, 

ce marqueur ainsi que tous les marqueurs moléculaires connus, ne permettent pas de 

différentier toutes les espèces et ne permettent pas non plus de différentier des isolats de la 

même espèce
43

. Les méthodes moléculaires restent laborieuses, chronophages et présentent 

des coûts élevés, alors que l’identification morphologique nécessite beaucoup de temps et 

d’expertise et ne permet pas forcément une identification au niveau de l’espèce.  

Développer une technique fiable pour identifier les CMA aux niveaux inter et 

intraspécifique faciliterait leur utilisation à grande échelle. En effet, un prérequis pour 

l’application des CMA comme biostimulants des plantes pour l’agriculture et la restauration 

écologique est de pouvoir effectuer un contrôle qualité strict des inocula. Un contrôle qualité 

strict consiste à identifier et quantifier les isolats présents dans les inocula et déterminer 

l’absence de pathogène. Une méthode d’identification taxonomique rapide des isolats de 

CMA est nécessaire pour les cultures de collections (IBG, INVAM, SAF, CICG, et GINCO), 

la recherche et la certification des inocula commerciaux.     



160 
 

Il existe une méthode alternative à l’identification par biologie moléculaire, qui n’a 

jamais été testée pour identifier les CMA : le biotypage protéomique par spectrométrie de 

masse MALDI-TOF. Cette technique est déjà largement utilisée pour le diagnostic médical et 

permet une identification rapide et fiable des microorganismes. L’identification de 

microorganismes par spectrométrie de masse date de 1975
20

. La méthode a ensuite été 

optimisée pour être utilisée dans des contextes médicaux et environnementaux. Le biotypage 

par MALDI-TOF-MS a été utilisé avec succès pour identifier des bactéries, des levures, des 

champignons et des eucaryotes supérieurs tel que les insectes, les mollusques et les 

poissons
21,23

. Le biotypage des champignons par MALDI-TOF-MS s’est révélé plus efficace 

que l’identification basée sur leur morphologie
24

. De plus cette technique est moins couteuse 

et plus rapide que les méthodes d’identification par biologie moléculaire
25

.  

Dans l’étude qui suit, nous avons rigoureusement évalué la possibilité d’identifier 

différents isolats de CMA par MALDI-TOF-MS, à partir des spores. L’article est également 

disponible en version HTML: https://www.nature.com/articles/s41598-017-14487-6. 

 

 

  

https://www.nature.com/articles/s41598-017-14487-6
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Chapitre 4 

Complémentarité des fonctions de différentes 
espèces de champignons mycorhiziens à 

arbuscules des sols ultramafiques de Nouvelle-
Calédonie, dans la croissance et l’adaptation des 

plantes 
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Introduction au Chapitre 4 
 

Le travail réalisé dans ce chapitre correspond à l’objectif final de la thèse : tester 

l’hypothèse d’une complémentarité des fonctions des différents CMA au sein de la symbiose 

mycorhizienne. Dans cette optique, une expérimentation en serre a été mise en place : elle 

consiste à tester les effets individuels et combinés des différentes espèces isolées et identifiées 

dans le chapitre 2, en pot, sur un sol ultramafique. Deux expériences indépendantes ont été 

réalisées : une première sur Sorghum vulgare, utilisée comme plante modèle (cette espèce a 

une croissance relativement rapide et est une des plantes de culture courante, parmi les plus 

adaptées au sol ultramafique), une deuxième sur une plante endémique des sols ultramafiques 

de Nouvelle-Calédonie et utilisée en restauration écologique : Metrosideros laurifolia. 

L’objectif est d’analyser les effets combinés de différentes espèces de CMA appartenant à 

plusieurs familles, afin de vérifier s’il existe une complémentarité de leurs influences dans 

l’amélioration de la croissance, de la nutrition, de la tolérance aux métaux et du rapport 

Ca/Mg chez chacune des deux plantes testées, sur sol ultramafique. Ce chapitre est présenté 

sous la forme d’un article. Cependant l’article n’est pas encore soumis et nécessite encore un 

travail de finalisation. 
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The combination of several native arbuscular mycorrhizal 
isolates belonging to different taxa, in the same inoculum, 

improve the efficiency of mycorrhizal symbiosis of two 
plant species growing on a New Caledonian ultramafic soil  

 

Abstract 

Recently, 5 new species and one isolate of arbuscular mycorrhizal fungi (AMF) from a New 

Caledonian ultramafic soil were described: Acaulospora saccata, A. fragilissima, 

Scutellospora ovalis, Rhizophagus neocaledonicus, Pervetustus simplex and a 

Claroideoglomus etunicatum isolate (C. etunicatum nc). AMF communities were established 

in pots using the native isolates of the cited taxa, and two host plant species, M. laurifolia and 

S. vulgare in ultramafic soil. In this study we investigated if AMF taxa diversity is correlated 

with an improvement of plant fitness in ultramafic soil. Our results suggest that, when plant 

faced multiple stress factors, the use of AMF mix with different families for plant inoculation 

is more performant than mono-inoculation to improve biomass, mineral nutrition, Ca/Mg ratio 

and tolerance to heavy metal of plants in ultramafic soil. The combination of different AMF 

taxa seemed to induce a complementation in their effects, each isolate having abilities which 

differs somewhat from others. 

 

Introduction 
 

Arbuscular mycorrhizal fungi (AMF) are obligate symbionts having a huge potential 

as biological fertilizer for plants (Berruti et al., 2016). AMF improve plant growth by 

different mechanisms, including increased mineral nutrition (Subramanian et al., 1999 ; 

Hawkins et al., 2000 ; Harrison et al., 2002 ; Hamel et al., 2004 ; Toussaint et al., 2004 ; 

Helgason et al., 2005 ; Tanaka et al., 2005 ; Feddermann et al., 2010), enhanced tolerance to 

pathogen ( Abu-Zeyad et al., 1999 ; St-Arnaud et al., 2007; Pozo & Azcon-Aguilar 2007 ; 

Hartley & Gange 2009; Vannette & Hunter 2009; Shrivastava et al., 2015) or increased 

abiotic stress tolerance (Augé, 2001; Ruiz-Lozano, 2003 ; Ruiz-Lozano & Aroca 2010 ; 

Barzana et al., 2012, 2015; Ruiz-Lozano et al., 2012 ; Amir et al., 2013 ; Calvo-Polanco et 

al., 2014, 2015; Augé et al., 2015, 2016 ; Ferol et al., 2016). However, the effects of AMF on 

plant growth are highly variable within fungal genera and even among isolates within species, 

as well as among plant taxa (Koch et al., 2017) and it is still unclear how variation in plant 

responsiveness to mycorrhizal colonization is regulated (Van der Heijden et al., 2015). One of 

http://journal.frontiersin.org/article/10.3389/fmicb.2015.01559/full#B105
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the main challenges in AMF research is to know how the taxonomic diversity of AMF is 

related to their efficiency to promote plant growth and adaptation. The answer to this question 

is essential for the conception and production of effective inoculum for the large-scale use of 

AMF in the fields in agronomic and environmental context.  

A recent review showed that the effect of biodiversity of AMF taxa depended on 

taxonomic resolution (Yang et al., 2017). Some studies reported that plant performance was 

positively promoted by AMF family richness. No effect was found for fungal species richness 

and a negative effect was found for AMF phylogenetic diversity (Maherali & Klironomos 

2007; Powell et al., 2009). This pattern can be explained by competition and functional 

conservatism within AMF families and functional differentiation among AMF families 

(Thonar et al., 2014; Yang et al., 2017). Finally, Yang et al. (2017) concluded that 

conservation of AMF communities is essential to maintain a full complement of ecosystem 

functions and required the presence of diverse families and not simply diverse species within 

a family. This finding may be of key importance for the function of ecosystems under various 

environmental perturbations to which AMF families may respond differently. Another study 

(Gosling et al., 2015) showed that there are no beneficial effects in inoculating different AMF 

species with different traits when the host plant is exposed to a single stress, because only 

some of these species of AMF are able to lift stress. Gosling et al. (2015) concluded that the 

failure to show a benefit from high AM fungal diversity in their study and other studies may 

be the result of experimental conditions, with the benefits of AMF diversity only becoming 

apparent when the host plant faced with multiple stress factors. These studies also highlight 

the fact that in extreme environments, with several stress factors for the plant, inoculation of 

several species among different family of AMF is probably essential, but the different AMF 

species need to be compatible with each other and therefore native from the same ecosystem 

(Gosling et al., 2015; Berruti et al., 2016; Koch et al., 2017).  

In New Caledonia, serpentine ecosystems which have developed over ultramafic rocks 

(peridotites, serpentinites) cover one third of the surface area of the main island called Grande 

Terre. The originality of these ecosystems, where plant endemism levels reach 82 %, is not 

only due to their geographic isolation, but also to the adaptation of communities to strong 

edaphic constraints (Jaffré & L’Huillier 2010). The stripping of large areas, for the purpose of 

nickel mining, endangers New Caledonian ultramafic ecosystems. Ecological restoration of 

degraded mine sites is therefore a major concern in New Caledonia. Improvement of currently 

used techniques for revegetation (Luçon et al., 1997) requires a good understanding of the 
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role of mycorrhizal associations involved in ultramafic soils (Smith & Read 2008; Graham, 

2009). Previous studies on New Caledonian ultramafic maquis have highlighted that nearly all 

plant species are arbuscular mycorrhizal (Amir et al., 1997; Perrier et al., 2006), including Ni-

hyperaccumulating plants (Amir et al., 2007) and species of Cyperaceae and Proteaceae, two 

families generally considered as non-mycorrhizal (Amir et al., 1997; Perrier et al., 2006; 

Amir & Ducousso 2010; Lagrange et al., 2011). AMF isolates from ultramafic soils have been 

found to be highly tolerant to Ni (Amir et al., 2008). The ultramafic soils present three main 

constraints to plant growth (Brook, 1987; Kazakou et al., 2008). The first concerns is the very 

low (<1) Ca/Mg ratio, which can lead to Ca deficiency in plants. A second major constraint is 

the limitation of nutrients in these soils, due to a low level of organic matter, but also to 

parental material often deficient in K and P. Limiting nutrients can vary, with gaps in N, K or 

P, but in any case, lead to very low growth rate of plants and often a low response to the 

addition of nutrients. The last important constraint concerns high concentrations of heavy 

metals Ni, Co, Cr, and Mn (Brooks, 1987; Jaffré & L’Huillier 2010). These heavy metals are 

generally phytotoxic to plants. In ultramafic ecosystem AMF can have a great importance for 

improved acquisition of nutrients in plants, reduced heavy metal content in plants tissues and 

enhanced Ca/Mg ratio by improved assimilation of Ca and reduced Mg assimilation in plants 

tissues (Gensous, 2014 ; Orlowska et al., 2011; Doubkova et al., 2013). Therefore, AMF can 

improve plant adaptation to the three major constraints present in ultramafic soils and native 

AMF are potentially a good target to be used as plant growth promoters for ecological 

restoration of mine degraded areas. 

Recently 5 new species and one isolate of AMF from ultramafic soil of New 

Caledonia were described: Acaulospora saccata, A. fragilissima, Scutellospora ovalis, 

Rhizophagus neocaledonicus, Pervetustus simplex (Blaszkowski et al., 2017; Crossay et al., 

2018) and a Claroideoglomus etunicatum isolate (C. etunicatum nc) were found in the same 

site (Crossay et al., 2017). In this study we tested different combined inoculations of 6 

isolates of these native AMF species belonging to five different families on growth and 

adaptation of two different plants species: Metrosideros laurifolia an endemic myrtaceae used 

in restoration programs; Sorghum vulgare, as plant model. We aimed to investigate the 

following questions: i) are combinations of different taxa isolates more efficient than 

individual ones to improve plant adaptation to the three physico-chemical stress factors (low 

P, N and K, low Ca/Mg ratio and high levels of heavy metals)? ii) what level of taxa 

combination induce the better level of adaptation? iii) what complementation of parameters 
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can explain the observed positive effects of AMF inoculation on plant growth and adaptation 

to ultramafic soils ?  

 

Material and methods  
 

To test for variation of plant growth and adaptation to ultramafic soils induced by different 

combinations of AM fungal taxa, we set up two experiments in a glasshouse using 6 AM 

fungal species and two host species. The experiments were conducted between January and 

September 2017.  

 

AM fungi  

To compare interspecific functional variability of AM fungi isolated from New Caledonian 

ultramafic soils, we used 6 isolates belonging to 6 different species affiliated to three orders 

(Diversisporales, Glomerales and Paraglomerales), five families (Acaulosporaceae, 

Gigasporaceae, Glomeraceae, Claroideoglomeraceae and Pervertustaceae) and five genera 

(Acaulospora, Scutellospora, Rhizophagus, Claroideoglomus and Pervetustus). Two species 

belong to the genus Acaulospora (A. saccata, A. fragilissima); one belongs to the genus 

Scutellospora (S. ovalis), another to the genus Rhizophagus (R. neocaledonicus). The other 

species belong to the genera Claroideoglomus (C. etunicatum nc) and Pervetustus 

(Pervetustus simplex nc). The origin and taxonomic description and affiliation of each isolate 

are fully described (Blaszkowski et al., 2017; Crossay et al., 2018); all these AMF were 

isolated from rhizospheric soil in tropical ultramafic maquis in New-Caledonia (Plum area: 

22°16’S, 166°38’E). Inoculum of each isolate was obtained from LIVE (Laboratoire Insulaire 

du Vivant et de l’Environnement), and were grown using the “cone-tainer technique” (Koske 

and Gemma 1997; https://invam.wvu.edu/methods/cultures/single-species-cultures) as explained in 

Crossay et al., 2018. Inocula consisted of ultramafic soil of single species culture (soil, roots, 

and spores). The substrate of each pure culture was verified for the presence of viable AM 

fungal spores of the correct morphotype and stored at 4
o
C until use.  

 

Host plants 

We choose two host plant species which differed in growth form in order to test for variation 

in plant responsiveness to mycorrhizas: an herbaceous monocotyledon used as plant model, 

https://invam.wvu.edu/methods/cultures/single-species-cultures
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poorly adapted to ultramafic soil, but able to grow in it: Sorghum vulgare; and a woody 

myrtaceae endemic to the New-Caledonian ultramafic areas: Metrosideros laurifolia. The 

seeds of Metrosideros laurifolia were provided by SIRAS Pacifique, Noumea and seeds of 

Sorghum vulgare were provided by Cooperative Centrale Agricole, Noumea.  

 

Substrate  

The soil used in greenhouse experiments is a colluvial lateritic soil with following 

characteristics: coarse sand, 39.4 %; fine sand, 22.1 %; silt-clay, 37.2 %; pH H20, 5.9; pH 

KCl, 5.6; total C, 42.1 g kg−1; total N, 2.2 g kg−1; total P, 147 mg kg−1; available P 

(Mehlich), 3 mg kg−1; total Ca, 1.06 g kg−1; total Mg, 5.08 g kg−1; Ca/Mg, 0.207; total Ni, 

4.78 g kg−1; DTPA extractable Ni, 91.4 mg kg−1; DTPA extractable Co, 71.0 mg kg−1; 

DTPA extractable Cr, 0.5 mg kg−1; DTPA extractable Mn, 864.8 mg kg−1. This soil was 

sampled in New Caledonian ultramafic maquis in Plum area (22°16’S, 166°38’E).  As plant 

growth in this pure ultramafic soil was very slow, a mixture of 80 % ultramafic soil and 20 % 

commercial compost (v/v) was used. The soil was first autoclaved three times at 120 °C for 1 

h, with an interval of 24 h, to eliminate microorganisms.  

 

Inoculum and treatments 

Plants were inoculated separately with inocula of each species consisting of 20 g of mixture 

of rhizosphere soils containing homogenized spores, mycelium and colonized root fragments 

of each single species culture (6 treatments one for each AMF species). All fungal mixtures 

were prepared by using equal weight of the pure soil inocula, so that each mixture inoculum 

consisting of 20 g of inoculum. Uninoculated control treatments were equally prepared. Each 

pot also received 1 ml of a microbial filtrate. This was obtained from a mixture of 20 g of all 

different AM fungal inocula used in the experiment, suspended in 2 l of sterile water and 

passed through a 20 μm mesh. The six mixtures treatments were set up as follow: R. 

neocaledonicus, C. etunicatum nc (Mix 1); R. neocaledonicus, S. ovalis (Mix 2); R. 

neocaledonicus, S. ovalis, P. simplex nc (Mix 3) ; R. neocaledonicus, C. etunicatum nc, A. 

fragilissima, P. simplex (Mix 4) ; R. neocaledonicus; C. etunicatum nc, A. saccata, S. ovalis, 

P. simplex (Mix 5); R. neocaledonicus, C. etunicatum nc, A. fragilissima, A. saccata, S. 

ovalis, P. simplex (Mix 6). Mixture treatments Mix 2 and Mix 5 were not done for greenhouse 

experiments with Sorghum vulgare. Ten replicate pots for each AM fungal species (6 species) 
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and for each combination (6 for M. laurifolia and 4 for S. vulgare) and 10 non-mycorrhizal 

controls (NMCs) were set up. These treatments were set up for each host plant species for a 

total of 240 pots. 

 

Inoculation procedures and growth conditions 

The mycorrhizal inocula (20 g) were spread as a layer on the surface of the substrate in the 

pots and covered with a thin layer of the substrate. For each treatment and each species of 

plant, ten pots cultures (1L) were established. Pots were filled with 0.85 kg of an autoclaved 

substrate. Seeds of S. vulgare and M. laurifolia were surface-disinfected in a 1.25 % solution 

of sodium hypochlorite (12° chlorometric) for 15 min, and then rinsed with distilled water in 

sterilized Petri dishes. The seeds were subsequently sown in sterilized vermiculite (autoclaved 

for 60 min; at 120 °C) before transfer to experimental pots. One-week-old AMF-free plantlets 

of S. vulgare was removed from the vermiculite and planted in every experimental pot. Three-

month-old AMF-free plantlets of M. laurifolia were equally removed from the vermiculite 

and planted in every experimental pot. The cultures were kept in a greenhouse (temperature, 

21-24°C; relative humidity, 70%) for 5 months for S. vulgare and for 8 months for M. 

laurifolia and irrigated manually every two days. 

 

Harvesting procedures  

Plant height and number of flowers (only for S. vulgare) were measured all along 

experiments. Height of the main stem was measured in centimeters from the soil level to the 

tip of the stem. After 5 months for sorghum and after 8 months for M. laurifolia, the plants 

were harvested, roots were removed from the soil by washing, and shoots and roots separated.  

Approximately 300 mg for each plant of fresh roots was retained for quantification of 

colonization and approximately 50 mg of fresh roots of each plant were pooled per treatments 

and frozen in liquid nitrogen and stored at -80°C for molecular analyses. The rest of plants 

were weighed, dried at 60 °C for 74 h and re-weighed. 

 

Quantification of AMF colonization in roots 

The sub-sample of fresh roots was stained with blue trypan according to Phillips and Hayman 

(1970) and Błaszkowski (2006): tissue acidification was performed using 20 % hydrochloric 

acid instead of 1 % and blue trypan concentration was 0.1 % instead of 0.05%. AM fungal 
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colonization of 30 roots fragments per pot was quantified using the method of estimation of 

mycorrhizal colonization according to Trouvelot et al. (1986). 

 

AMF spore extraction and quantification  

A subsample of substrate from each pot was air-dried to quantify spore abundance of each 

species. Spores were extracted by wet sieving and sucrose density gradient centrifugation, 

using a modified method from Daniels and Skipper (1982). For each pot culture, 10 g of dried 

soil were wet sieved, then around 10 mL of harvested soil were well suspended in 20 mL of 

water in a 50 mL Falcon tube. A 25-mL sucrose solution (70% v/w) was injected to the 

bottom of the tube; forming a stepped density gradient that was centrifuged at 900g for 3 min. 

Spores of AMF were collected from the interface of sucrose solution, washed with tap water 

on a 36 µm sieve for 2 min, and transferred to a 50 mL Falcon tube with 10 mL of water. 

Finally, Falcon tube was vortexed and 10 successive aliquots of 100 µL were immediately 

transferred into a Petri dish to counted and identified spores under a stereomicroscope. Spores 

were estimated per gram of soil for each pot. 

 

Identification of AMF with molecular markers  

The partial 18S-5.8S-partial 28 S region of nuclear rRNA or the partial 28 S region of each 

species were obtained from Genbank (Crossay et al., 2017a, 2018). Using the sequence 

information, we designed the primer pairs to specifically amplify each species of AMF. 

DNA extracts from spores of each species were used to cross check that the specific 

primers only amplified the targeted species. One to three spores of each species from the 

single species cultures on S. vulgare were crushed using a pipette tip in a 1.5 Eppendorf tube 

containing 10 µl of ultrapure water, 2 µl was used for polymerase chain reaction (PCR). DNA 

fragment of around 1,545 bp, covering partial SSU, the whole ITS and the variable D1 and D2 

regions of the LSU, was amplified by the AMF-specific primers developed by Krüger et al. 

(2009). In the first round of PCR, the primers SSUmAf and LSUmAr were used. In the 

second, nested round of PCR, the specific primers (Table 1) were used with 1 µl of the first 

PCR round product as a template. The PCR mix included 0.4 U of AmpliTaq® 360 DNA 

polymerase (Applied Biosystems), 1X AmpliTaq® 360 PCR buffer (Applied Biosystems), 0.2 

mM of each dNTP, 0.4 μM of each primer and 1µl of the template in a final volume of 25 µl. 

The cycling parameters for the first PCR were: 3 min at 98°C followed by 35 cycles of 10 s at 
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98°C, 30 s at 60°C, and 1min at 72°C. The program was concluded by a final extension phase 

of 10 min at 72°C. The cycling parameters for the second PCR were: 3 min at 98°C followed 

by 35 cycles of 30 s at 95 °C, 20 s at 60 °C, and 40 s at 72 °C. The program was concluded by 

a final extension phase of 7 min at 72°C. The amplified DNA fragments were visualized on a 

1% (w/v) agarose gel in TBE buffer to ensure that the specific primers amplify only the target 

species.  

DNA extracts of one sample of roots (100 mg) for each treatment was performed with 

the FastDNA
®
 Spin Kit for plant (MP Biomedicals, Solon, OH) according to manufacturer's 

instructions. The primers were used (separately for each species) in a nested PCR for 

polymerase chain reaction (PCR). The first PCR were performed as explain above with 

primers SSUmAf and LSUmAr and the second PCR were performed as explain above with 

species specific primers (Table 1). The amplified DNA fragments were visualized on a 1% 

(w/v) agarose gel in TBE buffer.  

When a weak amplification or no amplification is obtained we performed a third 

nested PCR (Jansa et al., 2003). In this case the primers SSUmAf and LSUmAr and SSUmCf 

and LSUmBr were used for the first and the second PCR respectively. For the second, nested 

round of PCR, the primer SSUmCf and LSUmBr were used with 1 µl of the first PCR round 

product as a template. The PCR mix included 0.4 U of AmpliTaq® 360 DNA polymerase 

(Applied Biosystems), 1X AmpliTaq® 360 PCR buffer (Applied Biosystems), 0.2 mM of 

each dNTP, 0.4 μM of each primer and 1µl of the template in a final volume of 25 µl. The 

cycling parameters for the second PCR were the same as in the first PCR (see above) except 

for annealing temperature (63°C). The second PCR product (1µL) was used as template for 

the third reaction with specific primers (Table 1). PCR conditions are similar to that described 

above. 
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Table 1. Specificity and length of the expected fragment with primers developed for 

identification of AM fungi in plant roots. 

 

 

 

Mineral analyses of plants 

Aliquots of dried plant tissues (shoot or root) were collected for mineral analyses, which were 

performed by ICP-OES as reported in Perrier et al. (2006 a, b) and by CHN, mass 

spectrometry using an Integra2 spectrometer (Sercon Instruments, www.sercongroup.com) 

linked to a Sercon elemental analyzer. All elements analyses (Ca, Mg, K, P, Na, Co, Cr, Fe, 

Mn, Ni, N, C) were performed by L. Jamet and all the staff of the Laboratoire des Moyens 

Analytiques (LAMA) from Centre IRD de Nouméa, New Caledonia. 

 

Statistical analysis 

Normality and equality of variance were analyzed using Shapiro and Levenne tests, 

respectively. Following results, either a two-way analysis of variance (ANOVA), followed by 

a Scheffe post-hoc test or a Kruskal-Wallis test was applied to identify differences (p ≤ 0.05), 

between treatments. This method was applied independently for each plant species and each 

variable. All statistical analysis was performed using R software version 3.3.1 (R 

Development Core Team, 2008) with the 'agricolae' package. Mean of biomass, mycorrhizal 

intensity and sporulation are necessary to perform Principal Component Analysis (PCA) and 

Hierarchical Classification on Principal Component (HCPC) with root and shoot element 

concentrations. PCA and HCPC were performed with 34 variables using R software with the 

Primer name Tm °C Targeted specificity
Product lenght 

base paire

Glom_LSU_990F 59

AcS-LSU_1300R 60

Glom_LSU_990F 59

AcF-LSU_1300R 64

RhN-SSU_100F 60

Glom_LSU_58S280R 58

ClS-SSU_70F 60

Glom_LSU_58S280R 58

PaM-SSU_70F 65

Glom_LSU_58S280R 58

ScC_SSU_100F 65

Glom_LSU_58S280R 58

AACAAGTACCGTGAGGGAAAG

CTGATTGAGCGAACGGTCAC

AACAAGTACCGTGAGGGAAAG

TCGCGGAAGCCTTAACCGGC

AACAAGTACCGTGAGGGAAAG

A. saccata

R. neocaledonicus

 S. ovalis

AACAAGTACCGTGAGGGAAAG

GCTTGCTAACGTCGATGGGA

AACAAGTACCGTGAGGGAAAG

TAGCAAGCTATCGAAGACGGGG

GATCGGTGAGTAGCAATATTCG

212 pb

DNA sequence in 5' -end to 3' -end 

orientation

242 pb

 C.etunicatum nc 258 pb

 P. simplex nc 288 pb

334 pb

A. fragilissima 336 pb

AACAAGTACCGTGAGGGAAAG

GATCGGTGAGTAGCAATATTCG
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‘FactoMineR’ package. HCPC used eucledian distances for calculating dissimilarities 

between observations and average method to define cluster. 

 

Results   

 

Summarized plant growth data are presented in Fig. 1. Full data are accessible in 

Supplementary Table S1 and S2 and Fig. S1 and S2. For both species, general AMF effect 

was significant at 60 and 120 days after inoculation respectively for S. vulgare (H=28.1; 

p<0.05) and M. laurifolia (H=55.5; p<0.05).  

In M. laurifolia, all AMF treatments are significantly higher than controls from 186 

days to the end of experiment (Table S1). Whereas on S. vulgare, only R. neocaledonicus and 

mix inoculations 3, 4 and 6 induced significant growth enhancements, from 78 days to the end 

of experiment (excepted mix 6, significantly only at the end). 

During experiment some plants of S. vulgare produced flowers. Flowers were 

produced only with AMF treatments: C. etunicatum (1 plant), R. neocaledonicus (7 plants), 

Mix 3 (7 plants), Mix 4 (3 plants) and Mix 6 (3 plants). During these experiments some plants 

died. In M. laurifolia only one control plant and in S. vulgare one control plant, 4 plants for A. 

fragilissima treatment, 5 plants for A. saccata treatment and one plant for Mix 2 treatment. 

In M. laurifolia the biomass was significantly enhanced with an increase of shoot dry 

weight (H=90,70; p<0.05) by 4.9× (A. saccata) to 21.6× (Mix 5) (except for treatments A. 

fragilissima and S. ovalis) and an increase of root dry weight (H=73,7; p<0.05) by 1.5× (S. 

ovalis) to 11.9× (Mix 5) (except for plants inoculated with A. fragilissima); in S. vulgare the 

plant shoot dry weight was significantly enhanced by 1.2× (Mix 6) to 3× (Mix 3) and the root 

dry weight by 1.9× (Mix 6) to 3.4× (Mix 3) (except for plants inoculated with A. fragilissima, 

A. saccata, C. etunicatum, P. simplex and S. ovalis), all when compared with controls. 

Frequency, intensity of mycorrhization and percentage of arbuscules were analyzed in 

roots of plants. Results are summarized in Fig. 2. Full data are accessible in Supplementary 

Table 3. All plants excepted controls were colonized by AMF, a weak colonization was 

recovered for Acaulospora species and S. ovalis on the root of the two plants species. For S. 

vulgare, mycorrhizal colonization of P. simplex was equally weak. For M. laurifolia 

mycorrhizal colonization was > 80% for all Mix inoculum and for mono-inoculation with R. 

http://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0176161713004203#fig0010
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neocaledonicus; a similar pattern was observed for S. vulgare: mycorrhizal colonization was 

> 40% for all Mix inoculum and for mono-inoculation with R. neocaledonicus.  

Spores of all species inoculated alone or combined were recovered after plants growth 

in soils of pot culture (Table. 2). Rizophagus neocaledonicus produced more spores than other 

species with an average of 23.5±4 and 92.4±8.1 spores per g
-1

 of dry soil for M. laurifolia and 

S. vulgare respectively. The maximum averages of spores were recovered for the AMF 

treatment Mix 2 with 79.2±19 spores per g
-1

 of dry soil (74.5±18.1 spores of R. 

neocaledonicus and 4.7±0.7 spores of S. ovalis) and the AMF treatment Mix 3 with 200±31 

spores per g
-1

 of dry soil (29.2±4.6 sores of P. simplex, 3.2±0.4 spores of S. ovalis and 167.6 

spores of R. neocaledonicus) for M. laurifolia and S. vulgare respectively.  
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Fig. 1. Metrosideros laurifolia (a) and Sorghum vulgare (a’) (control versus treatment mix 5 and mix 3 

respectively for M. laurifolia and S. vulgare) after 7 months of growth on ultramafic substrate and 4 

months respectively for M. laurifolia and S. vulgare. The biomass of their respective shoot and root (b: 

M. laurifolia and b’: S. vulgare) were measured as dry weight tissue expressed in g. Each dead plant 

was represented with “+” and each flowering plant was represented with “*”. Bars represent means, 

and error bars represent standard error of means (n= 10 excepted for treatment with dead plants). The 

different letters above columns indicate significant differences as determined by a Scheffe post-hoc 

test or a Kruskal-Wallis test (p ≤ 0.05). 

 

Fig. 2. Metrosideros laurifolia (a) and Sorghum vulgare (b) mycorrhizal colonization for each fungal 

treatment after 8 months of growth on ultramafic substrate for M. laurifolia and 5 months for S. 

vulgare. Bars represent means, and error bars represent standard error of means (n= 10 excepted for 

treatment with dead plants). The different letters above columns indicate significant differences as 

determined by a Scheffe post-hoc test or a Kruskal-Wallis test (p ≤ 0.05). 

Primers developed for molecular approach were validat on pure spores DNA extract of 

all species excepted for S. ovalis (Table 3). In mono-inoculation all species were detected by 

PCR on roots of M. laurifolia and S. vulgare excepted for plants inoculated with S. ovalis. 

Curiously in fungal treatments Mix 3 and 6, S. ovalis was detected in roots of M. laurifolia 

with primers who failed to amplify DNA from spores. In Mix 1 the two species C. etunicatum 

and R. neocaledonicus were detected by PCR in roots of M. laurifolia. In Mix 2 only R. 

neocaledonicus was detected in roots of M. laurifolia and S. vulgare. In Mix 3 all species 

were detected in roots of M. laurifolia, whereas only P. simplex was detected in roots of S. 

vulgare. In Mix 4 only C. etunicatum was detected in roots of M. laurifolia whereas C. 

etunicatum and P. simplex were detected in roots of S. vulgare. In Mix 5 R. neocaledonicus 

and S. ovalis were not detected in roots. In Mix 6 all species were detected in roots of M. 

laurifolia whereas only A. fragilissima, C. etunicatum and P. simplex were detected in roots 

of S. vulgare. 

Plant mineral nutrition analyses 
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The major elements needed for plant nutrition (i.e. N, P, K, Ca and Mg contents) were 

analyzed in shoots and roots of inoculated and control plants exposed to the ultramafic 

substrate. Results are summarized in Fig. 3 while full data are reported in Supplementary 

Table 4. The presence of AMF in roots of the two plants significantly affected major element 

contents in shoot and roots tissues when compared with controls.  

 

Table 2. AMF spore production in soil (spore number in 1 g of soil) for each fungal treatment on M. 

laurifolia and S. vulgare. Means, and error of means were presented (n= 10 excepted for treatment 

with dead plants). The different letters indicate significant differences differences as determined by a 

Scheffe post-hoc test or a Kruskal-Wallis test (p ≤ 0.05). 

 

 

Table 3. Detection of AMF by PCR on pure spores and on roots of M. laurifolia and S. vulgare. 

Positives detections were labelled with “+”, negatives detections were labelled with “-”, grey squares 

indicate when species were detected in soil (spores) by morphological analysis and were not recovered 

by PCR in roots. 

Plant Treatments A. fragilissima A. saccata C. etunicatum nc P. simplex nc R. neocaledonicus S. ovalis

Control 0 b 0 d 0 e 0 d 0 d 0 e

Aca fra 8.1±2.9 a 0 d 0 e 0 d 0 d 0 e

Aca sac 0 b 11±0.9 a 0 e 0 d 0 d 0 e

Cla etu 0 b 0 d 14.2±3.3 b 0 d 0 d 0 e

Per sim 0 b 0 d 0 e 6±0.6 ab 0 d 0 e
Rhi neo 0 b 0 d 0 e 0 d 23.5±4 b 0 e
Scu ova 0 b 0 d 0 e 0 d 0 d 3.5±0.4 b
Mix 1 0 b 0 d 28.3±2.8 a 0 d 25.5±2.5 b 0 e
Mix 2 0 b 0 d 0 e 0 d 74.5±18.1 a 4.7±0.7 a
Mix 3 0 b 0 d 0 e 6.4±1.3 b 37±6.7 ab 3.6±0.3 ab
Mix 4 4.7±0.5 a 0 d 4.7±0.6 d 2.8±0.2 c 12.1±0.6 c 0 e
Mix 5 0 b 2.3±0.2 c 8.6±0.7 c 8.4±1 a 29.2±5.3 b 2±0.1 d
Mix 6 3.9±0.3 a 4.4±0.4 b 17.5±3.02 b 5.2±0.5 b 24.5±3.1 b 2.5±0.2 c

Control 0 c 0 c 0 b 0 d 0 d 0 c
Aca fra 10.3±3.3 a 0 c 0 b 0 d 0 d 0 c

Aca sac 0 bc 2.2±1 a 0 b 0 d 0 d 0 c

Cla etu 0 c 0 c 14.9±2.7 a 0 d 0 d 0 c

Per sim 0 c 0 c 0 b 15.6±6.2 b 0 d 0 c

Rhi neo 0 c 0 c 0 b 0 d 92.4±14.8 a 0 c

Scu ova 0 c 0 c 0 b 0 d 0 d 3±0.5 ab

Mix 2 0 c 0 c 0 b 0 d 24.4±8.5 b 2.5±0.4 ab

Mix 3 0 c 0 c 0 b 29.2±4.6 a 167.6±28.3 a 3.2±0.4 a

Mix 4 2.1±0.4 a 0 c 12.3±1.1 a 3.9±0.5 c 7.7±1 c 0 c

Mix 6 1.3±0.9 b 3.3±1.9 b 34.3±9.7 a 14.2±4.3 b 32.7±9.5 b 2.4±0.5 b

Sorghum vulgare

 Spores per gramm of dry soil

Metrosideros laurifolia



192 
 

 

In shoot tissues of M. laurifolia, significant reduction of N content from 16% (Mix 2) 

to 40% (Mix 5) was observed. Only mono-inoculation with R. neocaledonicus and Mix 2, 3, 

4, 5, 6 decreased N content in shoot tissues of M. laurifolia whereas significant diminution of 

N content in root tissues from 19% (Mix 1) to 34% (Mix 4) was observed. Only mono-

inoculation with A. saccata and Mix 1, 2, 3, 4, 5, 6 reduced N content in tissues of roots of M. 

laurifolia; in other treatments N content of M. laurifolia was not significantly different when 

compared with controls. In shoot tissues of S. vulgare, significant diminution of N content 

from 62% (Mix 3) to 75 % (R. neocaledonicus) was observed. Only mono-inoculation with R. 

neocaledonicus and Mix 3, 4 decreased N content in shoot tissues of M. laurifolia, whereas 

significant diminution of N content in root tissues from 23% (P. simplex) to 28% (Mix 4) was 

observed. Only mono-inoculation with P. simplex and Mix 3, 4 decreased N content of roots 

of S. vulgare ; in other  treatments N content of  S. vulgare was not significantly different 

when compared with controls.  

In shoot tissues of M. laurifolia P assimilation was significantly enhanced from 23% 

(Mix 5) to 37% (Mix 2). Only mix-inoculation (Mix 1, 2, 3, 5, 6) enhanced P content in shoot 

tissues of M. laurifolia whereas significant reduction of P content in root tissues, from 49% 

(A. fragilissima) to 58% (A. saccata), was observed. Mono-inoculation with A. fragilissima, 

A. saccata, C. etunicatum and Mix 4 significantly reduced P content of roots of M. laurifolia; 

in other treatments P content of inoculated M. laurifolia was not significantly different when 

compared with controls. In shoots of S. vulgare, for all treatments, P assimilation was not 

A. fragilissima A. saccata C. etunicatum nc P. simplex nc R. neocaledonicus S. ovalis

Glom_LSU_990F Glom_LSU_990F ClS-SSU_70F Glom_LSU_58S280R RhN-SSU_100F ScC_SSU_100F

AcS-LSU_1300R AcS-LSU_1300R Glom_LSU_58S280R PaM-SSU_70F Glom_LSU_58S280R Glom_LSU_58S280R

Aca fra + - - - - -

Aca sac - + - - - -

Cla etu - - + - - -

Per sim - - - + - -

Rhi neo - - - - + -

Scu ova - - - - - -

Roots Plants Treatments

Control - - - - - -

Aca fra + - - - - -

Aca sac - + - - - -

Cla etu - - + - - -

Per sim - - - + - -

Rhi neo - - - - + -

Scu ova - - - - - -

Mix 1 - - + - + -

Mix 2 - - - - + -

Mix 3 - - - + +  +

Mix 4 - - + - - -

Mix 5 - + + + - -

Mix 6 + + + + + +

Control - - - - - -

Aca fra + - - - - -

Aca sac - + - - - -

Cla etu - - + - - -

Per sim - - - + - -

Rhi neo - - - - + -

Scu ova - - - - - -

Mix 2 - - - - + -

Mix 3 - - - + - -

Mix 4 - - + + - -

Mix 6 + - + + - -

Sorghum vulgare

Metrosideros laurifolia

Spores

Targeted species forward and reverse primers
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significantly different when compared with controls. P content was significantly enhanced in 

root tissues of S. vulgare with R. neocaledonicus (18%).  

In shoots tissues of M. laurifolia K assimilation was significantly enhanced from 20% 

(A. saccata) to 27% (Mix 2). Mix-inoculation (Mix 1, 2, 3, 4, 5, 6) and mono-inoculation with 

A. saccata and R. neocaledonicus significantly enhanced K content in shoot tissues of M. 

laurifolia whereas significant enhancement of K content in root tissues from 18% (Mix 3) to 

32% (Mix 2) was observed. All mix-inoculations excepted Mix 4 significantly enhanced K 

content in root tissues of M. laurifolia; in other treatments K content in root tissues of M. 

laurifolia was not significantly different when compared with controls. In shoots of S. 

vulgare, for all treatments K assimilation was not significantly different when compared with 

controls, excepted with P. simplex for which a diminution of K content (14%) was observed. 

K content was significantly enhanced on roots of S. vulgare only with A. fragilissima (13%) 

and R. neocaledonicus (29%). 

In shoots and roots of M. laurifolia Ca content was not significantly different when 

compared with controls, excepted for shoots of plants inoculated with R. neocaledonicus for 

which a significant diminution of Ca was observed (33%). In shoots of S. vulgare, significant 

diminution of Ca content was observed. Mono-inoculation with C. etunicatum and R. 

neocaledonicus and Mix 2, 3, 4 reduced Ca content in shoot tissues of S. vulgare whereas 

significant enhancement of Ca assimilation in root tissues, from 32% (S. ovalis) to 41% (Mix 

6), was observed when compared with controls.  

In shoot tissues of M. laurifolia Mg assimilation was significantly reduced, from 20% 

(Mix 2) to 35% (R. neocaledonicus). Mix-inoculation (Mix 1, 2, 3, 4, 5, 6) and mono-

inoculation with C. etunicatum and R. neocaledonicus significantly reduced Mg content in 

shoot tissues of M. laurifolia whereas significant reduction of Mg content in root tissues, from 

26% (P. simplex) to 33% (Mix 2), was observed. Mix-inoculation (Mix 2, 3, 4) and mono-

inoculation with A. saccata, C. etunicatum and P. simplex reduced significantly Mg content in 

root tissues of M. laurifolia when compared with controls. In shoot tissues of S. vulgare Mg 

assimilation was significantly reduced, from 35% (Mix 4) to 45% (Mix 3). Mix-inoculation 

(Mix 3, 4) and mono-inoculation with R. neocaledonicus significantly reduced Mg content in 

shoot tissues of S. vulgare whereas significant enhancement of Mg content in roots of plants 

inoculated with Mix 6 (51%) was observed. In other treatments Mg content in root tissues of 

S. vulgare were not significantly different when compared with controls. 
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Metals, present at high concentrations in the ultramafic substrate (Co, Cr, Fe, Mn and 

Ni), were analyzed in shoots and roots of plants. Results are summarized in Fig. 4 while full 

data are reported in Supplementary Table 5.  

In shoot tissues of M. laurifolia Fe content was significantly reduced, from 66% (Mix 

3) to 76% (R. neocaledonicus). Mix-inoculation (Mix 1, 2, 3, 5) and mono-inoculation with R. 

neocaledonicus significantly reduced Fe content in shoot tissues of M. laurifolia whereas 

significant reduction of Fe content in root tissues, from 33% (C. etunicatum) to 50% (S. 

ovalis), was observed. Only mono-inoculation with A. saccata, C. etunicatum and S. ovalis 

reduced significantly Fe content in root tissues of M. laurifolia when compared with controls. 

In shoot tissues of S. vulgare Fe content was significantly reduced, from 34% (C. etunicatum) 

to 90% (Mix 4). Mix-inoculation (Mix 2, 3, 4, 6) and mono-inoculation with A. saccata, C. 

etunicatum and R. neocaledonicus significantly reduced Fe content in shoot tissues of S. 

vulgare whereas significant reduction of Fe content in root tissues was observed only with A. 

saccata (55%) when compared with controls. 

In shoot tissues of M. laurifolia Cr content was significantly reduced by 75% (R. 

neocaledonicus) and 76% (Mix 1).C uriously plants inoculated with Mix 4 have significantly 

more Cr than controls (50%), whereas significant reduction of Cr content in root tissus, from 

28% (Mix 2) to 55% (S. ovalis) was observed. Mono-inoculation with A. saccata, C. 

etunicatum and S. ovalis and Mix 2 reduced significantly Cr content in roots of M. laurifolia 

when compared with controls. In shoots of S. vulgare Cr content was significantly reduced, 

from 52% (C. etunicatum) to 77% (Mix 4). Mix-inoculation (Mix 3, 4, 6) and mono-

inoculation with C. etunicatum significantly reduced Cr content in shoot tissues of S. vulgare 

whereas significant reduction of Cr content in roots tissues was observed for A. fragilissima 

(45%) and A. saccata (69%) when compared with controls. 

In shoot tissues of M. laurifolia Co content was significantly reduced, from 56% (P. 

simplex) to 80% (Mix 1). Mix-inoculation (Mix 1, 2, 3, 5, 6) and mono-inoculation with C. 

etunicatum, P. simplex and R. neocaledonicus significantly reduced Co content in shoot 

tissues of M. laurifolia whereas significant reduction of Co content in roots was observed only 

with S. ovalis (36%) when compared with controls. In shoot tissues of S. vulgare Co content 

was significantly reduced, from 47% (Mix 6) to 71% (Mix 4). Mix-inoculation (Mix 4, 6) and 

mono-inoculation with R. neocaledonicus significantly reduced Co content in shoot tissues of 

S. vulgare whereas no significant differences in roots tissues were observed when compared 

with controls. 

http://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0176161713004203#fig0025
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Mn contents in shoots of M. laurifolia was significantly enhanced, from 38% (A. 

saccata) to 52% (Mix 4). Mix 4 and mono-inoculation with A. fragilissima, A. saccata and S. 

ovalis significantly enhanced Mn content in shoot tissues of M. laurifolia whereas Mn content 

in roots tissues was significantly reduced only for Mix 1 (34%) when compared with controls. 

In shoots of S. vulgare Mn content was significantly reduced, from 52% (Mix 4) to 61% (R. 

neocaledonicus). Mix-inoculation (Mix 3, 4) and mono-inoculation with R. neocaledonicus 

significantly reduced Mn content in shoot tissues of S. vulgare. Plants inoculated with A. 

saccata, C. etunicatum and P. simplex presented a significant enhancement of Mn content, 

from 51% (A. saccata) to 61% (P. simplex), whereas Mn content was significantly enhanced 

with C. etunicatum (45%) in roots tissues of S. vulgare when compared with controls. 

In shoot tissues of M. laurifolia Ni contents was significantly reduced, from 56% (Mix 

5) to 73% (Mix 1). Mix-inoculation (Mix 1, 5) and mono-inoculation with R. neocaledonicus 

significantly reduced Ni content in shoot tissues of M. laurifolia whereas significant reduction 

of Ni content in roots tissues was observed with C. etunicatum (32%), S. ovalis (36%) and A. 

saccata (40%) when compared with controls. In shoots of S. vulgare Ni content was 

significantly reduced, from 62% (Mix 3) to 85% (Mix 4), mix-inoculation (Mix 3, 4, 6) and 

mono-inoculation with C. etunicatum significantly reduced Ni content in shoot tissues of S. 

vulgare whereas Ni content in root was reduced with A. fragilissima (40%), A. saccata (60%) 

and Mix 2 (37%) when compared with controls. 
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Fig. 3. Major element content in plant shoots and roots of M. laurifolia and S. vulgare expressed as mg 

kg−1, or g kg−1 of dry weight tissue. (a) Nitrogen (N); (b), Phosphorus (P); (c): Potassium (K); (d), 

Calcium (Ca) and (e), Magnesium (Mg). Bars represent means and error bars represent standard error 

of means (n =5). Different letters above columns indicate significant differences as differences as 

determined by a Scheffe post-hoc test or a Kruskal-Wallis test (p ≤ 0.05). 
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Fig. 4. Metal contents in plant shoot and roots of M. laurifolia and S. vulgare expressed as mg kg−1 of 

dry weight tissue. (a) Iron (Fe); (b), Chromium (Cr); (c), Cobalt (Co); (d), Manganese (Mn) and (e), 

Nickel (Ni). Bars represent means and error bars represent standard error of means (n = 5). Different 

letters above columns indicate significant differences differences as determined by a Scheffe post-hoc 

test or a Kruskal-Wallis test (p ≤ 0.05). 

 

Global analysis  

The two plants species were clearly differentiated by the Hierarchical Classification 

applicated on PCA: M. laurifolia belonged to the cluster 3 and 4, whereas S. vulgare belonged 

to the cluster 1 and 2 (Fig. 5).  

These two-species differed for some variables. Metrosideros laurifolia was characterized by a 

higher intensity of mycorrhization, higher arbuscules abundance in root system, a higher 

biomass of roots and shoots, a higher Ca/Mg ratio of roots and shoots, a higher content of Ca, 

Na, C, P, Mg in roots and shoot tissues, and a higher content of Mn in shoots. S. vulgare was 
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characterized by a higher metal content (Co, Ni, Cr, Fe) in shoot and root tissues, a higher Mn 

content in root tissues and a higher content of N and K in shoot tissues.  

Two clusters were delimited by PCA for each plant species. Cluster 1 belonging to S. vulgare 

was represented by control, S. ovalis, P. simplex, A. saccata, A. fragilissima and Mix 2 

treatments. This cluster was characterized by a low biomass, a high N content in roots and 

shoots, a high Mg content in shoot tissues and a high metal content (Ni, Co, Cr, and Fe) in 

shoots tissues, when compared with all other clusters. 

 

 

Fig. 5. Principal Component Analysis (PCA) and Hierarchical Classification on Principal 

Component (HCPC). PCA and HCPC were perform with 34 variables (Biomass (dry weight 

tissue of shoot (MSPA) and roots (MSPR), fresh weight tissue of shoot (MFPA) and roots 

(MFPR)), intensity of mycorrhization (M), arbuscule abundance in mycorrhizal parts of root 

fragments (Arb), arbuscule abundance in roots system (Arb Gen), total sporulation (Spore 

Tot), major element content in shoot (ie. N. F) and roots (ie. N. R) (N, P, K, Ca, Mg, Ca/Mg, 

C, Na) and metal content in shoot (ie. Co. F) and roots (ie. Co. R) (Co, Cr, Fe, Mn, Ni) using 

R software with the ‘FactoMineR’ package. HCPC used eucledian distances for calculating 

dissimilarities between observations and average method to define cluster. 

 

Cluster 2 belonging to S. vulgare was represented by R. neocaledonicus, Mix 3 and Mix 4 

treatments. This cluster was characterized by a high biomass, high Fe, Ni, Co and Mn 

contents in roots, a high K content in shoots and greater arbuscule abundance in mycorrhizal 

parts of root fragments, when compared with all other cluster. Treatments C. etunicatum and 

Mix 6 for S. vulgare were recovered between cluster 1 and 2 in PCA analyses. 

Cluster 3 belonging to M. laurifolia was composed by control, C. etunicatum, S. ovalis, P. 

simplex, A. saccata and A. fragilissima treatments. This cluster was characterized by a lower 

biomass, higher C, Ca, and Na contents in roots and shoots, a higher N content in roots and a 

higher Mn content in shoot tissus, when compared with all other cluster. Cluster 4 belonging 
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to M. laurifolia was represented by Mix 1, Mix 2, Mix 3, Mix 5 and Mix 6 treatments. This 

cluster was characterized by a higher biomass and intensity of mycorrhization, higher 

arbuscule abundance in root system, a higher Ca/Mg ratio in roots and shoots, higher P, Ca, 

Na, and C contents in roots and shoots and a higher Mn content in shoot tissues. Treatments 

R. neocaledonicus and Mix 4 for M. laurifolia were recovered between cluster 3 and 4 in PCA 

analyses. 

Discussion 

This study is the first to report data about complementary effects of native AMF species on 

plants growing on ultramafic substrate, and showing that combined inoculation of different 

species belonging to different families i) improved plant growth more than mono inoculation, 

ii) improved P acquisition of endemic ultramafic plants and iii) limited metal transfer to 

plants.  

AMF diversity improved plant development on ultramafic soil 

The promotion of plant growth by AMF symbiosis has been widely reviewed: AMF 

associations are known to enhance plant growth, improve plant mineral nutrition and then 

plant fitness (Smith & Reads 2008). In ultramafic soils, essential mineral nutrient contents, 

such as P, N and K are low or deficient (Brooks, 1987). In addition, the Ca/Mg ratio is 

strongly unbalanced in favor of Mg. It is not surprising that, in our study, most of the AMF 

species improved plant growth and plant biomass production.  

The highest increase of biomass obtained here with M. laurifolia for Mix 5, is 

spectacular (total biomass 18 Times higher than control). In comparison, Gensous (2014) 

working with the same plant species and the same soil, reported biomass over three times 

higher than control when plants where inoculated with a mix of three AMF isolates. Amir et 

al. (2014), tested the same AMF inoculum with the same plant species in field experiment and 

reported biomass 7 times higher than control plants.  

All AMF species improved biomass of M. laurifolia except the two species of 

Acaulospora spp., whereas in S. vulgare only R. neocaledonicus and combined inocula 

improved biomass of this plant, suggesting that functions on plant fitness of different species 

depended of the host plants species (Lekberg & Koide 2014). The most biomass improvement 

of M. laurifolia was obtained when plants were inoculated with all AMF families (Mix 5). 

When an additional species of Acaulospora spp. was added (Mix 6) the biomass value was 

http://onlinelibrary.wiley.com/doi/10.1111/1365-2745.12655/full#jec12655-bib-0037
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reduced, but not significantly. A functional redundancy or competition between two species 

(herse Acaulospora spp.) has already been reported (Thonar et al., 2014 ; Gosling et al., 

2016). In S. vulgare the most improvement of biomass was obtained with 3 AMF species 

belonging to three families (Pervetustaceae, Glomeraceae and Gigasporaceae) but the biomass 

was not significantly different when compared with plants inoculated with R. neocaledonicus 

or with Mix 4.  

Intensity of mycorrhization appeared to be dependent of AMF species and plant 

species engaged in symbiosis (Smith & Reads 2008). For the two plants species, the higher 

values of root colonization were recovered when they are inoculated with R. neocaledonicus 

and Mix species inocula. The two species of Acaulospora spp. and S. ovalis were 

characterized by a weak power of colonization. M. laurifolia seemed to be more receptive to 

the 3 other AMF species (R. neocaledonicus, P. simplex nc, C. etunicatum nc) in terms of root 

colonization and growth stimulation. Overall M. laurifolia showed a higher mycorrhizal 

colonization than S. vulgare and appeared then more receptive to the studied AMF isolates. It 

is known that an AMF species can be a good contributor of a given host plant and the same 

species can be a bad contributor to another plant (Berruti et al., 2016; Gosling et al. 2016). In 

our case, native AMF isolates can be more adapted and give more profit to an endemic plant 

from their ecosystem compared to S. vulgare. In consequence some of our AMF isolates 

could be bad contributors in S. vulgare. Sorghum vulgare could have sanctioned these bad 

contributors (Kiers et al., 2011 ; Hart et al., 2013) ; which can explain why all mono-

inoculation (excepted R. neocaledonicus) presented a weak colonization in S. vulgare. All 

these results support hypotheses formulated by Yang et al. (2017) that complementarity of 

function in different AMF families contributes most to the positive relationship between AMF 

diversity and plant productivity but only when a native plant and AMF were used. 

In each fungal treatment spores of inoculated species were recovered, and showed that 

all inoculated AMF species had grown and achieved their life cycle. Our molecular approach 

allowed the detection of each species of AMF in mono inoculation excepted for S. ovalis. In 

Mix inoculation all inoculated species were not always recovered in roots. Different 

hypothesis can explain these results. First the fact that we failed to detect S. ovalis in pure 

DNA from spores can be due to the DNA conformation in spore or because the rDNA region 

targeted by the primer can be highly variable. The fact that we failed to recover all the species 

inoculated in mix inocula can be due to the presence of inhibitors from soil and roots or 

because the sampling was too small (only one DNA extraction of 100 mg of roots per 

treatment).  

http://onlinelibrary.wiley.com/doi/10.1111/1365-2745.12655/full#jec12655-bib-0030
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Treatments with the most important biomass (Mix 5, 6 for M. laurifolia and Mix 3 and 

R. neocaledonicus in S. vulgare) have the most significant reduction of N content in shoot and 

roots tissues when compared with controls. Wu et al. (2017) observed the same affect and 

concluded that inoculation of plants with AMF improved photosynthesis and that AMF effect 

was mostly determined by the relative allocation of nitrogen to photosynthesis and not by the 

leaf nitrogen concentration. However, we can also explain these results by the greater dilution 

of N in a larger volume of tissues due to the high increase of biomass. Regarding P 

assimilation improvement, our results showed that only mix-inoculation on M. laurifolia 

improved the P content of shoot tissues; these results are in agreement with common Harrison 

et al. (2002). This increase of P content here needed a combined inoculum and a plant adapted 

to the ultramafic soil. The ability of AMF to preferentially allocate P to some host plants has 

been demonstrated previously (Kiers et al., 2011; Fellbaum et al., 2012). Jansa et al. (2008) 

and Thonar et al. (2014) found equally that only combined inoculum improved P content in 

tissues of Allium porrum and Medicago truncatula respectively. Potassium assimilation was 

improved only for mix inoculation on M. laurifolia. Our results show that Ca/Mg ratio was 

improved principally on mix inoculation for the two plants species, particularly by a reduction 

of Mg assimilation. A variation in fungal control can also help to explain the variation of 

mineral contribution by different AMF species on different plants species (Hart et al., 2013). 

All these results clearly demonstrate that a mix of different AMF isolates, particularly when 

belonging to different families, clearly stimulate the mineral nutrition of a native plant on 

ultramafic soil. 

In this study, we demonstrated that ultramafic AMF isolates could improve plant metal 

tolerance on ultramafic substrate when metals were present at high concentration in the soil. 

The mechanisms that are involved in metal homeostasis and detoxification of essential and 

non-essential metals in AMF are fully described in Ferrol et al. (2016). Heavy metal tolerance 

can be due to several processes: (i) binding mechanisms on external mycelium and spores (ii) 

chelating heavy metal in cytosol (iii) sequestration in the fungal vacuole and (iv) reduction of 

metal accumulation by activation of specific transport (Ferrol et al., 2016). All these 

mechanisms reduce the toxicity of metal in the mycorhizosphere. Our results argue in favour 

of the hypothesis that AMF regulates and detoxifies metals in the rhizosphere and stop the 

metal translocation to the shoot: all metal (excepted Mn for M. laurifolia) were drastically 

reduced in plants shoots and generally increased on roots. Mn was found to be accumulated in 

shoot tissues of M. laurifolia; this result was in accordance with Gensous (2014) and was 
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probably due to the physiology of this plant. In most cases, mix inoculation and R. 

neocaledonicus treatments were the most performant to reduced metal content of shoot tissue. 

Conclusion 

All, these results suggest that when plant faced multiple stress factors, the use of AMF mix 

inoculation with different families are more performant than mono-inoculation to improve 

biomass, mineral nutrition, Ca/Mg ratio and tolerance to heavy metal of plants in ultramafic 

soil. Our results support the hypothesis that they are a positive correlation between AMF 

family diversity and enhancement of plants growth (Hart & Reader 2002; Maherali & 

Klironomos 2007; Yang et al., 2017). This hypothesis was verified only with a plant species 

adapted to the edaphic constraints. This study highlighted that AMF can have an spectacular 

effect on plant growth and adaptation when combined natives AMF families were inoculated 

on their original substrate with a native plant species and open a new perspective for the use 

of AMF for ecological restauration of ultramafic soils. 
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Suplementary data 
 

Table S1: Plant height data values along experiments expressed in cm. Data are means ± standard 

error of means (n = 10). Data followed by the same letters are not significantly different (Scheffe post-

hoc test or a Kruskal-Wallis test, P<0.05) 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Treatments 60 120 158 186 240 290

Control 2.9±0.1 a 5.4±0.3 f 6.5±0.3 f 6.5±0.2 f 6.7±0.7 g 7.3±0.8 h

Aca fra 2.7±0.1 a 6.8±0.6 cde 7.4±0.5 def 8.3±0.6 e 9.2±0.7 f 9.6±0.7 g

Aca sac 2.7±0.1 a 7.3±0.5 cd 8.1±0.4 d 9.3±0.5 de 10.4±0.5 ef 10.9±0.5 fg
Cla etu 2.7±0.1 a 6.7±0.4 cde 7.9±0.3 de 9.3±0.3 de 10.6±0.5 ef 11.3±0.4 efg
Per sim 2.9±0.1 a 6.7±0.5 cde 8.5±0.7 cd 10.8±0.6 bc 12.3±0.7 cd 13.1±0.7 cd
Rhi neo 2.9±0.1 a 7.8±0.4 bc 9.6±0.5 bc 10.4±0.5 bcd 12.8±0.6 bc 13.5±0.6 bc
Scu ova 2.9±0.1 a 7.4±0.5 cd 8.1±0.5 d 8.7±0.6 e 9.3±0.7 f 9.9±0.7 g
Mix 1 2.8±0.1 a 7.5±0.3 cd 8.6±0.4 cd 9.4±0.3 cde 11.9±0.5 cde 12.75±0.5 cde
Mix 2 2.8±0.1 a 6.5±0.5 def 8.3±0.6 d 9.2±0.6 de 11.7±0.8 cde 12.6±0.8 cde
Mix 3 2.7±0.1 a 6.7±0.3 cde 8.4±0.3 cd 9.6±0.4 cde 11.7±0.5 cde 12.5±0.5 cde
Mix 4 2.9±0.1 a 5.9±0.3 ef 6.8±0.3 ef 9.4±0.3 cde 10.9±0.4 def 11.6±0.4 def

Mix 5 2.9±0.1 a 10.8±0.4 a 11.7±0.3 a 12.9±0.4 a 15.6±0.4 a 16.3±0.4 a
Mix 6 2.8±0.1 a 8.9±0.2 ab 10.3±0.3 ab 11.3±0.3 ab 14.1±0.3 ab 14.9±0.4 ab

Days (inoculation at 60 days)

Treatments 13 29 44 62 78 95 125

Control 9±0.3 a 10.2±0.3 a 10.5±1 a 10.6±0.4 cd 10.9±0.4 bc 12.1±0.7 bcd 13.7±1.1 de

Aca fra 9.2±0.3 a 9.7±0.3 a 9.7±0.3 a 9.7±0.3 d 10.4±0.4 bc 10.9±0.9 cd 10.9±3.3 e

Aca sac 8.5±0.4 a 9±0.3 a 9.4±0.4 a 9.7±0.5 d 10.8±0.6 bc 11.6±0.8 bcd 12±1.1 e

Cla etu 9.4±0.2 a 10±0.2 a 10.2±0.2 a 10.4±0.3 d 11±0.7 bc 14±1.8 bcd 20.9±4.6 de

Per sim 8.6±0.4 a 9.8±0.3 a 9.9±0.3 a 9.9±0.3 d 10.3±0.4 c 11.3±0.9 d 13.1±1 de

Rhi neo 8.6±0.2 a 9.9±0.2 a 10.4±0.3 a 14.1±1.4 a 19.3±2.5 a 29.4±3.9 a 46±4.5 a

Scu ova 8.9±0.3 a 9.6±0.3 a 9.6±0.3 a 10.1±0.3 d 10.8±0.5 bc 12.5±1.3 bcd 14.7±2.3 e

Mix 2 8.8±0.3 a 10.2±0.4 a 10.3±0.4 a 10.4±0.4 bcd 12±0.6 b 14.3±1 bc 20.9±2.5 cd

Mix 3 8.7±0.3 a 9.6±0.2 a 10±0.2 a 12.8±1 abc 18.8±2.9 a 31.9±5.9 a 52.6±4.8 a

Mix 4 8.2±0.3 a 9.4±0.3 a 9.8±0.3 a 11.9±0.4 ab 15.9±1.4 a 24±2.8 a 37.3±4.7 ab

Mix 6 8.7±0.3 a 10±0.2 a 10.1±0.3 a 10.2±0.2 d 11.5±0.5 bc 16.3±1.8 b 33.3±6.6 bc

Days (inoculation at seedling day 0)
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Fig. S1. Plant height (cm) along experiments (days). Data are means ± standard error of 

means (n = 10). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Metrosideros laurifolia 

Sorghum vulgare 
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Fig. S2. Photographs of Metrosideros laurifolia and Sorghum vulgare (for each AMF 

treatments) after 7 months of growth on ultramafic substrate for M. laurifolia and 4 months 

for S. vulgare. 
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Table S2: Plant growth data values: shoot and root biomasses expressed in g dry weight. Data 

are means ± standard error of means (n = 10). Data followed by the same letters are not 

significantly different (Scheffe post-hoc test or a Kruskal-Wallis test, P<0.05). 

 

 

 

 

 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Plants Treatments

Control 0.078 ± 0.0126 h 0.049 ± 0.008 f

Aca fra 0.16 ± 0.028 h 0.071 ± 0.012 ef

Aca sac 0.396 ± 0.107 g 0.225 ± 0.05 cd

Cla etu 0.472 ± 0.08 fg 0.21 ± 0.032 cd

Per sim 0.72 ± 0.121 def 0.361 ± 0.049 b

Rhi neo 0.948 ± 0.148 cd 0.339 ± 0.051 b

Scu ova 0.174 ± 0.029 h 0.145 ± 0.024 de

Mix 1 1.051 ± 0.099 bc 0.299 ± 0.036 bc

Mix 2 0.989 ± 0.217 cde 0.316 ± 0.06 bc

Mix 3 0.882 ± 0.107 cde 0.267 ± 0.022 bc

Mix 4 0.586 ± 0.105 efg 0.282 ± 0.043 bc

Mix 5 1.725 ± 0.112 a 0.581 ± 0.045 a

Mix 6 1.301 ± 0.084 ab 0.364 ± 0.029 b

Control 0.39 ± 0.066 d 0.181 ± 0.034 cde

Aca fra 0.37 ± 0.084 d 0.157 ± 0.026 cde

Aca sac 0.27 ± 0.034 d 0.107 ± 0.008 e

Cla etu 0.46 ± 0.145 d 0.203 ± 0.037 cd

Per sim 0.42 ± 0.039 cd 0.135 ± 0.017 de

Rhi neo 0.92 ± 0.082 a 0.479 ± 0.035 ab

Scu ova 0.42 ± 0.084 cd 0.209 ± 0.037 cd

Mix 2 0.44 ± 0.041 cd 0.198 ± 0.029 c

Mix 3 1.22 ± 0.188 a 0.62 ± 0.081 a

Mix 4 0.9 ± 0.111 ab 0.525 ± 0.055 ab

Mix 6 0.67 ± 0.132 bc 0.355 ± 0.066 b

M. laurifolia

S. vulgare

 Roots biomass (g)              Shoot biomass (g)
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Table S3. Frequency, intensity of mycorrhization and percentage of arbuscules within 

infected areas of roots. Data are means ± standard error of means (n = 10). Data followed by 

the same letters are not significantly different (Scheffe post-hoc test or a Kruskal-Wallis test, 

P<0.05). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Plant Treatments Mycorrhizal frequency Intensity of mycorhization Percentage of arbuscules within infected areas

Control 0 c 0 g 0 h

Aca fra 82±7.1 b 7.7±2.5 ef 51.2±5.9 fg

Aca sac 100 a 23.3±3.8 e 75.6±7.1 bc

Cla etu 100 a 80.7±2.3 c 59.3±5.2 ef

Per sim 100 a 58.4±4.5 d 68.4±2.6 def

Rhi neo 100 a 94±0.6 a 72.4±3.3 cde

Scu ova 80±7.7 b 1.8±0.3 f 21.1±5.2 gh
Mix 1 100 a 94.5±0.4 a 88.6±1.7 a

Mix 2 100 a 89.4±1.7 b 72.9±5.7 bcd

Mix 3 100 a 95 a 77.4±4.3 bcd

Mix 4 100 a 86.3±2.4 b 78.4±4.2 bcd

Mix 5 100 a 95 a 70.5±6.9 bcd

Mix 6 100 a 93.7±0.8 a 83.7±3.3 ab

Control 0 d 0 f 0 e

Aca fra 85.7±4.13 c 0.9±0.04 ef 13.6±2.9 cd

Aca sac 100 a 1.8±0.7 de 26.9±6.9 cd

Cla etu 100 a 21.2±7.1 c 73±4.9 b

Per sim 96±2.69 b 4.7±2 d 34.3±7.8 c

Rhi neo 100 a 66.3±6.8 a 77.3±5.5 ab

Scu ova 100 a 1.4±0.4 de 10.6±3.6 de

Mix 2 100 a 43.6±9.6 bc 73±6.3 ab

Mix 3 100 a 64.6±9.1 ab 87.2±4.01 ab

Mix 4 100 a 46.7±11.5 bc 68.7±9.1 b

Mix 6 100 a 46.4±10.4 ab 88±5.3 a

Metrosideros laurifolia

Sorghum vulgare
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Table S4. Plants shoot and roots tissue mineral analysis: essential element for plant mineral 

nutrition: N, P, K, Ca and Mg. (a) Metrosideros laurifolia, (b) Sorghum vulgare. Data are 

means ± standard error of means (n =5). Data followed by the same letters are not 

significantly different (Scheffe post-hoc test or a Kruskal-Wallis test, P<0.05). 

 

 

 

 

 

Table S5. Plants shoot and roots tissue mineral analysis: metal content: Fe, Co, Cr, Mn, Ni 

and translocation factor (TF). (a) Metrosideros laurifolia, (b) Sorghum vulgare. Data are 



219 
 

means ± standard error of means (n = 5). Data followed by the same letters are not 

significantly different (Scheffe post-hoc test or a Kruskal-Wallis test, P<0.05). 
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Conclusion générale de la thèse 
 

Les milieux ultramafiques de Nouvelle-Calédonie présentent de fortes concentrations 

en métaux lourds toxiques, mais aussi de faibles concentrations en nutriments essentiels et un 

fort déséquilibre du rapport Ca/Mg. Pour se protéger de ces différentes contraintes, les 

plantes, vivants sur ces milieux extrêmes ont développé des mécanismes adaptatifs 

spécifiques. Les champignons mycorhiziens à arbuscules jouent un rôle majeur dans 

l’adaptation des espèces végétales endémiques à ces milieux extrêmes (Perrier et al. 2006; 

Amir et al. 2007, 2013; Lagrange et al. 2011, 2013).  Ainsi, isoler, identifier et caractériser les 

CMA de ces milieux est cruciale, car l’originalité de la flore de ces sols suggère une 

originalité de leurs symbiotes. Par ailleurs, il est également nécessaire d’étudier les rôles de 

ces symbiotes dans l’adaptation des plantes aux contraintes édaphiques, afin de pouvoir, à 

long terme, utiliser leurs services écosystémiques pour la restauration écologique. Les études 

réalisées dans le cadre de cette thèse se sont d’abord focalisées sur l’isolement et 

l’identification de différents taxons de CMA, avant d’analyser leurs rôles dans la symbiose, 

notamment les effets additifs de plusieurs isolats. 

L’étude sur la caractérisation de différentes espèces de CMA est la première du genre 

en Nouvelle-Calédonie. Les études précédentes sur la restauration des milieux ultramafiques 

de Nouvelle-Calédonie ont montré que pratiquement toutes les plantes étaient 

endomycorhizées et ont souligné leur importance pour la restauration écologique (Amir et al. 

1997 ; Amir et al. 2007 ; Amir et al. 1997 ; Perrier et al. 2006 ; Amir & Ducousso 2010 ; 

Lagrange et al. 2011). La diversité des CMA en milieux ultramafiques a été étudié 

(Fitzsimons et al. 2010 ; Schechter & Bruns 2008, 2012 ; Gensous et al. 2014 ; Kohout et al. 

2015)  suggérant l’existence de nouvelles espèces de CMA. Cependant, les CMA de ces 

milieux n’ont généralement pas été caractérisés et identifiés clairement. Cette étude présente 

la description de 5 nouvelles espèces de CMA et d’un isolat et a fait l’objet de deux articles 

actuellement sous presse. Le premier article présente la description d’une espèce (Pervetustus 

simplex) découverte dans différent milieux situés dans plusieurs lieux géographiques et a été 

rédigé en collaboration avec le Pr. Janusz Blaszkowski. Cet article a permis d’ériger une 

nouvelle famille (Pervetustaceae) et un nouveau genre (Pervetustus). Le deuxième article 

présente la description de 4 nouvelles espèces (A. saccata, A. fragilissima, R. neocaledonicus 

et S. ovalis) de CMA isolées d’un sol ultramafiques de Nouvelle-Calédonie. Un isolat (C. 

etunicatum nc) provenant du même milieu a également été découvert et affilié à l’espèce 
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Claroideoglomus etunicatum. Ces résultats confortent l’hypothèse que les symbiotes des 

milieux ultramafiques de Nouvelle-Calédonie présentent une grande originalité.  

Ce travail a également permis la mise au point d’une nouvelle méthode 

d’identification des CMA à partir des spores. L’identification taxonomique des CMA reste 

délicate, ce qui est préjudiciable pour la recherche académique, les cultures de collections et 

les producteurs d'inoculum, qui doivent certifier leurs produits. L'identification de ces 

champignons est traditionnellement effectuée sur la base de la morphologie des spores 

(McNeill et al. 2006). Les données moléculaires (séquences d'ADN) ont été utilisées avec 

succès pour développer des outils d'identification moléculaire et évaluer leur diversité dans 

l'environnement (Simons et al. 1992 ; Jansa et al. 2008). Cependant, ces méthodes nécessitent 

une expertise considérable et ne sont pas adaptées pour des contrôles qualités "de routine" 

nécessaire pour les cultures de collections et les producteurs d’inoculum et ne permettent pas 

toujours une identification jusqu’à l’espèce, encore moins au niveau intraspecifique 

(Stockinger et al. 2014). L’étude réalisée ici a permis de découvrir que le biotypage 

protéomique par spectrométrie de masse MALDI-TOF est une approche très efficace pour 

l'identification des CMA. Dix-neuf isolats appartenant à quatorze espèces, sept genres et cinq 

familles ont été clairement différenciés par biotypage MALDI au niveau de l'espèce, et la 

différenciation intraspécifique a été réalisée pour la majorité d’entre eux. L'identification des 

CMA par MALDI-TOF-MS pourrait être très utile, non seulement pour la recherche, mais 

aussi dans des contextes agricoles et environnementaux. L’identification rapide et précise par 

MALDI-TOF-MS des CMA à partir de leurs spores, offre une véritable alternative aux 

méthodes morphologiques et moléculaires conventionnelles. Cette étude devrait permettre 

d’aider à développer l’utilisation des CMA à grande échelle.  

Les différents isolats identifiés et cultivés en laboratoire ont été testés en conditions 

expérimentales afin d’évaluer leurs fonctions individuelles et collectives dans la symbiose 

mycorhizienne, sur sol ultramafique. Cela a permis de prouver qu’il existe une synergie de ces 

différents isolats dans leurs effets sur le développement et l’adaptation des plantes. Les 

résultats obtenus suggèrent que quand une plante est face à plusieurs facteurs de stress (sol 

ultramafique), l’utilisation de plusieurs espèces de CMA appartenant à plusieurs familles 

différentes est plus appropriée pour augmenter la biomasse, la nutrition minérale, le rapport 

Ca/Mg et la tolérance aux métaux lourds, en comparaison avec une inoculation 

monospécifique. Nos résultats supportent l’hypothèse avancée par certains auteurs, selon 

laquelle l’augmentation de la diversité taxonomique des CMA (au niveau de la famille) est 
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positivement corrélée à l’amélioration du fitness de la plante (Hart & Reader 2002; Maherali 

& Klironomos 2007; Yang et al. 2017) ; cependant cette hypothèse semble se vérifier 

uniquement lorsque les CMA utilisés sont adaptés à la plante et que les deux partenaires sont 

également adaptés au substrat de culture.  

Ces nouvelles espèces de CMA ayant un potentiel important en termes d’amélioration 

de la croissance des plantes et de leur adaptation aux milieux contraints, ouvrent une nouvelle 

perspective pour l’utilisation des CMA dans le cadre de la restauration des sols ultramafiques 

dégradés. Ainsi, dans un avenir proche, cette étude permettra d’optimiser les services 

écosystémiques de ces CMA pour une bonne restauration écologique des terrains dégradés par 

l’activité minière sur sols ultramafiques.   

La rédaction d’une synthèse complète sur la taxonomie des Glomeromycota a 

également été entreprise et a permis de faire le point sur l’historique de la taxonomie des 

CMA, sur leur diversité taxonomique, sur les caractères morphologiques utilisés pour 

l’identification des CMA, sur l’affiliation phylogénétique de chacune des espèces de CMA 

décrites et sur le nombre d’espèces décrites jusqu’à aujourd’hui (Annexe 1). 
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Annexe 1 

Caractéristiques morphologiques et taxonomie des 
champignons mycorhiziens à arbuscules (CMA) 
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Introduction 

Les descriptions de nouvelles espèces de CMA doivent être basées sur la morphologie 

des spores conformément au code international de nomenclature (ICBN) (McNeill et al. 2006) 

et à la révision récente du code international de nomenclature pour les algues, les 

champignons et les plantes (ICN) (Miller et al. 2011; McNeill et al. 2012), la caractérisation 

moléculaire n’est pas une obligation pour la description de nouvelles espèces. La 

caractérisation morphologique s’appuie principalement sur la description des spores (couleur, 

taille) et sur leurs structures pariétales (nombre de paroi, épaisseur, nature, couleur). Il existe 

actuellement quatre types de spores. Les spores glomoïdes formées d’une ou deux parois elles 

ne possèdent pas de bouclier de germination ni de cellule bulbeuse à leur base. Les spores 

gigasporoïdes cloisonnées par une cellule bulbeuse sporogène fermée par un bouchon (plug) 

ou plus rarement par un septum. Les spores entrophosporoïdes sont des spores qui se 

développent à partir du milieu de l’hyphe portant le saccule. Et les spores acaulosporoïdes, 

qui elles, se développent à partir du côté de l’hyphe portant le saccule. L’identification 

morphologique peut être réalisée seulement par des experts dans le domaine car elle demande 

un travail important, de nombreuses connaissances et peut être rendue difficile car certaines 

espèces ont la particularité de former des spores dimorphiques (deux types de spores). De 

plus, certaines espèces forment des spores avec une structure relativement simple, le manque 

de critère morphologique discriminant ne permet donc pas d’affilier ces espèces à un genre 

parmi les Glomeromycota, une identification par biologie moléculaire est alors indispensable. 

Certains caractères utilisés pour la description morphologique peuvent être ambiguës (mode 

de formation de la spore, couleur de la spore) et viennent compliquer l’identification. 

  Par exemple, concernant la couleur des spores, Morton & Msiska (2010) ont montré 

qu’une culture de Dentiscutata heterogama (T.H. Nicolson & Gerd.) a produit des spores 

mutantes albinos, ce caractère a une grande stabilité dans le temps, en effet il est conservé 

depuis 15 ans et sur 19 générations de culture en pots. Si ce mutant avait été trouvé sur le 

terrain, il aurait certainement été décrit comme une nouvelle espèce en se basant uniquement 

sur sa morphologie alors que ce n’est pas le cas. 

 Un autre exemple concernant le mode de formation de la spore, Entrophospora 

colombiana (Schenck & Spain) initialement décrite dans le genre Entrophospora (Ames & 

Schneider), uniquement parce qu'elle forme des spores qui se développent à partir du milieu 

de l’hyphe portant le saccule (spore entrophosporoïde), comme chez l’espèce type du genre E. 

infrequence (Ames et Schneider 1979). Cependant la structure subcellulaire et les propriétés 
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phénotypiques d’E. colombiana diffèrent des spores d’E. infrequence alors qu'elles sont 

identiques à celles de la plupart des espèces types du genre Acaulospora spp. (A. mellea Spain 

& Schenck et A. laevis Gerd. & Trappe), qui produisent des spores se développant à partir du 

côté de l’hyphe portant le saccule (Gerdemann et Trappe, 1974). Kaonongbua et al. (2010) ont 

reconstruit la phylogénie moléculaire de E. colombiana et E. kentinensis (Wu & Liu) à partir 

du séquençage d’une partie de la grande sous unité ribosomique nucléaire (nrLSU). Les 

résultats obtenus démontrent que le mode de formation des spores (entrophosporoïde) n’est 

pas un critère synapomorphique et ne définit donc pas un groupe monophylétique. En 

conséquence ces deux espèces ont été transférées dans le genre Acaulospora. Le mode de 

développement des spores ne semble pas être un bon critère pour une identification 

morphologique des CMA. 

 Dans ces deux cas, la caractérisation moléculaire a permis d’éviter ou de rectifier 

une erreur, cela souligne l’importance de lier la caractérisation morphologique à la 

caractérisation moléculaire pour décrire de nouvelles espèces de manière sûre et non ambiguë. 

Il existe 291 espèces de CMA (Glomeromycota) listées sur www.amf-phylogeny.com, 

mais sur ces 291 espèces beaucoup sont classées dans de mauvais genres ou sont répétées. 

Ce chapitre décrit l’histoire de la taxonomie des Glomeromycota et permet de faire le 

point sur les caractères morphologique de chaque genre et sur le nombre d’espèces décrites 

jusqu’à aujourd’hui. La position phylogénétique de chaque genre et de chaque espèce 

(séquence disponible) a également été vérifiée dans ce chapitre. Les résultats obtenus et 

décrits dans le chapitre 2 sont également incorporés dans ce bilan taxonomique.  

 

Matériel et Méthodes  
 

Analyse bibliographique 
 

Toutes les espèces recensées sont citées avec la référence bibliographique de leur 

première description, quand les espèces ont été transférées dans un autre groupe (ordre, 

famille, genre) la bibliographie liée à ces transferts est également citée. Les descriptions des 

différents taxons sont directement inspirées de leur première publication (création) quand il y 

a eu des corrections elles sont prises en compte. Ces travaux sont en grande partie issus de 

l’étude bibliographique de tous les articles taxonomiques publiés dans des revues 

internationales jusqu’à aujourd’hui et des descriptions de l’INVAM (International Culture 

Collection of Arbuscular and Vesicular-Arbuscular Mycorrhizal).  
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Isolats de Champignons mycorhiziens à arbuscules utilisés pour 
les photographies 

 
Des photographies de la morphologie des spores d’une espèce de chaque genre ont été 

réalisées pour cette étude et sont présentées (souches de l’IBG fournit par Dirk Redecker), 

quand aucune souche du genre n’était disponible au laboratoire, les photographies ont été 

fournies par le Pr. Janusz Blaszkowski, le Pr. Dirk Redecker et le Dr. Matt Kasson 

conservateur de l’INVAM. 

Les isolats Scutellospora calospora BEG32, Gigaspora rosea BEG9, Rhizophagus 

clarus BEG149, Funneliformis mosseae BEG12, Claroideoglomus claroideum BEG23, 

Sclerocystis coremioides BEG250 ont été fournis gracieusement par Dirk Redecker 

conservateur de l’IBG (Banque International des Glomeromycota). Ces isolats sont cultivés 

en chambres de culture spécialement aménagées pour la culture des CMA. La température de 

culture est de 20-26°C pour une photopériode 16:8 h jour-nuit. Les isolats BEG12 et BEG23 

sont cultivés en association avec du poireau ou de l’oignon sur un sol Epoisse pH 7.5. L’isolat 

BEG32 est cultivé en association avec du persil sur un sol Marlins pH 5 (75%) avec du 

gravier (25%). L’isolat BEG9 est cultivé en association avec du poireau ou de l’oignon sur un 

sol Epoisses (75%) pH 7.5 avec de la perlite (25%). Les isolats BEG149 et BEG250 sont 

cultivés en association avec Tephrosia sp. sur un sol Marlins pH 5 (75%) avec de la perlite 

(25%). Les détails sont disponibles sur le site : http://i-beg.eu. L’isolat Pervetustus simplex nc 

a été isolé en Nouvelle-Calédonie sur un sol ultramafique, cet isolat est cultivé en laboratoire 

au LIVE (Laboratoire Insulaire du Vivant et de l’Environnement) sur un sol ultramafique en 

association avec du sorgho. Pour chaque isolat, les spores présentes dans le sol sont isolées 

par tamisage humide. Deux tamis : (350µm et 36µm) sont superposés et le sol est entrainé à 

travers les tamis par un jet d’eau. Vingt millilitres de substrat contenant les spores sont 

récupérés dans le tamis 36µm et placés dans un tube de 50 mL. Puis 20 mL de saccharose 

(2,92 Mol/L) sont ajoutés dans le tube sous le substrat contenant les spores. Les tubes sont 

ensuite centrifugés à 900 rpm pendant 3 min. Les spores sont ainsi récupérées à l’interface au 

dessus du saccharose alors que les débris minéraux sédimentent au fond du tube durant la 

centrifugation. Les spores dans le surnageant sont récupérées dans un tamis 36µm et rincées 

avec de l’eau distillée. Après re-suspension dans 25 mL d’eau stérile, les spores sont séparées 

des débris sous la loupe binoculaire (MOTIC SMZ140-FBLED) pour l’analyse 

morphologique. Les spores sont ensuite photographiées puis montées entre lame et lamelle 

dans du PVLG (Omar et al. 1979) et dans un mélange PVLG réactif de Melzer (1:1, v/v). La 

terminologie utilisée pour légender les photographies est celle utilisée par Blaszkowski 2012. 

http://i-beg.eu/
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Les photographies ont été prises avec une caméra digitale (Leica DFC 295) montée sur un 

microscope (Olympus BX 50) équipé du logiciel Leica Application Suite Version V 4.1 

software.  

 

Analyse phylogénétique 
 

Plusieurs analyses phylogénétiques ont été réalisées, la première analyse (Figure. 1) 

est basée sur les séquences partielles de la petite sous unité, le 5.8S et les séquences partielles 

de la grande sous unité ribosomique (partiel SSU)-5.8S-(LSU partiel) de l’ADNr. Quand les 

séquences SSU-5.8S-LSU n’étaient pas disponibles les séquences partielles de la grande sous 

unité ribosomique (LSU) ont été utilisées. Pour cette analyse les ITS ont été tronqués car 

comme expliqué par Kruger et al. 2012 ils ne sont pas alignables quand des taxons de 

différentes familles sont analysés. Une séquence par espèce est représentée dans l’arbre 

phylogénétique au total 158 espèces de CMA sont représentées dans cette analyse. Des 

analyses phylogénétiques pour chaque famille ont également été réalisées, ces analyses sont 

basées sur les séquences partielles de la petite sous unité, les espaceurs internes transcrits, le 

5.8S et les séquences partielles de la grande sous unité ribosomique (partiel SSU)-ITS1-5.8S-

ITS2-(LSU partiel) de l’ADNr, quand les séquences SSU-ITS1-5.8S-ITS2-LSU n’étaient pas 

disponibles les séquences partielles de la grande sous unité ribosomique (LSU) ont été 

utilisées. Une séquence par espèce est représentée. Toutes les séquences utilisées dans les 

analyses phylogénétiques sont des séquences provenant de culture de collection. L’alignement 

des séquences a été obtenu en utilisant MAFFT 7 (http://mafft.cbrc.jp/alignment/server; 

Katoh and Standley 2013) avec l’option : slow iterative refinement FF-NS-I (gap opening 

penalty 1.0, offset value 0.1). L’analyse du Maximum de vraisemblance (ML) a été réalisé 

avec les programmes PhyML 3.0 (Guindon et al. 2010) et MEGA 7 (Tamura et al. 1993) avec 

1000 ré-échantillonnages (bootstrap). Les arbres phylogénétiques ont été édités avec le 

logiciel MEGA 7 (Kumar et al. 2016). 

Résultats et Discussion  
 

Analyses phylogénétiques des Glomeromycota 
 

Les séquences partielles de la petite sous unité, le 5.8S et les séquences partielles de la 

grande sous unité ribosomique (partiel 18S)-5.8S-(28S partiel) ou du 28S (partiel) de 158 

espèces de CMA ont été utilisées pour cette analyse phylogénétique (maximum de 

http://mafft.cbrc.jp/alignement/server
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vraisemblance) avec MEGA 7 et PhyML (Fig. 1). L’analyse phylogénétique confirme 

l’existence de pratiquement tous les genres acceptés. Pour certains genres ou pour certaines 

espèces on note cependant des discordances entre la classification taxonomique et l’affiliation 

phylogénétique obtenue dans cette analyse.  

Dans la famille des Diversisporaceae deux groupes monophylétiques sont formés : le 

groupe du genre Diversispora et le groupe du genre Corymbiglomus/Redeckera, les espèces 

des genres Corymbiglomus et Redeckera forment un groupe monophylétique. L’espèce 

Diversispora omaniana n’est pas retrouvée dans le groupe du genre Diversispora mais dans le 

groupe du genre Corymbiglomus/Redeckera (Fig. 1). La situation doit être clarifiée avec le 

séquencage d’autres espèces de Redeckera spp. Une analyse morphologique et moléculaire 

des spores de Diversispora omaniana doit être réalisée afin de conforter ou non cette position. 

Les espèces des genres considérés comme incertains (Tricispora et Otospora) par Redecker et 

al. 2013 groupent parfaitement avec le genre Diversispora cela confirme l’absence de preuve 

phylogénétique pour la création de ces deux genres et confirme leur illégitimité.  

Dans la famille des Gigasporaceae les cinq genres (Scutellospora, Racocetra, 

Cetraspora, Dentiscutata et Gigaspora) sont bien retrouvés comme formant des groupes 

monophylétiques par l’analyse phylogénétique. Les genres considérés comme incertains 

(Bulbospora, Intraornatospora, Paradentiscutata) sont également retrouvés dans des groupes 

séparés des autres genres (Fig. 1). L’espèce Bulbospora minima forme un groupe de niveau 

générique ; les espèces Intraornatospora, Paradentiscutata forment également un groupe de 

niveau générique, ces deux derniers genres doivent donc être rassemblés en un genre unique 

d’après la phylogénie obtenue.  

Curieusement la séquence de l’unique espèce du genre Entrophospora groupe 

parfaitement avec les séquences des espèces du genre Claroideoglomus. 

Dans la famille des Archaesporaceae le genre Paleospora ne forme pas un groupe de 

niveau générique et apparait comme appartenant au genre Archaeospora (Fig. 1). D’après la 

phylogénie obtenue ce genre devrait être fusionné avec le genre Archaeospora. 

Toutes les séquences des autres espèces de chaque genre analysé sont bien affiliées à 

leurs genres respectifs et forment des groupes monophylétiques (Fig. 1). 
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Figure 1. Analyse phylogénétique des Glomeromycota. Analyse (Maximum de vraisemblance) des 

séquences SSU-5.8S-LSU de l’ANDr de 158 espèces de Glomeromycota. L’arbre phylogénétique 

(maximum de vraisemblance) est basé sur les séquences partielles de la petite sous unité, le 5.8S et les 

séquences partielles de la grande sous unité ribosomique (partiel SSU)-5.8S-(LSU partiel) de 

l’ADNr, quand les séquences SSU-5.8S-LSU n’étaient pas disponibles les séquences partielles de la 

grande sous unité ribosomique (LSU) ont été utilisées et labellisées avec un astérisque (*). Les valeurs 

de Bootstrap sont données pour chaque branche. La barre d’échelle indique le nombre de substitution 

par site.  

Diversisporales Walker & Schüßler. (Walker et al. 2004a; Walker & Schüßler 2004b; 

Schüßler & Walker 2010).  

L’ordre des Diversisporales compte cinq familles ayant une position phylogénétique 

claire et des traits morphologiques bien définis : les Diversisporaceae, les Gigasporaceae, les 

Acaulosporaceae, les Pacisporaceae et les Sacculosporaceae, cette dernière famille a été 

retenue par le consensus de 2013 (Redecker et al. 2013) et sa position phylogénétique a été 

confirmée par Willis et al. 2016. Les champignons de cet ordre ont la particularité de former 

des mycorhizes arbusculaires, avec ou sans vésicules et des hyphes extra-racinaires avec ou 

sans cellules auxiliaires. Cet ordre regroupe différentes familles formant des spores 

complexes qui peuvent être produites à partir d’une cellule bulbeuse à la base de la spore 

(spores gigasporoïdes) ou à partir d’un saccule sporifère (spores acaulosporoïdes, 

entrophosporoïdes) ou encore des spores glomoïdes. Cet ordre diffère également des autres 

ordres appartenant à l’embranchement des Glomeromycètes par une signature moléculaire du 

gène de l’ADNr codant pour la petite sous unité ribosomique (SSU), par exemple, les 

séquences GGGTTTH et TYACCGGRAGGTRT sont spécifiques à cet ordre et 

correspondent respectivement aux positions homologues 234 et 1495 de la séquence SSU de 

S. cerevisiae (J01353).  

Diversisporaceae Walker & Schuessler. (Walker et al. 2004a; Walker & Schüßler 2004b; 

Schüßler & Walker 2010).  

La famille des Diversisporaceae comprend trois genres bien définis, le genre 

Redeckera, le genre Diversispora et le genre Corymbiglomus et deux genres incertains, 

Tricispora et Otospora rejetés par le consensus de Redecker et al. 2013 à cause d’un manque 

de données moléculaires et d’un faible nombre d’espèces découvertes appartenant à chacun de 

ces genres. La famille des Diversisporaceae diffère des autres familles appartenant à l’ordre 
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des Diversisporales, par le fait que toutes les espèces appartenant au Diversisporaceae 

possèdent des spores glomoïdes sans bouclier de germination (excepté pour les deux genres 

en suspens Otospora et Tricispora qui possèdent respectivement des spores acaulosporoïdes 

et entrosphosporoïdes). Les Diversisporaceae possèdent une signature moléculaire sur le gène 

de l’ADNr codant pour la petite sous unité ribosomique (SSU), par exemple les séquences : 

GGCTCATTYGRRTYTS, ACYCATTRYCAGGCTTAAT et TTGGCATTTAGYCA sont 

spécifiques de cette famille et correspondent respectivement aux positions homologues 487, 

648 et 1379 de la séquence SSU de S. cerevisiae (J01353).  

Analyse phylogénétique : Comme observé dans l’analyse phylogénétique présentée dans la 

Figure 1, deux groupes monophylétiques sont formés : le groupe du genre Diversispora et le 

groupe du genre Corymbiglomus/Redeckera et l’espèce Diversispora omaniana n’est pas 

retrouvée dans le groupe du genre Diversispora mais dans un groupe proche du genre 

Corymbiglomus/Redeckera (Fig. 1 ; Fig. 2). D. omaniana fait probablement partie d’un genre 

qui reste à décrire. Les espèces des genres considérés comme incertains (Tricispora et 

Otospora) par Redecker et al. 2013 groupent parfaitement avec le genre Diversispora cela 

confirme l’absence de preuve phylogénétique pour la création de ces deux genres et confirme 

leurs illégitimités. Toutes les espèces sont bien différentiées entre elles par l’analyse 

phylogénétique (Fig. 2). Les analyses phylogénétiques des séquences SSU-(ITS1)-5.8S-

(ITS2)-LSU de l’ADNr des espèces de cette famille confirment, la position phylogénétique de 

cette famille (Fig. 1) et confirment les résultats obtenus par Kruger et al. 2012. 

 

Figure 2. Analyse phylogénétique des Diversisporaceae. Analyse (Maximum de vraisemblance) des 

séquences (SSU-ITS1-5.8S-ITS2)-LSU de l’ANDr de 15 espèces du genre Diversispora, une espèce 
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du genre Tricispora, une espèce du genre Otospora, quatre espèces du genre Corymbiglomus et une 

séquence du genre Redeckera. Pacispora scintillans est utilisé comme groupe externe. L’arbre 

phylogénétique (maximum de vraisemblance) est basé sur les séquences partielles de la petite sous 

unité, les espaceurs internes transcrits, le 5.8S et les séquences partielles de la grande sous unité 

ribosomique (partiel SSU)-ITS1-5.8S-ITS2-(LSU partiel) de l’ADNr, quand les séquences SSU-

ITS1-5.8S-ITS2-LSU n’étaient pas disponibles les séquences partielles de la grande sous unité 

ribosomique (LSU) ont été utilisées et labellisées avec un astérisque (*). Les valeurs de Bootstrap sont 

données pour chaque branche. La barre d’échelle indique le nombre de substitution par site.  

Diversispora Walker & Schüßler. (Walker et al. 2004a; Walker & Schüßler 2004b; 

Schüßler & Walker 2010). 

 

L’espèce type du genre Diversispora est Diversispora spurca (Pfeiff., Walker & Bloss) 

Walker & Schuessler (Fig. 3). La création du genre Diversispora (Walker & Schüßler 2004b) 

est basée sur des critères morphologiques et moléculaires. Les critères morphologiques 

retenus pour la création de ce genre sont : des spores glomoïdes, avec deux parois, cette paroi 

est composée de deux couches, une couche fine externe et une deuxième couche laminée (Fig. 

3). Les spores des Diversispora spp. ont une paroi qui ne réagit pas au réactif de Melzer. 

Certains genres de l’ordre des Diversisporales ont des spores qui présentent des structures 

particulières comme des boucliers de germinations, une cellule bulbeuse à la base de la spore 

ou encore la présence d’un saccule sporifère ; toutes ces structures typiques sont absentes 

chez les Diversispora spp. Du point de vue de la biologie moléculaire plusieurs courtes 

séquence de l’ADNr codant pour la petite sous unité ribosomique ont été définies comme 

spécifiques à ce genre : CYCATTRGYCAGGCTTAATTGTC, TATTGGCATTTAGYCA et 

CTTTGGATTRGGGTTTAGGGRTC, ces séquences correspondent par homologie aux 

positions 649, 1387 et 1673 respectivement de la séquence J01353 de l’ADNr de la petite 

sous unité ribosomique de S. cerevisiae.  Les analyses phylogénétiques des séquences SSU-

(ITS)-LSU de l’ADNr des espèces de ce genre confirment, la position phylogénétique de ce 

genre (Fig. 1 ; Fig. 2) et confirme les résultats obtenus par Kruger et al. 2012. 
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Figure 3. Photographies des spores de Diversispora spurca (reference accession HA567). A. Spores 

intactes. B. Paroi de la spore couche 1 (L1 spore wall), paroi de la spore couche 2 (L2 spore wall). C. 

D. Paroi de la spore couche 1 (L1 spore wall), paroi de la spore couche 2 (L2 spore wall), hyphe 

suspenseur (subtenting hypha).  B. C. Spore dans du PVLG. D Spore dans du PVLG + Melzer. 

(Photographie INVAM ; Morton 2017).   

Ce genre comprend actuellement 15 espèces ayant des positions phylogénétiques 

claires, (6 sont listées dans Schüßler & Walker 2010) : Diversispora aurantium (Blaszkowski 

et al. 2004a ; Schüßler & Walker 2010), Diversispora celata (Gamper et al. 2009), unene 

nouvelle espèce a été isolée par Estrada et al. 2012 Diversispora clara.  Diversispora eburnea 

(Kennedy et al. 1999 ; Schüßler & Walker 2010), Diversispora epigaea (Daniels & Trappe 

1979 ; Schüßler & Walker 2010) ; Trois espèces initialement décrites dans le genre Glomus 

lato sensu par Blaszkowski et al. 1997a, 2001, 2004b, sont replacées dans les Diversispora 

par Oehl et al.  2011a : Diversispora arenaria, Diversispora gibbosa, Diversispora insculpta. 

Une nouvelle espèce a été isolée par Balázs et al. 2015, Diversispora jakucsiae, une nouvelle 

espèce isolée par Symanczik et al. 2014 : Diversispora omaniana (rev. Desertispora 

omaniana Symanczik et al. 2018), Diversispora trimurales (Koske & Halvorson 1989a ; 

Schüßler & Walker 2010), trois nouvelles espèces isolées par Blaszkowski et al. 2015, 

Diversispora varaderana ; Diversispora slowinskiensis ; Diversispora peridiata et 



236 
 

Diversispora spurca (Pfeiffer et al. 1996 ; Walker & Schüßler 2004b ; Fig. 3). Et enfin 

Diversispora sabulosa (Symanczik et al. 2018). 

Ce genre comprend actuellement 3 espèces n’ayant pas de position phylogénétique 

claire. Oehl et al. 2011a, replacent trois espèces initialement décrites comme Glomus lato 

sensu, mais aucunes données moléculaires ne sont disponibles pour ces trois espèces : 

Diversispora przelewicensis (Blaszkowski et al. 1988a ; Oehl et al. 2011a) ; Diversispora 

tenera (Tandy 1975 ; Oehl et al. 2011a) ; Diversispora pustulata (Koske et al. 1986a ; Oehl et 

al. 2011a). 

Tricispora Oehl, Sieverd., Silva & Palenz. (Oehl et al. 2011b). Genre incertain (Redecker et 

al. 2013). 

La phylogénie place ce genre très proche, voire faisant partie des Diversispora spp. 

d’après l’étude phylogénétique de Oehl et al. 2011b basée sur des séquences de l’ADNr 

codant pour la grande sous unité ribosomique (LSU). L’analyse phylogénétique basée sur des 

séquences de l’ADNr (SSU-ITS1-5.8S-ITS2-LSU) présentée dans cette étude place l’espèce 

type de ce genre dans le genre Diversispora (Fig. 2). Ce genre est actuellement accepté car il a 

été publié, mais le matériel biologique de l’unique espèce type du genre Tricispora 

nevadensis déposé à l’herbier de Zurich présente des spores dégradées. Le consensus 

(Redecker et al. 2013) remet en cause la fiabilité des séquences car les caractères 

morphologiques ne sont pas en accord avec la phylogénie obtenue. En effet les spores de 

l’espèce type ne sont pas glomoïdes comme toutes les espèces de Diversispora spp. mais 

entrophosporoïdes (présence d’un saccule) ; de nouvelles preuves phylogénétiques et 

morphologiques formelles concernant ce genre doivent être apportées. Le consensus 

(Redecker et al. 2013) propose de vérifier la fiabilité des séquences et si les séquences 

nouvellement obtenues concordent avec celles d’Oehl et al. 2011b, Redecker et al. 2013, il 

proposera de placer Tricispora nevadensis (Palenzula et al. 2010 ; Oehl et al. 2011b) dans le 

genre Diversispora et donc de corriger la définition des caractères morphologiques définissant 

la famille des Diversisporaceae et le genre Diversispora.  

Otospora Oehl, Palenzuela & Ferrol. (Oehl et al. 2011b). Genre incertain (Redecker et al. 

2013). 

Ce genre n'a pas une affiliation phylogénétique claire, il est placé très proche, voire 

faisant partie des Diversispora spp. (Oehl et al. 2011b) de par l’analyse phylogénétique des 

séquences courtes de l’ADNr codant pour la petite sous unité ribosomique (SSU) ou pour la 



237 
 

grande sous unité ribosomique (LSU). L’analyse phylogénétique, basée sur des séquences de 

l’ADNr (SSU-ITS1-5.8S-ITS2-LSU), présentée dans cette étude place l’espèce type de ce 

genre dans le genre Diversispora (Fig. 2). Les séquences proviennent de spores de Otospora 

bareae issues de culture trap et non de culture pure, elles peuvent donc être dues à des 

contaminations. Le consensus (Redecker et al. 2013) remet en cause la fiabilité des séquences 

car les caractères morphologiques ne sont pas en accord avec la phylogénie obtenue. En effet 

les spores de l’espèce type ne sont pas glomoïdes comme toutes les espèces de Diversispora 

spp. mais acaulosporoïdes (possèdent un saccule), de nouvelles preuves phylogénétiques et 

morphologiques formelles concernant ce genre doivent être apportées. Ce genre est 

actuellement accepté car il a été publié, mais l’unique espèce type du genre Otospora bareae 

(Palenzula et al. 2008 ; Oehl et al. 2011b) déposée à l’herbier de Zurich présente des spores 

parasitées et dégradées, et il n'existe pas encore de preuves phylogénétiques et 

morphologiques formelles concernant ce genre (Redecker et al. 2013).  

Corymbiglomus Błaszk. & Chwat. (Blaszkowski 2012 ; Blaszkowski et al. 2013a). 

Blaszkowski 2012 a utilisé la phylogénie (ADNr LSU) pour ériger ce nouveau genre, 

en effet en analysant les séquences LSU de Glomus corymbiforme (Blaszkowski 1995b), la 

phylogénie place cette espèce dans la famille des Diversisporaceae. En 2013a Blaszkowski et 

al. ont confirmé l’existence de ce genre grâce à l’analyse des séquences SSU de l’ADNr et 

placent cette espèce entre le genre Diversispora et Redeckera. Blazkowski et al. 2013a 

réalisent également une analyse des séquences LSU de l’ADNr mais curieusement l’arbre 

phylogénétique présenté dans l’article ne présente aucune séquence de Redeckera spp. alors 

que des séquences LSU de Redeckera megalocarpum sont disponibles (cette remarque avait 

déjà été faite par Redecker et al. 2013). L’analyse phylogénétique basée sur des séquences de 

l’ADNr (SSU-ITS1-5.8S-ITS2-LSU) présentée dans cette étude place ces deux genres 

Redeckera et Corymbiglomus dans un même groupe (Fig. 2). D’après Blaszkowski et al. 

2013a, d’un point de vue morphologique les spores des Corymbiglomus spp. forment des 

spores semblables aux Glomus spp., il n’y pas de formation de sporocarpes et les spores sont 

recouvertes d’un manteau mycélien (Fig. 4). L’hyphe peut être ramifiée avec ou sans 

renflement vésiculaire terminal. Les spores peuvent être retrouvées seules ou en cluster dans 

le sol. Les clusters sont composés de deux ou trois spores et peuvent être regroupés par des 

hyphes entrelacées, en groupe de deux à 20 spores (Fig. 4). Les hyphes portant les spores sont 

issues d’une hyphe parental qui se divise de façon dichotomique pour former des spores à 

l’extrémité de chaque hyphe sporogène extra-racinaire. Les spores sont pigmentées, avec une 
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paroi composée de 1 à 3 couches. L’hyphe suspenseur de la spore est droit ou recourbé, 

cylindrique ou en entonnoir ou encore resserré. La paroi de l’hyphe suspenseur de la spore est 

en continuité avec la paroi de la spore et présente une couleur similaire. Le pore est ouvert ou 

obstrué par un septum qui est partie intégrante de la paroi laminée de la spore qui s’épaissit et 

dans certains cas forme une troisième couche (Fig. 4). Ces caractères sont basés sur l’analyse 

morphologique des trois espèces affiliées à ce genre grâce à l’analyse des séquences SSU et 

LSU de l’ADNr réalisé par Blaszkowski et al. 2013a : Corymbiglomus corymbiforme 

(Blaszkowski 1995b ; 2012 ; 2013a ; Fig. 4) ; Corymbiglomus globiferum (Koske & Walker 

1986c ; Blaszkowski et al. 2013a) ; Corymbiglomus tortuosum (Schenck & Smith 1982 ; 

Blaszkowski et al. 2013a). Ces caractères morphologiques sont remis en question par Medina 

et al. 2014 qui décrivent une quatrième espèce Corymbiglomus pacificum (Medina et al. 

2014), affiliée à ce genre grâce à l’analyse des séquences LSU de l’ADNr. Encore une fois 

dans l’arbre présenté par Medina et al. 2014 aucune séquence de Redeckera spp. n’y est 

représentée. Les caractères morphologiques de l’espèce décrite par Medina et al. 2014 

diffèrent des caractères énoncés précédemment qui décrivent le genre Corymbiglomus. En 

effet les spores de cette espèce ne sont pas recouvertes d’un manteau mycélien et possèdent 

deux parois bien distinctes et non une comme chez les trois autres espèces qui représentent ce 

genre. Les caractères morphologiques qui définissent ce genre doivent impérativement être 

corrigés. La situation doit être clarifiée avec le séquencage d’autres espèces de Redeckera spp. 

afin de vérifier si les genres Corymbiglomus et Redeckera doivent être fusionnés ou non (Fig. 

1 ; Fig. 2). 
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Figure 4. Photographie de Corymbiglomus corymbiforme. A. Manteau mycelien (hm), spore (s), 

sporophore (spp). B. Sporophore (spp). C. Manteau mycelien (hm), pore (p). D. Spore (s), hyphe 

suspenseur (sh), couche 1 de la paroi de la spore (swl1), couche 2 de la paroi de la spore (swl2), 

couche 3 de la paroi de la spore (swl3). B. C. D. Spore dans du PVLG.  A. D. barre=10µm. 

(Photographies fourni par Janusz Błaszkowski). 

Redeckera Walker & Schüßler. (Schüßler & Walker 2010).  

L’espèce type du genre Redeckera est Redeckera megalocarpum cette espèce a été 

décrite par Redecker et al. 2007 comme Glomus megalocarpum puis transférée dans le genre 

Redeckera par Schüßler & Walker 2010. La création de ce nouveau genre est appuyée par des 

critères morphologiques et moléculaires. Les critères morphologiques retenus pour la création 

de ce genre sont : la formation de larges sporocarpes avec un peridium renfermant les spores 

(Fig. 5). Du point de vu de la biologie moléculaire une courte séquence de l’ADNr codant 

pour la petite sous unité ribosomique a été définie comme spécifique à ce genre 

(ARKTYTGGKMGCGGYAACGTRA). Les analyses phylogénétiques (Fig. 1 ; Fig. 2) des 

séquences SSU-ITS-LSU de l’ADNr des espèces de ce genre, confirment la position 

phylogénétique de ce genre (Fig. 2) et confirment les résultats obtenus par Kruger et al. 2012. 

Néanmoins la situation doit être clarifiée avec le séquencage d’autres espèces de Redeckera 
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spp. afin de vérifier si les genres Corymbiglomus et Redeckera doivent être fusionnés ou non 

(Fig. 1 ; Fig. 2). 

Ce genre comprend actuellement trois espèces clairement décrites et ayant une 

position phylogénétique claire Redeckera fulvum (Berkeley & Broome 1873 ; Gerdemann & 

Trappe 1974 ; Schüßler & Walker 2010); Redeckera megalocarpum (Redecker et al. 2007 ; 

Schüßler & Walker 2010) et Redeckera pulvinatum (Hennings 1897 ; Gerdemann & Trappe 

1974 ; Schüßler & Walker 2010). 

 

Figure 5. Photographies de sporocarpes et de spores de Redeckera megalocarpum. A. Sporocarpe. B. 

Spores, cavité triangulaire fermée par un septum (*). C. Coupes séchées de sporocarpes. D. spores. B. 

D. Spores dans du PVLG.  B. barre=50µm. C. barre=1cm. D. barre=100µm. (Photographies fournies 

par Dirk Redecker). 

Oehl et al. 2011a, listent trois autres espèces, ces espèces sont citées par Schüßler & 

Walker 2010 comme appartenant au groupe Glomus sensu lato. Oehl et al. 2011a les 
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transfèrent dans le genre Redeckera en se basant sur la morphologie, cependant aucunes 

données moléculaires ne sont disponibles pour ces espèces : Redeckera avelingiae (Sinclair et 

al. 2000 ; Oehl et al. 2011a) ; Redeckera canadensis (Thaxter 1922 ; Gerdemann & Trappe 

1974 ; Oehl et al. 2011a) ; Redeckera fragilis (Berkeley & Broome 1873 ; Gerdemann & 

Trappe 1974 ; Oehl et al. 2011a).   

 

Acaulosporaceae (Gerdemann & Trappe) Morton & Benny. (Gerdemann & Trappe 1974 ; 

Morton & Benny 1990). 

La famille des Acaulosporaceae comprend un seul genre bien défini, le genre 

Acaulospora. Tous les membres de la famille des Acaulosporaceae forment des spores se 

développant à partir du milieu (entrophosporoïdes) ou du côté (acaulosporoïdes) de l’hyphe 

portant le saccule. La paroi des spores est composée de deux ou trois couches et de deux 

parois internes. La paroi interne 1 est composée d’une ou deux couches fines et la paroi 

interne 2 est composée de deux ou trois couches. Sur la deuxième paroi interne la formation 

d’un orbe de germination précède la germination.  

Analyse phylogénétique : Les espèces du genre Acaulospora forment un clade séparé de tous 

les autres genres (Fig. 1). Les familles Pacisporaceae, Sacculosporaceae et Acaulosporaceae 

sont bien séparées les unes des autres. Toutes les espèces sont bien différentiées entre elles 

par l’analyse phylogénétique (Fig. 2). Les analyses phylogénétiques des séquences SSU-

(ITS)-LSU de l’ADNr des espèces de ce genre, confirment la position phylogénétique de ce 

genre (Fig. 1 ; Fig. 6) et confirment les résultats obtenus par Kruger et al. 2012. 
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Figure 6. Analyse phylogénétique des Acaulosporaceae, Sacculosporaceae et Pacisporaceae. Analyse 

(Maximum de vraisemblance) des séquences SSU-ITS-LSU de l’ANDr de 33 espèces du genre 

Acaulospora, deux espèces du genre Sacculospora et une espèce du genre Pacispora. L’arbre 

phylogénétique (maximum de vraisemblance) est basé sur les séquences partielles de la petite sous 

unité, les espaceurs internes transcrits, le 5.8S et les séquences partielles de la grande sous unité 

ribosomique (SSU-ITS-LSU) de l’ADNr ; Quand les séquences SSU-ITS-LSU n’étaient pas 

disponibles, les séquences partielles de la grande sous unité ribosomique (LSU) ont été utilisées et 

labellisées avec un astérisque (*). Les valeurs de Bootstrap sont données pour chaque branche. La 

barre d’échelle indique le nombre de substitution par site.  

Acaulospora Gerd. & Trappe emend. Berch. (Gerdemann & Trappe 1974 ; Berch 1985a). 

Tous les membres des Acaulospora spp. forment des spores se développant à partir du 

milieu (entrophosporoïdes) ou du côté de l’hyphe portant le saccule (acaulosporoïdes). Les 

spores des Acaulospora spp. ont une paroi de la spore composée de deux ou trois couches et 

deux parois internes. La paroi interne 1 est composée d’une ou deux couches fines et la paroi 

interne 2 est composée de deux ou trois couches. Sur la paroi interne deux la formation d’un 

orbe de germination précède la germination (Fig. 7).  



243 
 

 

Figure 7. Photographies des spores d’Acaulospora laevis (reference accession AU211). A. Spores 

intactes. B. Saccule, bourgeonnement de la spore. C. Paroi du saccule (saccule wall), cicatrice de 

l’hyphe suspenseur (cicatrix), paroi interne 1 de la spore (iw1), cou du saccule (saccule neck). D. Paroi 

de la spore couche 1 (L1 of spore wall), paroi de la spore couche 2 (L2 of spore wall), paroi de la 

spore couche 3 (L3 of spore wall), paroi interne 1 de la spore couche 1 (L1 of gw1), paroi interne 1 de 

la spore couche 2 (L2 of gw1), paroi interne 2 de la spore (gw2).  B. C. Spore dans du PVLG. D Spore 

dans du PVLG + Melzer. (Photographie INVAM ; Morton 2017).   

 Ce genre compte actuellement 37 espèces ayant une position phylogénétique claire : 

Acaulospora alpina (Oehl et al. 2006 ; Kruger et al. 2011) ; Acaulospora baetica (Palenzuela 

et al. 2015) ; Acaulospora brasiliensis (Goto et al. 2008 ; Kruger et al. 2011) ; Acaulospora 

cavernata (Blaszkowski 1989) ; Acaulospora colliculosa (Kaonongbua et al. 2010) ; 

Acaulospora colossica (Schultz et al. 1999) cette espèce présente beaucoup de caractères 

communs avec A. laevis ; Acaulospora delicata (Walker et al. 1986b) ; Acaulospora 

denticulata (Sieverding & Toro 1987a) ; Acaulospora dilatata (Morton 1986) ; Acaulospora 

entreriana (Velazquez et al. 2008) ; Acaulospora excavata (Ingleby et al. 1994) ; 

Acaulospora foveata (Janos & Trappe 1982) ; Acaulospora ignota (Błaszkowski et al. 

2015b) ; Acaulospora kentinensis (Wu et al. 1995 ; Sieverding & Oehl 2006 ; Kaonongbua et 

al. 2010); Acaulospora koskei (Blaszkowski 1995a); Acaulospora lacunosa (Morton 1986); 

http://www.amf-phylogeny.com/species_infos/acaulospora_collosica/acaulospora_collosica.pdf


244 
 

Acaulospora laevis (Gerdemann & Trappe 1974) cette espèce est identique à A. capsicula (à 

l’exception qu’elle ne réagit pas au réactif de Melzer) ; Acaulospora longula (Schenck et al. 

1984) ; Acaulospora mellea (Schenck et al. 1984) ; Acaulospora minuta (Oehl et al. 2011e) ; 

Acaulospora morrowiae (Schenk et al. 1984) ; Acaulospora nivalis (Oehl et al. 2012) ; 

Acaulospora papillosa (Pereira et al. 2016) ; Acaulospora paulinae (Blaszkowki 1988a) ; 

Acaulospora punctata (Oehl et al. 2011f) ; Acaulospora pustulata (Palenzuela et al. 2013a) ; 

Acaulospora rugosa (Morton 1986) ; Acaulospora saccata, Acaulospora fragilissima 

(Crossay et al. 2017) ; Acaulospora scrobiculata (Trappe 1977) ; Acaulospora sieverdingii 

(Oehl et al. 2011g) ; Acaulospora spinosa (Walker & Trappe 1981a) ; Acaulospora 

spinosissima (Oehl et al. 2014a) ; Acaulospora spinulifera (Souza de Pontes et al. 2017) ; 

Acaulospora tortuosa (Palenzuela et al. 2013a) ; Acaulospora tuberculata (Janos & Trappe 

1982) ; Acaulospora viridis (Palenzuela et al. 2014).  

Ce genre compte également 12 espèces n’ayant pas de données moléculaires 

permettant de confirmer leurs positions: Acaulospora bireticulata (Rothwell & Trappe 1979) 

cette espèce est morphologiquement identique à A. elegans, la différence réside dans le fait 

que A. bireticulata possède des ornementations sur la  couche 2 (laminée) de la paroi de ses 

spores ; Acaulospora capsicula (Blaszkowski 1990) cette espèce est identique à A. laevis à 

l’exception qu’elle réagit au réactif de Melzer, cette espèce est également considérée comme 

synonyme d’Acaulospora colossica par l’INVAM (Morton 2017) ; Acaulospora elegans 

(Gerdemann & Trappe 1974) cette espèce est probablement synonyme de A. bireticulata, la 

différence réside dans le fait que A. elegans ne possède pas d’ornementation sur la couche 2 

(laminée) de la paroi de ses spores;  Acaulospora endographis (Goto et al. 2013a) ; 

Acaulospora gedanensis (Blaszkowski 1988b) ; Acaulospora polonica (Blaszkowski 1988b); 

Acaulospora rehmii (Sieverding & Toro 1987a) ; Acaulospora splendida (Sieverding et al. 

1988a) cette espèce ne semble pas avoir les mêmes caractères que les autres espèces du genre, 

aucune séquence n’est disponible, cette espèce reste donc affiliée au genre Acaulospora pour 

le moment ; Acaulospora sporocarpia (Berch 1985a) ; Acaulospora taiwania (Hu 1988) cette 

espèce n’est peut-être pas une Acaulospora spp. car elle produit des sporocarpes, la 

description et les illustrations morphologiques ne sont pas de bonne qualité, les spores ne 

ressemblent pas à des spores acaulosporoïdes, le matériel type a été perdu, sans preuve 

supplémentaire cette espèce reste dans le genre Acaulospora pour le moment ; Acaulospora 

thomii (Blaszkowski 1988b) cette espèce possède des caractères morphologiques 

fondamentalement différents des autres espèces d’Acaulospora spp. elle appartient peut être 

au genre Archaeospora mais aucune preuve ne permet de le prouver formellement, sans 

http://www.amf-phylogeny.com/species_infos/ac_appendicula+longula+mellea+morrowae+gl_manihotis+en_colombiana/ac_appendicula+longula+mellea+morrowae+gl_manihotis+en_colombiana.pdf
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preuve supplémentaire cette espèce reste dans le genre Acaulospora pour le 

moment et  Acaulospora walker (Kramadibrata & Hedger 1990). 

Deux espèces Acaulospora myriocarpa (Schenck et al. 1986) et Acaulospora 

undulata (Sieverding 1988b) ont été transférées dans le genre Archaeospora et renommées : 

Archaeospora myriocarpa (Oehl et al. 2011c) et Archaeospora undulata (Oehl et al. 2011c). 

Une autre espèce Acaulospora nicolsonii (Walker et al. 1984) a quant à elle, été transférée 

dans le genre Ambispora et renommée Ambispora nicolsonii (Oehl et al. 2011c). Ces 

transferts ont été réalisés par Oehl et al. 2011c sans aucunes données moléculaires.   

 

Sacculosporaceae Oehl, Sieverd., Silva, Goto, Sánchez & Palenz. (Oehl et al. 2011b). 

Sacculospora Oehl, Sieverd., Silva, Goto, Sánchez & Palenz. (Oehl et al. 2011b). 

 

La famille Sacculosporaceae et le genre Sacculospora ont été érigés par Oehl et al. 

2011b, et contenaient une seule espèce, Sacculospora baltica (Błaszkowski et al. 1998 ; Oehl 

et al 2011b) (ancien synonyme Entrophospora baltica). Depuis, Willis et al. 2016 ont isolé, 

décrit et séquencé une deuxième espèce appartenant à cette famille Sacculospora felinovii 

(Willis et al. 2016). Ces deux espèces sont éloignées des autres espèces de Glomeromycota, 

les analyses d'Oehl et al. 2011b n’ont pas permis de savoir quel taxon est phylogénétiquement 

le plus proche de cette famille. En 2016, Willis et al. en identifiant Sacculospora felinovii et 

réalisant une analyse phylogénétique à partir de l’ADNr (SSU-ITS-LSU), ont permis de 

placer la famille des Sacculosporaceae entre la famille des Pacisporaceae et des 

Acaulosporaceae , ces résultats sont confirmés par l’analyse phylogénétique effectuée dans 

cette étude (Fig. 1). 

Morphologiquement les spores des Sacculosporaceae sont dites entrophosporoïdes, 

elles se forment à partir du milieu de l’hyphe portant le saccule et sont étroitement liées à ce 

dernier. Ces spores sont composées de deux parois : une paroi de la spore composées de 4 

couches, et d’une paroi internes composés de 3 couches (Fig. 8).  
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Figure 8. Photographies des spores de Sacculospora baltica. A. Spore, saccule (sporiferous saccule), 

hyphe suspenseur (hypha subtending), manteau mycelien (hyphal mantle). B. Manteau mycelien 

(hyphal mantle), hyphe suspenseur (subtenting hypha), couche 2 de la paroi de la spore (swl2), 

couches 3 et 4 de la paroi de la spore (swl3+4), couches 1 à 3 de la paroi interne de la spore (gwl1-3). 

C. Manteau mycelien (hyphal mantle), couche 2 de la paroi de la spore (swl2), couches 3 et 4 de la 

paroi de la spore (swl3+4), couche 1 de la paroi interne de la spore (gwl1), couche 2 de la paroi interne 

de la spore (gwl2), couche 3 de la paroi interne de la spore (gwl3). D. Manteau mycelien (hyphal 

mantle), couche 1 de la paroi de la spore (swl1), couches 2 à 4 de la paroi de la spore (swl2-4), couche 

1 de la paroi interne de la spore (gwl1), couches 2 et 3 de la paroi interne de la spore (gwl2+3). A. B. 

C. D. Spore dans du PVLG. (Photographies fourni par Janusz Błaszkowski). 

 

Pacisporaceae Walker, Blaszk., Schuessler & Schwarzott. (Walker et al. 2004a; Walker & 

Schüßler 2004b). 

Diffère des autres familles de Glomeromycètes par la combinaison de ces caractères : 

des spores glomoïdes avec une paroi interne amyloïde (réaction au réactif de Melzer) et par la 

formation d’un bouclier de germination précédant la germination. Cette famille comprend 

qu’un seul genre et les espèces forment des mycorhizes à arbuscules et des vésicules. Ces 

espèces ont deux signatures moléculaires sur l’ADNr codant pour la petite sous unité 

ribosomique (SSU) : TTATCGGTTRAATC et ACTGAGTTMATYT. Ces séquences 

correspondent par homologie aux positions 650 et 1481 respectivement de la séquence J01353 
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de l’ADNr de la petite sous unité ribosomique de S. cerevisiae. Les analyses phylogénétiques 

des séquences SSU-(ITS)-LSU de l’ADNr des espèces de cettefamille, confirment la position 

phylogénétique de cette famille (Fig. 1 ; Fig. 6) et confirment les résultats obtenus par Kruger 

et al. 2012. 

Pacispora Oehl & Sieverd. (Oehl & Sieverding 2004). 

 Les spores des Pacispora spp. sont glomoïdes, non pigmentées, avec deux parois : une 

paroi de la spore, une paroi interne flexible réagissant au réactif de Melzer et un bouclier de 

germination (Fig. 9). Chaque paroi comprend 3 couches. Certains auteurs décrivent que les 

espèces de ce genre sont capables de former des mycorhizes à arbuscules, cependant il s’est 

révélé impossible de cultiver les espèces de ce genre en culture pure en conditions contrôlées 

en pot. Leurs descriptions sont donc basées sur des échantillons de spores collectées sur le 

terrain ou en culture trap.  

 

Figure 9. Photographies des spores de Pacispora scintillans. A. Spores intactes. B. Hyphe suspenseur 

(subtenting hypha), paroi de la spore (spore wall), paroi germinative (germination wall). C. Couche 1 

de la paroi de la spore (swl1), couche 2 de la paroi de la spore (swl2), couche 3 de la paroi de la spore 

(swl3), couche 1, 2 et 3 de la paroi interne de la spore (gwl1-3). D. Couche 1 de la paroi de la spore 

(swl1), couche 2 de la paroi de la spore (swl2), couche 1 de la paroi interne de la spore (gwl1), couche 
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2 et 3 de la paroi interne de la spore (gwl2+3). B. C. Spore dans du PVLG. D Spore dans du PVLG + 

Melzer. (Photographies fourni par Janusz Błaszkowski).   

Ce genre compte actuellement 2 espèces ayant une position phylogénétique claire : 

Pacispora scintillans (Rose & Trappe 1980 ; Walker et al. 2004a ; Oehl & Sieverding 2004 ; 

Walker et al. 2007a) ; Pacispora franciscana (Oehl & Sieverding 2004).  

Ce genre compte également 4 espèces n’ayant pas de données moléculaires : 

Pacispora patagonica (Novas et al. 2005 ; Walker et al. 2007a) ; Pacispora 

chimonobambusae (Wu et al. 1995 ; Oehl & Sieverding 2004 ; Walker et al. 2004a ; Walker 

et al. 2007a); Pacispora coralloidae (Oehl & Sieverding 2004); Pacispora robigina (Oehl & 

Sieverding 2004); 

Une espèce Pacispora boliviana (Oehl & Sieverding 2004) ; est replacée dans le genre 

Paraglomus par Mello et al. 2013, grâce à l’analyse des séquences d’ADNr qui codent pour la 

grande sous unité ribosomique et a donc été renommée Paraglomus bolivianum (Mello et al. 

2013). Cette anecdote souligne l’importance et l’utilité de la biologie moléculaire pour la 

taxonomie de ces champignons. Les analyses phylogénétiques des séquences SSU-(ITS)-LSU 

de l’ADNr des espèces de ce genre, confirme la position phylogénétique de ce genre (Fig. 1 ; 

Fig. 6) et confirme les résultats obtenus par Kruger et al. 2012.  

Gigasporaceae Morton & Benny. (Morton & Benny 1990). 

La famille des Gigasporaceae comprend cinq genres bien définis, le genre 

Scutellospora, Gigaspora, Dentiscutata, Cetraspora, Racocetra et trois genres 

(Intraornatospora, Paradentiscutata, Bulbospora) qui restent incertains par manque de 

données moléculaires et du faible nombre d’espèces découvertes appartenant à chacun de ces 

genres (Fig. 10). D’un point de vue morphologique, cette famille se distingue des autres, par 

la taille importante de ses spores (>200 um diamètre). La paroi des spores est composée d’une 

couche externe enveloppant la couche laminée. Chacune des espèces de cette famille 

possèdedes spores avec des parois qui différent par plusieurs caractères (couleur, épaisseur, 

réaction au réactif de Melzer, etc.). Le contenu des spores des espèces de cette famille est 

cloisonné par une cellule bulbeuse sporogène fermée par un bouchon (plug) ou plus rarement 

par un septum (Morton 2017).  

http://www.amf-phylogeny.com/species_infos/pacispora_franciscana+robigina+boliviana+coralloidae/pacispora_franciscana+robigina+boliviana+coralloidae.pdf
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Analyse phylogénétique : Les genres considérés comme incertains (Bulbospora, 

Intraornatospora, Paradentiscutata) sont également retrouvés dans des groupes séparés des 

autres genres (Fig. 1 ; Fig. 10). L’espèce Bulbospora minima forme un groupe de niveau 

générique avec une faible valeur de bootstrap (Fig. 10), les espèces Intraornatospora, 

Paradentiscutata forment également un groupe de niveau générique ; ces deux derniers 

genres doivent donc être rassemblés en un genre unique d’après la phylogénie obtenue (Fig. 

1 ; Fig. 10). Toutes les espèces sont bien différenciées entre elles par l’analyse phylogénétique 

(Fig. 10).  

 

Figure 10. Analyse (Maximum de vraisemblance) des séquences SSU-ITS-LSU de l’ANDr de 6 

espèces du genre Gigaspora, deux espèces du genre Paradentiscutata, une espèce du genre 

Intraornata, 4 espèces du genre Dentiscutata, trois espèces du genre Cetraspora, 8 espèces du genre 

Racocetra, une espèce du genre Bulbospora et 7 espèces du genre Scutellospora. L’arbre 

phylogénétique (maximum de vraisemblance) est basé sur les séquences partielles de la petite sous 

unité, les espaceurs internes transcrits, le 5.8S et les séquences partielles de la grande sous unité 

ribosomique (SSU-ITS-LSU) de l’ADNr, quand les séquences SSU-ITS-LSU n’étaient pas 

disponibles les séquences partielles de la grande sous unité ribosomique (LSU) ont été utilisées et 

labellisées avec un astérisque (*). Les valeurs de Bootstrap sont données pour chaque branche. La 

barre d’échelle indique le nombre de substitution par site.  
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Scutellospora Walker & Sanders. (Walker & Sanders 1986a). 

Les spores des Scutellospora spp. peuvent être pourvues ou dépourvues 

d’ornementations.  Les spores possèdent deux parois internes composées chacune de deux 

couches. Les tubes germinatifs émergent d’un bouclier de germination, cette structure est 

permanente et est toujours associée avec la paroi la plus interne de la spore, les boucliers de 

germination ont un ou deux lobes et sont transparents (Fig. 11). On note également la 

présence de cellules auxiliaires ayant une surface boutonneuse produit sur l’hyphe extra-

racinaire dans le sol (Oehl et al. 2008 ; Redecker et al. 2013). L’analyse phylogénétique des 

séquences SSU-ITS-LSU de l’ADNr (Kruger et al. 2012 ; 2014 ; Fig. 1 ; Fig. 10) des espèces 

de ce genre a confirmé sa position phylogénétique. La reconstruction moléculaire réalisée par 

Oehl et al. 2008 remet en cause l’hypothèse avancé par Morton 1990, en effet Morton pensait 

que le genre Scutellospora dérivait du genre Gigaspora, finalement il semble que cela soit 

l’inverse, les Gigaspora spp. dériveraient des Scutellospora spp. (Fig. 10). 

 

Figure 11. Photographies des spores de Scutellospora calospora BEG32. A. Spores intactes (S). B. 

Paroi de la spore (PS), paroi interne de la spore (PIS), cellule sporogène (CS), bouclier de germination 

(BG). C. Paroi de la spore (PS), paroi interne 1 de la spore (PI1S), paroi interne 2 de la spore (PI2S), 
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bouclier de germination (BG).  D. Paroi de la spore (PS), paroi interne de la spore (PIS). B. C. Spore 

dans du PVLG. D. spore dans du PVLG+Melzer.   

Ce genre compte actuellement 11 espèces ayant une position phylogénétique claire : 

Scutellospora alterata (Pontes et al. 2013) ; Scutellospora aurigloba (Hall 1977 ; Walker & 

Sanders 1986a) ; Scutellospora calospora (Nicolson 1968 ; Gerdemann & Trappe 1974 ; 

Walker & Sanders 1986a) ; Scutellospora crenulata (Herrera-Peraza et al. 2001) ; 

Scutellospora dipapillosa (Koske & Walker 1985a ; Walker & Sanders 1986a) ; 

Scutellospora dipurpurescens (Morton & Koske 1988) ; Scutellospora ovalis (Crossay et al. 

2017). Scutellospora pernambucana (da Silva et al. 2008 ; Redecker et al. 2013) ; 

Scutellospora projecturata (Kramadibrata et al. 2000 ; Redecker et al. 2013) ; Scutellospora 

spinosissima (Walker et al. 1998) ; Scutellospora striata (Cuenca & Herrera 2006).  

Ce genre compte également 6 espèces n’ayant pas de données moléculaires : 

Scutellospora arenicola (Koske & Halvorson 1989a) ; Scutellospora armeniaca 

(Blaszkowski 1992) ; Scutellospora hawaiiensis (Koske & Gemma 1995); Scutellospora 

scutata (Walker & Diederichs 1989); Scutellospora tepuiensis (De Andrade et al. 2017) ; 

Scutellospora tricalypta (Ferrer & Herrera 1980 ; Walker & Sanders 1986). 

 

Gigaspora Gerd. & Trappe. (Gerdemann & Trappe 1974). 

Toutes les espèces connues de ce genre produisent des spores sans ornementations. La 

paroi des spores consiste en une seule paroi composée de deux couches, le tube germinatif 

émerge d’une fine structure verruqueuse « papillate (warty) » située sur la surface interne de 

la couche laminée (Fig. 12). On note également la présence de cellules auxiliaires ayant une 

surface épineuse sur l’hyphe extra-racinaire dans le sol, ce caractère est typique de ce genre 

(Bentivenga & Morton 1995). L’analyse phylogénétique des séquences SSU-ITS-LSU de 

l’ADNr (Kruger et al. 2012 ; 2014 ; Fig. 1 ; Fig. 10) des espèces de ce genre a confirmé la 

position phylogénétique de ce genre.  

http://www.amf-phylogeny.com/species_infos/higher_taxa/scutellospora.pdf
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Figure 12. Photographies des spores de Gigaspora rosea BEG9. A. Spores intactes (S). B. Paroi de la 

spore couche 1 (PSC1), paroi de la spore couche 2 (PSC2), cellule sporogène (CS). C. D Paroi de la 

spore couche 1 (PSC1), paroi de la spore couche 2 (PSC2).  B. C. D. Spore dans du PVLG.  

Ce genre compte actuellement 7 espèces : Gigaspora albida (Schenck & Smith 1982) ; 

Gigaspora candida (Bhattacharjee et al. 1982) ; Gigaspora decipiens (Hall & Abott 1984); 

Gigaspora gigantea (Nicolson & Gerdemann 1968; Gerdemann & Trappe 1974); Gigaspora 

margarita (Becker & Hall 1976); Gigaspora ramisporophora (Spain et al. 1989a) ; 

Gigaspora rosea (Nicolson & Schenck 1979).  

Une espèce Gigaspora lazzarii (Montecchi et al. 1996) est également listée par 

Schüßler & Walker 2010, cependant cette espèce présente des caractères morphologiques 

différents des autres Glomeromycota connues et aucune donnée moléculaire n’est disponible 

pour cette espèce.   

Dentiscutata F.A. Souza & Oehl. (Oehl et al 2008 ; Redecker et al. 2013). 

Les spores des espèces de ce genre se développent de la même façon que les spores 

des Scutellospora spp. Ce genre a été séparé des Scutellospora spp. uniquement par des 

critères morphologiques se rapportant au bouclier de germination des spores, ces caractères 

http://fungi.invam.wvu.edu/the-fungi/classification/gigasporaceae/dentiscutata.1.html
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morphologiques avancés par Oehl et al. 2008 sont jugés douteux par Msiska & Morton 2010, 

Schüßler & Walker 2010, Redecker et al. 2013 et par Morton 2017. Néanmoins les nouvelles 

données moléculaires phylogénétiques supportent l’existence de ce genre (Schüßler & Walker 

2010). L’analyse phylogénétique des séquences SSU-ITS-LSU de l’ADNr (Kruger et al. 

2012 ; 2014 ; Fig. 1 ; Fig. 10) des espèces de ce genre a confirmé l’existence et la position 

phylogénétique de ce genre. Redecker et al. 2013 décident donc de retenir ce genre 

exclusivement parce qu’il forme un clade divergent des autres Gigasporaceae. 

Les spores des Dentiscutata spp. peuvent être pourvues ou dépourvues 

d’ornementations. La paroi des spores est composée de deux couches et les spores possèdent 

deux parois internes composées chacune de deux couches, les tubes germinatifs émergent 

d’un bouclier de germination, cette structure est permanente et est toujours associée avec la 

paroi la plus interne de la spore, les boucliers de germination sont de couleur jaune-marron à 

marron et sont bilobés ou comportent des compartiments multiples (Fig. 13). On note 

également la présence de cellules auxiliaires ayant une surface boutonneuse produit sur 

l’hyphe extra-racinaire dans le sol (Morton 2017, Oehl et al. 2008 ; Redecker et al. 2013).  

 

Figure 13. Photographies des spores de Dentiscutata erythropa (reference accession MA453B). A. 

Spores intactes. B. Paroi de la spore (spore wall), paroi interne 1 de la spore (iw1), paroi interne 2 de 
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la spore (iw2), paroi interne 3 de la spore (iw3). C. Bouclier de germination de la spore. D.  Paroi de la 

spore (spore wall), paroi interne 1 de la spore (iw1), paroi interne 2 de la spore (iw2), paroi interne 3 

de la spore (iw3). B. C. Spore dans du PVLG. D Spore dans du PVLG + Melzer. (Photographie 

INVAM; Morton 2017).   

Ce genre compte actuellement 7 espèces ayant une position phylogénétique claire : 

Dentiscutata cerradensis (Spain & Claessen de Miranda 1996a ; Oehl et al. 2008) ; 

Dentiscutata colliculosa (Goto et al. 2010) ; Dentiscutata erythropa (Koske & Walker 1984 ; 

Walker & Sanders 1986a ; Oehl et al. 2008 ; Redecker et al. 2013) ; Dentiscutata heterogama 

(Nicolson & Gerdemann 1968 ; Gerdemann & Trappe 1974 ; Walker & Sanders 1986a ; Oehl 

et al. 2008) ; Dentiscutata nigra (Walker & Sander 1986a ; Ohel et al. 2008). Dentiscutata 

reticulata (Koske et al. 1983 ; Walker & Sanders 1986a ; Oehl et al. 2008) ; Dentiscutata 

savannicola (Ferrer & Herrera 1980 ; Walker & Sanders 1986a ; Oehl et al. 2008 ; Kruger et 

al. 2014). 

Ce genre compte également 3 espèces décrites sans données moléculaires : 

Dentiscutata biornata (Spain et al. 1989b ; Oehl et al. 2008) ; Dentiscutata nigerita (Khade 

2010) ; Dentiscutata rubra (Stürmer & Morton 1999 ; Morton 2017). 

 

Intraornatospora Goto, Oehl & Silva., Paradentiscutata Goto, Oehl & Silva. (Goto et al. 

2012a) et Bulbospora Oehl & G. A. Silva. (Marinho et al. 2014). Genres incertains (Redecker 

et al. 2013). 

Les données moléculaires et morphologiques utilisées par Goto et al. 2012a pour 

ériger la famille Intraornatosporaceae et les genres Intraornatospora et Paradentiscutata 

sont jugés clairement insuffisantes par Redecker et al. 2013. Les genres Intraornatospora et 

Bulbospora sont les seuls genres dans l’embranchement des Glomeromycètes à avoir été 

définis seulement par des séquences de l’ADNr provenant de spores d’un champignon non 

cultivé et récolté sur le terrain, en conséquence les séquences de ces champignons peuvent 

être erronées. D’un point de vue morphologique les spores de l’unique espèce type du genre 

Intraornatospora intraornata (Goto et al. 2009 ; 2012a) ressemblent beaucoup aux spores des 

Racocetra spp. et les spores des deux espèces de Paradentiscutata ressemblent beaucoup aux 

spores des Dentiscutata spp. La phylogénie construite par Goto et al. 2012a montre des 

faiblesses dans la valeur des bootstrap et en conséquence il est très peu probable que ces deux 

genres existent. Des données supplémentaires doivent être apportées pour confirmer ou 

infirmer l’existence de ces deux genres. Le genre Bulbospora a été érigé en 2014 par Marinho 

et al., d’un point de vue morphologique les spores de l’unique espèce type du genre, 
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Bulbospora minima (Marinho et al. 2014) ressemblent beaucoup aux spores des Scutellospora 

spp., elles diffèrent des autres Gigasporaceae par la petite taille de sa cellule bulbeuse 

sporogène et par la petite taille de ses spores. L’analyse phylogénétique réalisée dans cette 

étude place les genres Intraornatospora et Paradentiscutata dans un seul et même genre 

séparé des autres genres de la famille des Gigasporaceae. Le genre Bulbospora semble proche 

du genre Scutellospora mais apparait également séparé des autres genres de la famille des 

Gigasporaceae (Fig. 1 ; Fig. 10). 

Une espèce est décrite dans le genre Intraornatospora : Intraornatospora intraornata 

(Goto et al. 2009a ; 2012a). Deux espèces sont décrites par Goto et al. 2012a comme 

appartenant au genre Paradentiscutata : Paradentiscutata bahiana et Paradentiscutata 

maritima (Goto et al. 2012a). Une espèce est décrite dans le genre Bulbospora : Bulbospora 

minima (Marinho et al. 2014). 

Cetraspora Oehl, FA Souza & Sieverd. (Oehl et al 2008 ; Redecker et al. 2013). 

Les spores des espèces de ce genre se développent de la même façon que les spores 

des Scutellospora spp. Ce genre a été séparé des Scutellospora spp. uniquement par des 

critères morphologiques se rapportant au bouclier de germination des spores, ces caractères 

morphologiques avancés par Oehl et al. 2008 sont jugés douteux par Msiska & Morton 2010, 

Schüßler & Walker 2010, Redecker et al. 2013 et par Morton 2017. Néanmoins les nouvelles 

données moléculaires phylogénétiques supportent l’existence de ce genre (Schüßler & Walker 

2010).  Redecker et al. 2013 décident donc de retenir ce genre exclusivement parce qu’il 

forme un clade divergent des autres Gigasporaceae. Les spores des Cetraspora spp. peuvent 

être pourvues ou dépourvues d’ornementations. La paroi des spores est composée de deux 

couches et les spores possèdent deux parois internes composées chacune de deux couches 

(Fig. 14). Les tubes germinatifs émergent d’un bouclier de germination, cette structure est 

permanente et est toujours associée avec la paroi la plus interne de la spore, les boucliers de 

germination sont transparents et multilobés. On note également la présence de cellules 

auxiliaires ayant une surface boutonneuse sur l’hyphe extra-racinaire dans le sol (Oehl et al. 

2008 ; Redecker et al. 2013). L’analyse phylogénétique des séquences SSU-ITS-LSU de 

l’ADNr (Kruger et al. 2012 ; 2014 ; Fig. 1 ; Fig. 10) des espèces de ce genre a confirmé la 

position phylogénétique de ce genre. 
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Figure 14. Photographies des spores de Cetraspora pellucida (reference accession FL966). A. Spores 

intactes. B. Paroi de la spore (spore wall), cellule sporogène (SC). C. Bouclier de germination de la 

spore (germination shield), paroi interne 1 de la spore (gw1), paroi interne 2 de la spore (gw2), 

emplacement du tube germinatif (germ tube channel). D. Couche 1 de la paroi de la spore (L1 of spore 

wall), couche 2 de la paroi de la spore (L2 of spore wall), couche 1 de la paroi interne 1 de la spore 

(L1 of gw1), couche 2 de la paroi interne 1 de la spore (L2 of gw1), couche 1 de la paroi interne 2 de 

la spore (L1 of gw2), couche 2 de la paroi interne 2 de la spore (L2 of gw2). B. C. Spore dans du 

PVLG. D Spore dans du PVLG + Melzer. (Photographie INVAM ; Morton 2017).   

Ce genre compte actuellement 4 espèces : Cetraspora gilmorei (Gerdemann & Trappe 

1974 ; Walker & Sanders 1986a ; Oehl et al. 2008) ; Cetraspora helvetica (Oehl et al. 2011d). 

Cetraspora nodosa (Blaszkowski 1991 ; Oehl et al. 2011c) et Cetraspora pellucida (Nicolson 

& Schenck 1979 ; Walker & Sanders 1986a ; Oehl et al 2008).  

 

Racocetra Oehl, F.A. Souza & Sieverd.  (Oehl et al. 2008 ; Redecker et al. 2013). 

Les spores des Racocetra spp. peuvent être pourvues ou dépourvues d’ornementations. 

La paroi des spores est composée de deux couches et les spores possèdent seulement 

une paroi interne composée de deux couches. Les tubes germinatifs émergent d’un bouclier de 

germination, cette structure est permanente et est toujours associée avec la paroi la plus 
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interne de la spore, les boucliers de germination sont transparents et multilobés (Fig. 15). On 

note également la présence de cellules auxiliaires ayant une surface boutonneuse produites sur 

l’hyphe extra-racinaire dans le sol (Oehl et al. 2008 ; Redecker et al. 2013). L’analyse 

phylogénétique des séquences SSU-(ITS)-LSU de l’ADNr (Kruger et al. 2012, 2014 ; Fig. 1 : 

Fig. 10) des espèces de ce genre a confirmé la position phylogénétique de ce genre. 

 

Figure 15. Photographies des spores de Racocetra coralloidea (reference accession CA260). A. 

Spores intactes. B. Ornementation de la couche 1 de la paroi de la spore, couche 1 de la paroi de la 

spore (L1 of spore wall), couche 2 de la paroi de la spore (L2 of spore wall), couche 1 de la paroi 

interne 1 de la spore (L1 of iw1), couche 2 de la paroi interne de la spore couche 2 (L2 of iw1). C. 

Bouclier de germination de la spore (GS). D. Ornementation de la couche 1 de la paroi de la spore. B. 

C. D. Spore dans du PVLG. (Photographie INVAM ; Morton 2017).   

Ce genre compte actuellement 9 espèces ayant une position phylogénétique claire : 

Racocetra alborosea (Ferrer & Herrera 1980 ; Walker & Sanders 1986a ; Oehl et al. 2008) ; 

Racocetra castanea (Walker et al. 1993 ; Oehl et al. 2008) ; Racocetra fulgida (Koske & 

Walker 1986b ; Oehl et al. 2008) ; Racocetra coralloidea (Gerdemann & Trappe 1974 ; 

Walker & Sanders 1986a ; Oehl et al. 2008); Racocetra gregaria (Nicolson & Schenck 1979; 

http://www.amf-phylogeny.com/species_infos/racocetra/scutellospora_revision_2008.pdf
http://www.amf-phylogeny.com/species_infos/racocetra/scutellospora_revision_2008.pdf
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Walker & Sanders 1986a; Oehl et al. 2008) ; Racocetra persica (Koske & Walker 1985a ; 

Walker & Sanders 1986a ; Oehl et al. 2008) ; Racocetra tropicana (Goto et al. 2011).  

Racocetra verrucosa (Koske & Walker 1985a; Walker & Sanders 1986a ; Oehl et al 2008) et  

Racocetra weresubiae (Koske & Walker 1986b; Oehl et al. 2008). 

Ce genre compte également 3 espèces pour lesquelles aucunes données moléculaires 

ne sont disponibles : Racocetra beninensis (Tchabi et al. 2009) ; Racocetra minuta (Ferrer & 

Herrera 1980 ; Oehl et al. 2008) et Racocetra undulata (Lin &Yen 2011). 

 

Glomerales Morton & Benny. (Morton & Benny 1990). 

L’ordre des Glomérales compte deux familles les Glomeraceae et les 

Claroideoglomeraceae. Les espèces de cet ordre sont principalement hypogées et parfois 

épigées, elles forment des endomycorhizes à arbuscules avec les plantes terrestres. La 

reproduction sexuée n’est pas connue chez ces champignons, ils se reproduisent par 

reproduction asexuée grâce à la production de spores qui s’apparentent à des azygospores et 

ou des clamydospores. Les spores des Glomérales sont glomoïdes, produites proche de la 

surface du sol, il peut y avoir formation de sporocarpe avec ou sans peridium, elles peuvent 

aussi être produites seules ou en cluster dans le sol (Morton & Benny 1990 ; Schüßler & 

Walker 2010 ; Oehl et al. 2011a ; Redecker et al 2013 ; Blaszkowski et al. 2014a). 

    

Glomeraceae Piroz. & Dalpé emend C. Walker & A. Schüßler. (Pirozynski & Dalpé 1989; 

Schüßler & Walker 2010; Blaszkowski et al. 2014a). 

Cette famille compte sept genres : Glomus (sensu stricto), Funneliformis, 

Rhizophagus, Sclerocystis, Septoglomus, Dominikia, Kamienskia. Les espèces de ces familles 

sont considérées comme des endophytes symbiotiques des racines des plantes, les hyphes de 

ces champignons sont coenocytiques et forment des vésicules entre les cellules des plantes et 

des arbuscules à l’intérieur des cellules des plantes, ces deux structures se colorent 

généralement en bleu foncé avec le bleu Trypan. La reproduction sexuée n’a jamais été 

observée. Les spores sont produites individuellement ou en petit cluster ou encore en 

sporocarpe. Les spores peuvent être intra ou extra-racinaires. Elles peuvent être hyalines ou 

pigmentées et possèdent une paroi épaisse qui peut être ornementée. Elles sont rattachées à un 

ou plusieurs hyphes suspenseurs. Cette famille possède une signature moléculaire sur le gène 

de l’ADNr : TGTYADGGCAYYRCACYGG. (Pirozynski & Dalpé 1989 ; Schüßler & 
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Walker 2010 ; Oehl et al. 2011a ; Redecker et al 2013 ; Blaszkowski et al. 2014a). Elle inclue 

également toutes les espèces décrites comme Glomus sensu lato, ce sont des espèces qui 

possèdent des spores glomoïdes et qui ont été décrites sans données moléculaires. 

Analyse phylogénétique : Toutes les séquences (SSU-(ITS)-LSU) des espèces de chaque 

genre analysé sont bien affiliées à leurs genres respectifs et forment des groupes 

monophylétiques (Fig. 1 ; Fig. 16). Toutes les espèces sont bien différentiées entre elles par 

l’analyse phylogénétique (Fig. 16). 

 

 

Figure 16. Analyse phylogénétique des Glomeraceae. Analyse (Maximum de vraisemblance) des 

séquences SSU-ITS-LSU de l’ANDr de 12 espèces du genre Septoglomus, 4 espèces du genre 

Funneliformis, deux espèces du genre Glomus, 12 espèces du genre Dominikia, 3 espèces du genre 

Kamienskia, une espèce du genre Sclerocystis et 12 espèces du genre Rhizophagus. Une espèce du 
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genre Claroideoglomus a été utilisé comme groupe externe. L’arbre phylogénétique (maximum de 

vraisemblance) est basé sur les séquences partielles de la petite sous unité, les espaceurs internes 

transcrits, le 5.8S et les séquences partielles de la grande sous unité ribosomique (SSU-ITS-LSU) de 

l’ADNr. Quand les séquences SSU-ITS-LSU n’étaient pas disponibles les séquences partielles de la 

grande sous unité ribosomique (LSU) ont été utilisées et labellisées avec un astérisque (*). Les valeurs 

de Bootstrap sont données pour chaque branche. La barre d’échelle indique le nombre de substitution 

par site.  

 

Glomus (sensu stricto) Piroz. & Dalpé emend C. Walker & Schüßler. (Pirozynski & Dalpé 

1989 ; Schüßler & Walker 2010). 

Ce genre est basé sur l’espèce type Glomus macrocarpum Tul. & C. Tul. (1845) Berch 

& Fortin (1983). Depuis plusieurs années cette espèce était connue mais elle n’avait jamais 

été cultivée en conditions contrôlées en pots, les descriptions de cette espèce étaient donc 

basées uniquement sur la morphologie des spores retrouvées sur le terrain. Schüßler & Walker 

2010 ont réussi à établir une culture pure de cette espèce en pots, ils ont pu séquencer des 

parties de gènes de cette espèce, et ont ensuite pu définir un épitype puis réaliser une analyse 

phylogénétique. Les spores des Glomus (sensu stricto) sont glomoïdes, produites près de la 

surface du sol, il peut y avoir formation de sporocarpe, souvent avec un peridium partiel ou 

complet ou alors les spores peuvent être produites seules ou en cluster dans le sol. Les spores 

se développent par expansion blastique de l’extrémité de l’hyphe. La formation de spore peut 

également se produire de façon non terminale mais ce phénomène est plus rare. Les spores 

possèdent une seule paroi. La couche la plus extérieure de la paroi de la spore se forme en 

premier chez les spores juvéniles et peut être détériorée chez les spores âgées. Le plus 

souvent, la couche la plus externe de la paroi de la spore est mucilagineuse, et réagit au réactif 

de Melzer en se colorant en rouge (dextrinoïde) (Fig. 17). L’hyphe suspenseur de la spore se 

différencie au même rythme et synthétise les mêmes couches que celles de la paroi de la 

spore. Chez certaines espèces, à maturité l'hyphe suspenseur de la spore est si mince qu'il est 

difficile de le voir, l’hyphe peut être également séparée de la spore. Ce genre possède une 

signature moléculaire sur le gène de l’ADNr codant pour la petite sous unité ribosomique : 

GGTACGYACTGGTATCATTGG et TCGGCTGTAAAAGGCYYTTG (Morton 2017 ; 

Schüßler & Walker 2010). L’analyse phylogénétique des séquences SSU-(ITS)-LSU de 

l’ADNr (Fig. 1 ; Fig. 16) des espèces de ce genre confirme la position phylogénétique de ce 

genre. 
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Figure 17. Photographies de Glomus tetrastratosum (Blaszkowski et al. 2015c). A. Spores intactes. B. 

C. Couche 1 de la paroi de la spore (swl1), couche 2 de la paroi de la spore (swl2), couche 3 de la 

paroi de la spore (swl3), couche 4 de la paroi de la spore (swl4). D. Couche 1 de la paroi de l’hyphe 

suspenseur (shwl1), couche 2 de la paroi de l’hyphe suspenseur (shwl2), couche 3 de la paroi de 

l’hyphe suspenseur (shwl3), couche 4 de la paroi de l’hyphe suspenseur (shwl4). A. B. D. Spores dans 

du PVLG. C. Spore dans du PVLG + Melzer. A ; barre=50µm. B. C. D ; barre=10µm. (Photographies 

fournies par Janusz Błaszkowski). 

 Ce genre compte actuellement 2 espèces ayant une position phylogénétique claire : 

Glomus macrocarpum (Tulasne & Tulasne 1844 ; Berch & Fortin 1983 ; Schüßler & Walker 

& 2010) et Glomus tetrastratosum (Blaszkowski et al. 2015c). 

 

Glomus (sensu lato) (Schüßler & Walker 2010).  

 

Toutes les espèces décrites dans la littérature comme ayant des spores glomoïdes sans 

affiliation phylogénétique claire sont classées dans ce groupe : Glomus albidus (Walker & 

Rhodes 1981b), cette espèce semble identique à Diversispora eburneum ; Glomus 

ambisporum (Smith & Schenck 1985) ; Glomus antarcticum (Cabello et al. 1994) 

morphologiquement similaire aux Rhizophagus spp. ; Glomus arborense (McGee 1986) ; 
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Glomus atrouva (McGee & Trappe 2002) ; Glomus australe (Berch & Fortin 1983) 

morphologiquement similaire à Glomus macrocarpum, mais aucune données moléculaires ne 

sont disponibles ; Glomus bagyarajii (Mehrotra 1997) ; Glomus boreale (Gerdemann & 

Trappe 1974) ; Glomus botryoides (Rothwell & Victor 1984) ; Glomus brohultii (Herrera-

Peraza et al 2003) ; Glomus canum (McGee & Trappe 2002) ; Glomus cerebriforme (McGee 

1986), selon les données de séquence d'ADNr actuellement publiées (2012), cette espèce 

semble être à l'intérieur du genre Rhizophagus, mais la culture utilisée pour générer les 

séquences peut ne pas correspondre à la bonne espèce et nécessite une vérification, donc cette 

espèce reste classée comme ayant une position incertaine., d’un point de vue morphologique 

elle semble similaire à Glomus pallidum (Schüßler & Walker 2010) ; Glomus citricola (Tang 

& Zang 1984), le matériel type est difficile à interpréter, peut être un mélange de plusieurs 

espèces (Schüßler & Walker 2010) ;  Glomus convolutum (Gerdemann & Trappe 1974) ; 

Glomus crenatum (Furrazola et al. 2011) ; Glomus cubens (Rodriguez et al. 2011) ; Glomus 

cuneatum (McGee & Trappe 2002) ; Glomus delhiense (Mukerji et al. 1983) ; Glomus 

dolichosporum (Mei-Qing et al. 1997) ; Glomus flavisporum (Lange & Lund 1954 ; 

Gerdemann & Trappe 1974) ; Glomus formosanum (Wu & Chen 1986) ; Glomus fuegianum 

(Gerdemann & Trappe 1974) ; Glomus glomerulatum (Sieverding 1987b) ; Glomus goaensis 

(Khade 2009) ; Glomus heterosporum (Smith & Schenck 1985) ; Glomus hoi (Berch & 

Trappe 1985b), cette espèce est synonyme de Simiglomus hoi (Oehl et al. 2011a), le genre 

Simiglomus est rejeté par Redecker et al. 2013, de plus les séquences annotées G. hoi 

proviennent d’une autre espèce, la position de cette espèce reste incertaine (Schüßler & 

Walker 2010) ; Glomus hyderabadensis (Swarupa Rani et al. 2004) ; Glomus lacteum (Rose 

& Trappe 1980) cette espèce n’appartient probablement pas au genre Glomus (Schüßler & 

Walker 2010) ; Glomus magnicaule (Hall 1977) ; Glomus melanosporum (Gerdemann & 

Trappe 1974) ; Glomus microaggregatum (Koske & Gemma 1986d ; Sieverding et al. 2014), 

cette espèce est synonyme de Rhizoglomus microaggregatum (Sieverding et al. 2014) ; 

Glomus mortonii (Bentivenga & Hetrick 1991), cette espèce a été isolée en culture trap et a 

produit des spores, mais une culture mono spécifique n’a pas pu être établie, en conséquence, 

un séquençage fiable de l’ADN des spores n’a pas pu être réalisé, sa position phylogénétique 

reste inconnue ; Glomus multicaule (Gerdemann & Bakshi 1976) ; Glomus multisubstensum 

(Mukerji et al. 1983), cette espèce est synonyme de Claroideoglomus claroideum 

(anciennement Glomus claroideum) mais aucune vérification moléculaire n’a été réalisée, 

cette espèce reste donc à une position incertaine ; Glomus nanolumen (Koske & Gemma 

1989b) ; Glomus pallidum (Hall 1977) ; Glomus pansihalos (Berch & Koske 1986) ; Glomus 

http://www.amf-phylogeny.com/species_infos/endogonaceae_in_pacific_north_west/G+T_41-59.PDF
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pellucidum (McGee & Trappe 2002) ; Glomus radiatum (Thaxter 1922 ; Gerdemann & 

Trappe 1974) ; Glomus reticulatum (Bhattacharjee & Mukerji 1980), la description de cette 

espèce est vague et mal illustrée, le matériel type n’existe plus, c'est donc un nom d'espèce qui 

n’est pas utilisable ; Glomus segmentatum (Trappe 1979), cette espèce forme des sporocarpes 

et est connue uniquement à partir d’échantillons de terrain, il n'existe pas de séquence d'ADN 

pouvant être utilisée pour établir sa véritable phylogénie ; Glomus spinosum (Hu 2002), la 

description de cette espèce est vague et aucun matériel type ne semble exister ; Glomus 

spinuliferum (Oehl et al. 2003a) ; Glomus sterilum (Mehrotra et al. 1992) cette espèce a été 

publiée sans description ou diagnostic en latin (une exigence du Code botanique pour les 

descriptions formelles après le 1er janvier 1935), donc son nom est invalide ; Glomus 

tenebrosum (Thaxter 1922 ; Berch & Fortin 1983) ; Glomus trufemii (Goto et al. 2012b) ; 

Glomus warcupii (McGee 1986) ; Glomus zaozhuangianus (Fayuan & Runjin 2002).  

 

Funneliformis Walker & Schüßler. (Schüßler & Walker 2010, Oehl et al. 2011a).  

 

Les spores des espèces appartenant au genre Funneliformis diffèrent des spores des 

autres genres qui produisent des spores glomoïdes, par la production de spores colorées dans 

le sol ou dans le substrat. Les spores sont produites dans des sporocarpes qui peuvent êtres 

composés de 1 à 20 spores et qui sont recouvert entièrement ou partiellement par un manteau 

mycélien, les spores peuvent également être ectocarpiques, elles sont alors produites seules ou 

en petit groupe dans le substrat. L’hyphe suspenseur est de la même couleur que la paroi de la 

spore (ou un peu plus clair), il est spécifique à chaque espèce et est généralement en forme 

d’entonnoir ou cylindrique. La paroi de la spore est en continuité avec l’hyphe suspenseur qui 

est pigmenté sur une distance de 50 à 250 µm à partir de la base de la spore, ensuite le 

mycélium devient hyalin. Les spores ont une seule paroi qui est normalement composée de 

deux ou trois couches. La couche incolore la plus extérieure de la spore disparait chez les 

spores matures. Les spores sont fermées par un septum à leur base au niveau de l’hyphe 

suspenseur (Fig. 18). Ce genre de champignon forme des mycorhizes à arbuscules et à 

vésicules dans les racines des plantes, ces structures se colorent de bleu à bleu foncé avec le 

bleu de trypan. Ce genre possède une signature moléculaire sur le gène de l’ADNr codant 

pour la petite sous unité ribosomique : CGGTCATGCCGTTGGTATGY. L’analyse 

phylogénétique des séquences SSU-(ITS)-LSU de l’ADNr (Fig. 1 ; Fig. 16) des espèces de ce 

genre confirme sa position phylogénétique. 

http://www.mycobank.org/BioloMICS.aspx?TableKey=14682616000000061&Rec=33521&Fields=All
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Figure 18. Photographies des spores de Funneliformis mosseae BEG12. A. Spores intactes (S). B. 

Paroi de la spore (PS), hyphe suspenseur (HS). C. Paroi de la spore couche 1 (PSC1), paroi de la spore 

couche 2 (PSC2), paroi de la spore couche 3 (PSC3), hyphe suspenseur (HS).  D. Hyphe suspenseur 

(HS). B. C. D. Spore dans du PVLG.  

 Ce genre compte actuellement 7 espèces ayant une position phylogénétique claire : 

Funneliformis badium (Oehl et al. 2005 ; Schüßler & Walker 2010) ; Funneliformis 

caledonium (Nicolson & Gerdemann 1968 ; Gerdemann & Trappe 1974 ; Schüßler & 

Walker 2010) ; Funneliformis coronatum (Giovannetti et al. 1991 ; Schüßler & Walker 

2010) ; Funneliformis mosseae (Nicolson & Gerdemann 1968 ; Gerdemann & Trappe 1974 ; 

Schüßler & Walker 2010) ; Funneliformis fragilistratum (Skou & Jakobsen 1989 ; Schüßler 

& Walker 2010) ; Funneliformis geosporum (Nicolson & Gerdemann 1968 ; Gerdemann & 

Trappe 1974 ; Walker 1982 ; Schüßler & Walker 2010) et Funneliformis verruculosum 

(Błaszkowski & Tadych 1997b ; Schüßler & Walker 2010). 

Oehl et al. 2011a transfèrent 6 espèces classées dans le groupe Glomus sensu lato par 

Schüßler & Walker 2010, dans le genre Funneliformis, ces transferts ont été réalisés sans 

aucune données moléculaires et sont basées sur des critères morphologiques peu clairs et 
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rejetés par le consensus de Redecker et al. 2013. Funneliformis caesaris (Oehl et al. 2002 ; 

Oehl et al. 2011a) ; Funneliformis dimorphicus (Boyetchko & Tewari 1986 ; Oehl et al. 

2011a), nom confus en raison d'une erreur, le matériel type déposé comprend quatre espèces 

déjà décrites, Oehl et al. 2011a replacent cette espèce dans le genre Funneliformis sans 

preuves moléculaires ; Funneliformis halonatum (Goto et al. 2009b ; Oehl et al. 2011a) ; 

Funneliformis kerguelensis (Dalpé et al. 2002 ; Oehl et al. 2011a) ; Funneliformis 

monosporum (Gerdemann & Trappe 1974 ; Oehl et al. 2011a), une culture en pot de cette 

espèce avait été établie, mais la culture de cette espèce a été perdue avant qu’elle puisse être 

séquencée et Funneliformis multiforus (Blaszkowski & Tadych 1997b ; Oehl et al. 2011a). 

 

Septoglomus Sieverd., Silva & Oehl. (Oehl et al. 2011a).  

 

Les spores sont formées seules ou en petit groupe, elles ont une paroi qui peut être 

composée d’une ou plusieurs couches. L’hyphe suspenseur est de la même couleur que la 

paroi de la spore (ou un peu plus clair), il peut être cylindrique resséré ou en forme d’entonoir 

à la base de la spore. Le pore à la base de la spore ou proche de la base de la spore est fermé 

par un septum (Fig. 19). Les Septoglomus spp. forment des mycorhizes vesiculo-arbusculaires 

dans les racines des plantes, les structures mycorhiziennes se colorent en bleu à bleu foncé 

avec le bleu Trypan. L’analyse phylogénétique des séquences SSU-(ITS)-LSU de l’ADNr 

(Fig. 1 ; Fig. 16) des espèces de ce genre confirme la position phylogénétique de ce genre. 
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Figure 19. Photographies des spores de Septoglomus constrictum (reference accession KS890). A. 

Spores intactes. B. Spores intactes dans les racines. C. Couche 1 de la paroi de la spore (PSC1), 

couche 2 de la paroi de la spore (PSC2), hyphe suspenseur de la spore (sh). D. Hyphe suspenseur. C. 

Spore dans du PVLG. D. Spore dans du PVLG + Melzer (Photographie INVAM ; Morton 2017).   

 

Ce genre compte actuellement 12 espèces ayant une position phylogénétique claire : 

Septoglomus altomontanum (Palazuela et al. 2013b) ; Septoglomus africanum (Błaszkowski 

et al. 2010a ; Schüßler & Walker 2010 ; Oehl et al. 2011a), cette espèce est initialement 

décrite comme Glomus (sensu lato) par Błaszkowski et al. 2010a, puis suite à des analyses 

phylogénétiques elle est replacée dans le genre Funneliformis nouvellement érigé par 

Schüßler & Walker 2010, en 2011a Oehl et al. séparent le genre Funneliformis en deux 

genres : Funneliformis et Septoglomus et transfèrent cette espèce dans le genre Septoglomus. ; 

Septoglomus constrictum (Trappe 1977 ; Schüßler & Walker 2010 ; Oehl et al. 2011a) ; 

Septoglomus deserticola (Trappe et al. 1984 ; Schüßler & Walker 2010 ; Oehl et al. 2011a ; 

Blaszkowski et al. 2013a) l'article où la première preuve moléculaire de cette espèce a été 

publiée (Chellappan et al. 2005) montre une illustration d'un champignon qui ne permet pas 
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de confirmer qu’il s’agit bien de S. deserticola, la culture de l’ex-type de cette espèce étant 

disponible, Blaskowski et al. 2013a séquencent une partie des gènes de l’ADNr codant pour la 

petite et la grande sous unité ribosomiques et prouvent que cette espèce appartient bien au 

genre Septoglomus ; Septoglomus furcatum (Blaszkowski et al. 2013b) ; Septoglomus 

fuscum (Blaszkowski et al. 2013b) ; Septoglomus jasnowskae (Blaszkowski et al. 2014b) ; 

Septoglomus nakheelum (Symanczik et al. 2014) ; Septoglomus titan (Goto et al. 2013b) ; 

Septoglomus turnauae (Blaszkowski et al. 2014b) ; Septoglomus viscosum (Walker et al. 

1995 ; Oehl et al. 2011a ; Redecker et al. 2013) et Septoglomus xanthium (Błaszkowski et al. 

2004a ; Schüßler & Walker 2010, Oehl et al. 2011a). 

 

Rhizophagus (Dangeard) Walker & Schüßler. (Dangeard 1896, 1900; Schüßler & Walker 

2010; Sieverding et al. 2014; Walker et al. 2017). 

 

Dangeard (1896) est le premier à décrire un champignon mycorhizien à arbuscule 

formant des spores dans les racines d’un arbre, cependant Dangeard 1896 décrit cette espèce 

comme étant un champignon pathogène du peuplier et la nomme Rhizophagus populinus 

(Dangered 1896, 1900). Plusieurs années plus tard Petri (1919) explique que Dangeard (1896) 

a fait fausse route en pensant que la maladie du peuplier était liée à R. populinus et reconnait 

que R. populinus est un champignon endomycorrhizien. Gerdemann & Trappe (1974) 

considèrent que les genres Rhizophagus et Glomus sont synonymes. Schüßler & Walker 2010 

après avoir examiné l’étude de Dangeard (1896) concluent que l’espèce décrite dans cette 

étude R. populinus est une espèce de champignon mycorhizien à arbuscules qui produit des 

spores de façon très abondante dans les racines du peuplier. Cette caractéristique est typique 

du groupe Glomus Ab (GlGrAb) (Schwarzott et al. 2001 ; Stockinger et al. 2009) et ce groupe 

forme un clade de niveau générique au sein de la famille des Glomeraceae. Par conséquent, 

Schüßler & Walker 2010 ressuscitent le genre Rhizophagus et placent les espèces de 

Gloméromycètes appartenant à ce groupe (Glomus Ab) qui forment des spores de manière 

abondante dans les racines des plantes vasculaires dans ce genre. En 2014 Sieverding et al. 

rejetent le genre Rhizophagus en argumentant que l’espèce R. populinus, ne peux être affiliée 

d’aprés la description de Dangeard (1896) a aucun genre de Glomeromycota (la description de 

la spore étant très sommaire), de plus ils revendiquent qu’aucun matériel type n’existe pour 

cette espèce. Ils proposent de renommer le genre Rhizophagus : Rhizoglomus. En 2017, 

Walker et al. revendiquent l’existence et la légitimité du genre Rhizophagus et proposent de 

rejeter le genre Rhizoglomus. Walker et al. 2017 argumentent en expliquant que la première 

https://www.ncbi.nlm.nih.gov/pubmed/?term=Symanczik%20S%5BAuthor%5D&cauthor=true&cauthor_uid=24782493
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description de Dangeard (1896) décrivait bien une espèce de Gloméromycètes appartenent au 

genre Rhizophagus et non une espèce pathogène. Le code internationnal de la nomenclature 

pour les algues, les champignons et les plantes (ICN) (McNeill et al. 2006) stipule que les 

noms taxonomiques de genre sont déterminés par la nomenclature du nom de l’espèce type. 

Aucun type n’a encore été créé pour R. populinus, il est donc nécessaire de typifier une espèce 

pour que le genre Rhizophagus soit légitime. Les planches réalisées par Dangeard (1900) sont 

des illustrations fondées pour décrire un néotype (les illustrations sont acceptables pour 

décrire un type, pour les noms publiés avant 2007 (Art. 40.4). Le problème réside dans le fait 

que R. populinus a été décrit uniquement sur de simples illustrations alors que du matériel 

biologique aurait dû être déposé dans une collection officielle pour légitimer l’existence de 

cette espèce et pour qu’elle puisse servir d’espèce type pour le genre Rhizophagus. Ce 

matériel type est nécessaire pour permettre des observations morphologiques a posteriori par 

la communauté scientifique. Walker et al. 2017 proposent alors de garder le nom de genre 

Rhizophagus mais d’utiliser une nouvelle espèce type qui est clairement identifiée et décrite et 

dont le matériel type est disponible en culture de collection. L’espèce choisie par Walker et al. 

2017 est Rhizophagus intraradices (Schenck & Smith 1982 ; Schüßler & Walker 2010). Le 

débat est encore d’actualité d’un coté les illustrations de Dangeard (1900) ne permettent pas 

de certifier que l’espèce décrite appartienne au genre Rhizophagus (syn. Rhizoglomus), genre 

basée principalement sur la phylogénie. En effet le fait que les spores sporulent abondamant 

dans les racines est un caractère très informatif pour considérer que R. populinus appartenait à 

ce groupe (phylogénétique) mais pas suffisant d’un point de vue taxonomique, en effet 

plusieurs genres produisent des spores dans les racines des plantes (Septoglomus, 

Archaeospora, Claroideoglomus), ce caractère n’est donc pas synapomorphique, néenmoins 

la sporulation dans les racines de ces genres n’est pas très abondante mais plutôt sporadique. 

A ma conaissance les seules espèces à sporuler très abondamant dans les racines comme 

décrit par Dangeard 1900 appartiennent au groupe phylogénétique Rhizophagus (syn. 

Rhizoglomus) mais certaines espèces appartenant à ce groupe ne sporulent pas plus 

abondamant dans les racines que certaines espèces de Septoglomus.  

Les spores des espèces appartenant au genre Rhizophagus peuvent être formées soit 

dans des sporocarpes, soit en groupe, soit seules dans le sol ou dans les racines. La paroi de 

l’hyphe suspenseur est en continuité avec la paroi de la spore, et présente la même couleur (ou 

un peu plus clair) sur une petite portion de l’hyphe (à la base de la spore). L’hyphe suspenseur 

de la spore est cylindrique avec un pore ouvert et, plus rarement, il peut être légèrement en 

forme d’entonnoir à la base de la spore. La paroi de la spore présente souvent deux ou trois 
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couches distinctes, la ou les couches les plus externes, celle(s) qui précèdent la couche 

laminée se sépare facilement de la spore lorsqu’une pression est appliquée entre lame et 

lamelle (Fig. 20). Les Rhizophagus spp. forment des mycorhizes vesiculo-arbusculaires dans 

les racines des plantes (de maniére abondante ou sporadique selon les espèces), les structures 

mycorhiziennes se colorent en bleu à bleu foncé avec le bleu Trypan. L’analyse 

phylogénétique des séquences SSU-(ITS)-LSU de l’ADNr (Fig. 1 ; Fig. 16) des espèces de ce 

genre confirme la position phylogénétique de ce genre. 

 

 

 

Figure 20. Photographies des spores de Rhizophagus clarus BEG149. A. Spores intactes (S). B. C. 

Paroi de la spore couche 1 (PSC1), paroi de la spore couche 2 (PSC2), paroi de la spore couche 3 

(PSC3). D. Hyphe suspenseur (HS). B. C. D. Spore dans du PVLG.  

Ce genre compte actuellement 15 espèces ayant une position phylogénétique claire :  

Rhizophagus arabicus (Symanczik et al. 2014) ; Rhizophagus clarus (Nicolson & Schenk 

1979 ; Schüßler & Walker 2010) ; Rhizophagus diaphanus (Morton & Walker 1984 ; 

Schüßler & Walker 2010) ; Rhizophagus dunensis (Al-Yahya’ei et al. 2017) ; Rhizophagus 

custos (Cano et al. 2009 ; Schüßler & Walker 2010) ; Rhizophagus fasciculatus (Thaxter 
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1922 ; Gerdemann & Trappe 1974 ; Walker & Koske 1987 ; Schüßler & Walker 2010) ; 

Rhizophagus intraradices (Schenck & Smith 1982 ; Schüßler & Walker 2010) ; Rhizophagus 

invermaius  (Hall 1977 ; Schüßler & Walker 2010) ; Rhizophagus irregularis (Blaszkowski 

et al. 2008 ; Schüßler & Walker 2010) ; Rhizophagus manihotis (Schenck et al. 1984 ; 

Schüßler & Walker 2010) ; Rhizophagus melanus (Sudová et al. 2015) ; Rhizophagus 

natalensis (Błaszkowski et al. 2014c) ; Rhizophagus neocaledonicus (Crossay et al. 2017) ; 

Rhizophagus proliferus (Declerck et al 2000 ; Schüßler & Walker 2010) et Rhizophagus 

vesiculiferus (Thaxter 1922 ; Gerdemann & Trappe 1974 ; Schüßler & Walker 2010 ; 

Redecker et al. 2013). 

Et une espèce incertaine : Rhizophagus aggregatus (Schenck & Smith 1982 ; Koske 

1985b ; Sieverding et al. 2014), l’analyse de la séquence ADN de la β-tubuline place cette 

espèce parmis les Claroideoglomus spp, ces résultats ne concordent pas avec l’analyse 

morphologique qui place cette espèce parmis les Rhizophagus spp. la séquence utilisée est 

peut être due à une contamination, la position de cette espèce reste incertaine (Schüßler & 

Walker 2010).  

 

Sclerocystis Berk. & Broome, emend. Almeida & Schenck. (Berkeley & Broome 1873; 

Almedia & Schenk 1990; Redecker et al. 2000a; Schüßler & Walker 2010).  

 

Le genre Sclerocystis a été décrit pour la première fois en 1875 (Berkeley & Broome 

1873), il a ensuite été regroupé avec le genre Glomus (Almeida & Schenck 1990). Schüßler & 

Walker 2010 aprés analyse des données moléculaires disponibles (Redecker et al. 2000a), 

établissent que ce genre forme un groupe basal par rapport au genre Rhizophagus et décident 

de conserver ce genre, cependant ils précisent que d’autres analyses doivent être réalisées 

pour confirmer la légitimité de ce genre.   Les Sclerocystis spp. forment des spores glomoïdes 

avec une paroi et un ptéridium (Fig. 21). Les spores sont disposées (excepté à la base du 

sporocarpe) côte à côte de façon radiale autour d’un plexus stérile central de mycelium, sur 

une seule couche hémisphérique, allongée. Les sporocarpes sont principalement épigés et 

parfois hypogés, ils peuvent fusionner les uns avec les autres, cette prolifération peut être 

distale ou latérale et conduit à la formation de rangées de sporocarpes qui peuvent se ramifier. 

Le sporocarpe typique de ce genre est renflé à subglobuleux, avec un court hyphe suspenseur 

à la base. Les Sclerocystis spp. forment des mycorhizes vesiculo-arbusculaires. L’analyse 

phylogénétique des séquences SSU-(ITS)-LSU de l’ADNr (Fig. 1 ; Fig. 16) des espèces de ce 

genre confirme la position phylogénétique de ce genre. 
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Figure 21. Photographies des spores de Sclerocystis coremioides BEG250. A. Sporocarpe (SP). B. 

Spore (S), plexus formé d’hyphe (PH). C. Spores (S). D. Paroi de la spore (PS). B. C. D. Spore dans 

du PVLG. 

 

Ce genre compte actuellement 2 espèces ayant une position phylogénétique claire : 

Sclerocystis coremioides (Berkeley & Broome 1874 ; Redecker et al. 2000a) et Sclerocystis 

sinuosa (Gerdemann & Bakshi 1976 ; Almeida & Schenck 1990 ; Redecker et al. 2000a).   

 Ce genre compte également 8 espèces pour lesquelles aucune données moléculaires ne 

sont disponibles : Sclerocystis alba (Petch 1925 ; Gerdemann & Trappe 1974) ; Sclerocystis 

dussi (Patouillard 1902 ; Höhnel 1910) ; Sclerocystis clavispora (Trappe 1977 ; Almedia & 

Schenk 1990) ; Sclerocystis coccogenum (Patouillard 1902 ; Höhnel 1910 ; Iqbal & Perveen 

1980) ; Sclerocystis liquidambaris (Almedia & Schenk 1990 ; Yao et al. 1995 ; Wu & Chen 

1987 ; Hu 1988) ; Sclerocystis rubiformis (Gerdemann & Trappe 1974 ; Bhattacharjee & 

Mukerji 1980 ; Wu & Chen 1986 ; Almedia & Schenk 1990) ; Sclerocystis 

pubescens (Saccardo 1882 ; Saccardo 1886 ; Höhnel 1910 ; Zycha 1935 ; Gerdemann & 
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Trappe 1974) et Sclerocystis taiwanensis (Wu & Chen 1987 ; Almedia & Schenk 1990 ; Yao 

et al. 1995).  

 

Dominikia Błaszk., Chwat & Kovács. (Blaszkowski 2015d). 

 

Les spores sont principalement hypogées et parfois produites dans les racines, elles 

sont formées en groupes et très rarement peuvent être produites seules dans le sol. Les spores 

sont de couleur jaune pastel, et de petites tailles 60-70 µm de diamètre. La paroi des spores 

possède deux ou trois couches la couche 1 est la plus externe, elle se trouve donc à la surface 

de la spore (recouvre la couche laminée) et est mucilagineuse, elle se dégrade rapidement 

chez les spores matures et se colore au réactif de Melzer. Chez certaines espèces de ce genre 

cette couche n’est pas différenciée de la couche laminée de la spore et dans ce cas elle ne 

réagit pas au réactif de Melzer. La couche laminée peut être la couche 2 ou 3. La paroi de la 

spore peut être pourvue ou dépourvue d’une couche 3 semiflexible, cette couche peut se 

colorer ou non-au réactif de Melzer (Fig. 22). L’hyphe suspenseur de la spore peut être de 

forme cylindrique ou en entonnoir avec un pore ouvert ou fermé par une cloison (septum) qui 

est en continuité avec la couche 3 de la paroi de la spore ou avec une lame de la couche 2 

laminée. Cette cloison peut être droite ou incurvée et se développe à partir de la surface 

interne (couche 2) de l’hyphe suspenseur de la spore. Les espèces de ce genre forment des 

structures vesiculo-arbusculaires ou seulement des arbuscules, ces structures se colorent en 

bleu foncé en présence de bleu de Trypan.  Ce genre possède une signature moléculaire sur le 

gène de l’ADNr codant pour la grande sous unité ribosomique : 

TGATTCCCTTAGTAACGGCGAGTGAA. L’analyse phylogénétique des séquences 

SSU-(ITS)-LSU de l’ADNr (Fig. 1 ; Fig. 16) des espèces de ce genre confirme la position 

phylogénétique de ce genre. 
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Figure 22. Photographies des spores de Dominikia disticha. A. Spores intactes. B. C. Couche 1 de la 

paroi de la spore (swl1), couche 2 de la paroi de la spore (swl2), couche 3 de la paroi de la spore 

(swl3). D. Couche 1 de la paroi de la spore (swl1), couche 2 de la paroi de la spore (swl2), couche 3 de 

la paroi de la spore (swl3), hyphe suspenseur (s).  A. Spores dans du PVLG. B. C. D. Spore dans du 

PVLG + Melzer. A ; barre=20 µm. B. C. D ; barre=10 µm. (Photographies fournies par Janusz 

Błaszkowski). 

 

Ce genre compte actuellement 12 espèces ayant une position phylogénétique claire : 

Dominikia achra (Błaszkowski et al. 2009a, 2014a) ; Dominikia aurea (Oehl et al 2003b ; 

Oehl et al. 2015a) ; Dominikia bernensis (Oehl et al. 2015a) ; Dominikia compressa (Oehl et 

al. 2014b ; Oehl et al. 2015a) ; Dominikia difficilevidera (Błaszkowski et al. 2015e) ; 

Dominikia disticha (Blaszkowski et al. 2014) ; Dominikia emiratia (Al-Yahya’ei et al. 2017) 

Dominikia duoreactiva (Błaszkowski et al. 2015e) ; Dominikia indica (Blaszkowski et al. 

2014b, 2015e) ; Dominikia iranica (Blaszkowski et al. 2010a, 2014) ; Dominikia lithuanica 

(Blaszkowski et al. 2016) et Dominikia minuta (Blaszkowski et al. 2000 ; 2014). 

 

Kamienskia Błaszk., Chwat & Kovács. (Blaszkowski 2015d). 
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Les spores sont principalement hypogées et parfois produites dans les racines, elles 

sont formées en groupes. Les spores sont hyalines, de très petite taille (supérieure à 50 µm de 

diamètre). La paroi de la spore est composée de deux couches permanentes dont une peut se 

colorer au réactif de Melzer. La paroi structurelle de la spore peut être la couche une ou deux. 

L’hyphe suspenseur de la spore est cylindrique ou en forme d’entonnoir avec un pore ouvert à 

la base de la spore (Fig. 23).  Il forme des structures vesiculo-arbusculaires qui se colorent en 

bleu foncé au bleu de Trypan. Ce genre possède une signature moléculaire sur le gène de 

l’ADNr codant pour la grande sous unité ribosomique : 

GAGAGTATGCCTGTTTGAGGGTCGGT. L’analyse phylogénétique des séquences SSU-

(ITS)-LSU de l’ADNr (Fig. 1 ; Fig. 16) des espèces de ce genre confirme la position 

phylogénétique de ce genre. 

 

Figure 23. Photographies des spores de Kamienskia bistrata. A. Spores intactes. B. C. Couche 1 de la 

paroi de la spore (swl1), couche 2 de la paroi de la spore (swl2). D. Couche 1 de la paroi de la spore 

(swl1), couche 2 de la paroi de la spore (swl2), couche 1 de la paroi de l’hyphe suspenseur (shwl1), 

couche 2 de la paroi de l’hyphe suspenseur (shwl2). B. C. Spores dans du PVLG. A. D. Spores dans 
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du PVLG + Melzer. A ; barre=20 µm. B. C. D ; barre=10 µm. (Photographies fournies par Janusz 

Błaszkowski). 

Ce genre compte actuellement 3 espèces ayant une position phylogénétique claire : 

Kamienskia bistrata (Blaszkowski et al. 2009a, 2014) ; Kamienskia divaricata (Blaszkowski 

et al. 2016) et Kamienskia perpusilla (Blaszkowski et al. 2009b, 2014). 

 
Claroideoglomeraceae Walker & Schüßler. (Schüßler & Walker 2010). 

 

Cette famille a été décrite comme le groupe Glomus B (GlGrB; Schüßler et al. 2001), 

sur la base d’une analyse phylogénétique. Schwarzott et al. 2001 ont réalisé une analye 

phylogénétique qui a permis de séparer ce groupe des Glomeraceae, et de conclure que ce 

groupe forme une famille distincte. Le genre Claroideoglomus est le seul genre certain de la 

famille des Claroideoglomeraceae. Le genre Entrophospora semble être affilié à la famille des 

Claroideoglomeraceae mais la position phylogénétique des Entrophospora reste en suspens à 

cause d’un manque de séquences disponibles et pour l’instant les Entrophospora ne sont donc 

pas considérés comme appartenant aux Claroideoglomeraceae. Les spores des espèces de 

cette famille sont glomoïdes et se forment dans le substrat et plus rarement dans les racines 

dégradées. Elles sont constituées d’une paroi composée de trois couches : une couche externe 

evanescente qui peut se colorer au réactif de Melzer (dextrinoïde), une couche intermédiaire 

interne semiflexible et une couche fine qui forme un pont au niveau de la lumière de son 

hyphe suspenseur qui forme ainsi un septum. A maturité la couche interne semiflexible 

semble former une « endospore ». Les espèces de cette famille sont différenciées par la taille 

des spores et la couleur de la couche intérmédiaire. Elles forment des mycorhizes à arbuscules 

et la formation de vésicules dépend de l’environnement. Cette famille possède une signature 

moléculaire sur le gène de l’ADNr codant pour la petite sous unité ribosomique : 

CAGYYGGGRAACCRACTAAA ; ATTKRC- ACATCGGTCGTGC ; 

CYTAAGGGGYATGAACYRGTGTAGTSA ; TAAAAYRGGACG GCATGATTCT. 

Analyse phylogénétique : Toutes les séquences (SSU-(ITS)-LSU) des espèces de la famille 

des Claroideoglomeraceae sont bien affiliées à leur famille et forment un groupe 

monophylétique (Fig. 1 ; Fig. 24). Toutes les espèces sont bien différenciées entre elles par 

l’analyse phylogénétique (Fig. 24). Le genre Entrophospora semble faire partie intégrante du 

genre Claroideoglomus (Fig. 24), toutefois des différences morphologiques importantes 

existent entre Entrophospora infrequence et les espèces appartenant au genre 

Claroideoglomus, la situation doit être clarifiée en re-séquençant Entrophospora infrequence. 



276 
 

 

 

Figure 24. Analyse phylogénétique des Claroideoglomeraceae. Analyse (Maximum de vraisemblance) 

des séquences SSU-ITS-LSU de l’ANDr de 7 espèces du genre Claroideoglomus et une espèce du 

genre Entrophospora. Une espèce du genre Glomus a été utilisée comme groupe externe. L’arbre 

phylogénétique (maximum de vraisemblance) est basé sur les séquences partielles de la petite sous 

unité, les espaceurs internes transcrits, le 5.8S et les séquences partielles de la grande sous unité 

ribosomique (SSU-ITS-LSU) de l’ADNr. Quand les séquences SSU-ITS-LSU n’étaient pas 

disponibles les séquences partielles de la grande sous unité ribosomique (LSU) ont été utilisées et 

labellisées avec un astérisque (*). Les valeurs de Bootstrap sont données pour chaque branche. La 

barre d’échelle indique le nombre de substitution par site.  

 

Claroideoglomus Walker & Schüßler. (Schüßler & Walker 2010). 

 

Toutes les spores de ce genre ont une paroi interne qui se développe séparement de la 

paroi externe. Ils diffèrent des autres Glomeromycota de par la formation de spores de type 

globoides formées dans le substrat ou rarement dans les racines agées des plantes. Les spores 

possèdent une paroi externe évanescente et une paroi interne semiflexible qui à maturité 

ressemble à la formation d’une ‘endospore’ dans la spore elle même (Fig. 25). Ce genre 

possède une signature moléculaire sur le gène de l’ADNr codant pour la petite sous unité 

ribosomique : CAGYTGGGRAACCRACTAAA ; ATTKRCACATCGGTCGTGCC. 

L’analyse phylogénétique des séquences SSU-(ITS)-LSU de l’ADNr (Fig. 1 ; Fig. 24) des 

espèces de ce genre confirme la position phylogénétique de ce genre. 
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Figure 25. Photographies des spores de Claroideoglomus claroideum BEG23. A. Spores intactes (S). 

B. Paroi de la spore (PS). C. Paroi de la spore couche 1 (PSC1), paroi de la spore couche 2 (PSC2), 

paroi de la spore couche 3 (PSC3). D. Paroi de la spore couche 1 (PSC1), paroi de la spore couche 2 

(PSC2), paroi de la spore couche 3 (PSC3), paroi de la spore couche 4 (PSC4). B. C. D. Spore dans du 

PVLG.  

Ce genre compte actuellement 8 espèces ayant une position phylogénétique claire : 

Claroideoglomus candidum (Furrazola et al. 2010 ; Ohel et al. 2011a) ; Claroideoglomus 

claroideum (Schenck & Smith 1982 ; Walker & Vesteberg 1998 ; Schüßler & Walker 2010) ; 

Claroideoglomus drummondii (Błaszkowski et al. 2006 ; Schüßler & Walker 2010) ; 

Claroideoglomus etunicatum (Becker & Gerdemann 1977 ; Schüßler & Walker 2010) ; 

Claroideoglomus hanlinii (Błaszkowski et al. 2015b) ; Claroideoglomus lamellosum (Dalpé 

et al. 1992 ; Schüßler & Walker 2010) ; Claroideoglomus luteum (Kennedy et al. 1999 ; 

Schüßler & Walker 2010) et Claroideoglomus walkeri (Błaszkowski et al. 2006 ; Schüßler & 

Walker 2010). 

 

Entrophospora Ames & Schneid. (Ames & Schneider 1979). 
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Au départ ce genre a été créé pour séparer les membres des Acaulosporaceae en deux 

groupes : les espèces formant des spores se développent à partir du milieu de l’hyphe portant 

le saccule (entrophosporoïdes) étaient placées dans le genre Entrophospora et les espèces 

formant des spores se développant à partir du côté de l’hyphe portant le saccule 

(acaulosporoïdes) étaient placées dans le genre Acaulospora. Kaonongbua et al. (2010) ont 

reconstruit la phylogénie moléculaire de E. colombiana et E. kentinensis (C.G Wu & Y.S. 

Liu) à partir du séquençage d’une partie de la grande sous unité ribosomique nucléaire 

(nrLSU). Les résultats obtenus démontrent que le mode de formation des spores 

(entrophosporoïde) n’est pas un critère synapomorphique et ne définit donc pas un groupe 

monophylétique. En conséquence ces deux espèces ont été transférées dans le genre 

Acaulospora. Actuellement une seule espèce est représentée dans le genre : Entrophospora 

infrequens (Hall 1977 ; Ames & Schneider 1979). Elle possède des caractères 

morphologiques similaires aux Acaulospora spp (Fig. 26) mais la phylogénie basée sur les 

séquences de l’ADNr codant pour la grande sous unité ribosomique place cette espèce parmi 

les Claroideoglomeraceae (Fig. 1 ; Fig. 24). La position phylogénétique des Entrophospora 

reste en suspens à cause d’un manque de séquences disponibles, de nouvelles données 

moléculaires doivent être apportées pour clarifier la situation de ce genre.  

 

Figure 26. Photographies des spores d’Entrophospora infrequens (reference accession AZ237). A. B. 

Spores intactes (S) et saccule (Sa). C. Couche 2 de la paroi de la spore (L2 of spore wall), couche 3 de 

la paroi de la spore (L3 of spore wall), paroi interne de la spore (iw1). D. Paroi de la spore couche 1 
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(L1 of spore wall), paroi de la spore couche 2 (L2 of spore wall), paroi de la spore couche 3 (L3 of 

spore wall), paroi interne de la spore (iw1). B. C. D. Spore dans du PVLG. (Photographie INVAM; 

Morton 2017).  

 

Archaeosporales Walker & Schüßler. (Schüßler et al. 2001). 

 

Champignons hypogés, qui forment des endocytosymbioses avec certains procaryotes 

photoautotrophiques, ou produisent des mycorhizes à arbuscules avec ou sans vésicules dans 

les racines des plantes. Les spores de ces champignons sont incolores et ne réagissent pas au 

réactif de Melzer. Les spores sont glomoïdes ou acaulosporoïdes et peuvent être formées 

seules ou en petit groupe dans le sol (uniquement pour le type glomoïde). Cet ordre comprend 

trois familles les Archaeosporaceae, les Ambisporaceae et les Geosiphonaceae, ces trois 

familles possèdent une signature moléculaire sur le gène de l’ADNr codant pour la petite sous 

unité ribosomique : YCTATCYKYCTGGTGAKRCG (Schüßler et al. 2001 ; Schüßler & 

Walker 2010). 

Analyse phylogénétique : Les Archaeosporales sont divisées en trois groupes : les 

Archeospora/Paleospora (Archaeosporaceae), les Geosiphon (Geosiphonaceae) et les 

Ambispora (Ambisporaeae) (Fig. 1 ; Fig. 27). Phylogénétiquement le genre Paleospora 

semble être trop proche du genre Archaeospora pour être considéré comme un genre différent 

(Fig.27). Les Paraglomérales sont divisés en trois groupes : les Paraglomus, les Innospora et 

les Pervetustus. Le groupe Innospora est bien différencié des Paraglomus à un niveau 

générique et la famille Pervetustucaceae est bien diférenciée de la famille des 

Paraglomeraceae (Fig. 27). 
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Figure 27. Analyse phylogénétique des Archaeosporales et des Paraglomérales. Analyse (Maximum 

de vraisemblance) des séquences SSU-ITS-LSU de l’ANDr de 6 espèces du genre Archaeospora, une 

espèce du genre Paleospora, une espèce du genre Geosiphon, 4 espèces du genre Ambispora, 5 

espèces du genre Paraglomus, une espèce du genre Innospora et une espèce du genre Pervetustus. Une 

espèce du genre Sphaerocreas, et 4 espèces du genre Endogone ont été utilisées comme groupe 

externe. L’arbre phylogénétique (maximum de vraisemblance) est basé sur les séquences partielles de 

la petite sous unité, les espaceurs internes transcrits, le 5.8S et les séquences partielles de la grande 

sous unité ribosomique (SSU-ITS-LSU) de l’ADNr, quand les séquences SSU-ITS-LSU n’étaient pas 

disponibles les séquences partielles de la grande sous unité ribosomique (LSU) ont été utilisées et 

labellisées avec un astérisque (*). Les valeurs de Bootstrap sont données pour chaque branche. La 

barre d’échelle indique le nombre de substitution par site.  

 

Archaeosporaceae Morton & Redecker. (Morton & Redecker 2001). 

 

 Deux études portant sur l’identification de certains caractères biochimiques, telles 

que les spécificités d'anticorps monoclonaux (Wright et al. 1986) et les profils d'acides gras 

(Graham et al. 1995) ont fourni la première preuve que cette famille, ainsi que les espèces 

classées dans les Ambisporaceae et Paraglomeraceae, étaient phylogénétiquement éloignées 

des espèces d'Acaulospora et de Glomus, mais ces données étaient insuffisantes pour 

déterminer la position phylogénétique des espèces appartenant à ces familles. Les caractères 

morphologiques étaient atypiques pour les spores de type Acaulosporoïdes ou 

Entrophosporoïdes (Morton et Benny, 1990). Des séquences SSU ont finalement permis de 
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positionner cette famille comme un clade ancestral par rapport aux Acaulosporaceae et 

Glomeraceae (Redecker et al. 2000b ; Sawaki et al. 1997). La phylogénie et la morphologie 

du gène rDNA sont congruentes et permettent de conclure que cette famille est une lignée 

ancestrale séparée des Paraglomeraceae et des Ambisporaceae. Les espèces appartenant aux 

Archaeosporaceae produisent des spores petites, hyalines, par reproduction assexuée, elles 

sont formées latéralement ou centralement à partir d’une hyphe portant un saccule sporifère et 

ne se colorent pas au réactif de Melzer. Deux genres sont représentés dans cette famille les 

genres Archaeospora et Palaeospora. Les espèces de ces deux genres forment des structures 

mycorhiziennes qui se colorent très peu et ne produisent pas de vésicules. Les 

Archaeosporaceae possèdent une signature moléculaire sur le gène de l’ADNr codant pour la 

petite sous unité ribosomique : TGCTAAATAGCCAGGCT. 

 

Archaeospora Morton & Redecker. (Morton & Redecker 2001).  

 

 Les espèces de ce genre forment des spores latéralement ou de façon centrale 

sur l’hyphe suspenseur qui comporte un saccule sporifère. Le mode de formation des spores 

est donc similaire à celui des Acaulospora/Entrophospora mais elles présentent d’importantes 

différences comme l’absence de parois germinatives internes, de pigmentation et de réaction 

au réactif de Melzer (Fig. 28). Deux espèces (Acaulospora trappei et Entrophospora 

schenckii), ont été classées comme appartenant au genre Acaulospora et Entrophospora en se 

basant sur le mode de formation de leurs spores mais comme expliqué ci-dessus la structure 

subcellulaire (absence de paroi interne) de ces spores diffèrent des autres espèces appartenant 

aux Acaulosporaceae et aux Entrophosporaceae. Grace aux données moléculaires (SSU) 

Acaulospora trappei est alors classée dans un clade qualifié de plus primitif : les 

Archaeosporales et renommée : Archaeospora trappei (Redecker et al. 2000b). Sieverding et 

Oehl (2006) placent alors E. schenckii dans un nouveau genre : le genre Intraspora, en se 

basant exclusivement sur le mode de formation de la spore. Ils ont fait erreur car le mode de 

formation de la spore est un trait convergent, et donc phylogénétiquement non informatif dans 

la définition de clades monophylétiques. Schüßler & Walker (2010) corrigent cette erreur, et 

renomment E. schenckii : Archaeospora schenckii et la replacent dans le genre Archaeospora 

en se basant sur des donneés moléculaires. Les Archaeospora possèdent une signature 

moléculaire sur le gène de l’ADNr codant pour la petite sous unité ribosomique : 

TCTCKKYTTYGGKSGA. L’analyse phylogénétique des séquences SSU-(ITS)-LSU de 

l’ADNr (Fig. 1 ; Fig. 27) des espèces de ce genre confirme la position phylogénétique de ce 
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genre. 

 

 

Figure 28. Photographies des spores Archaeospora trappei (reference accession AU219). A. B. 

Spores intactes (S) et saccule (Sa). C. D. Couche 1 de la paroi de la spore (L1 of spore wall), couche 2 

de la paroi de la spore (L2 of spore wall), couche 3 de la paroi de la spore (L3 of spore wall). B. C. 

Spore dans du PVLG. D. Spore dans du PVLG + Melzer. (Photographie INVAM ; Morton 2017). 

 Ce genre compte actuellement 2 espèces ayant une position phylogénétique claire : 

Archaeospora schenckii (Sieverding & Toro 1987c ; Sieverding & Oehl 2006 ; Schüßler & 

Walker 2010) et Archaeospora trappei (Ames & Linderman 1976 ; Morton & Redecker 

2001). 

 Ce genre compte actuellement 2 espèces pour lequelles aucune données 

moléculaires ne sont disponibles : Archaeospora myriocarpa (Oehl et al. 2011c) et 

Archaeospora undulata (Oehl et al. 2011c). 

 

Palaeospora Oehl, Palenz., Sánchez-Castro & G.A. Silva. (Oehl et al. 2015b).  
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Ces spores diffèrent des spores d’Archaeospora par la présence de trois parois, des 

spores des Acaulospora par l’absence de granule « beads » sur la paroi interne et des spores 

d’Ambispora par l’absence d’un pédicelle à deux parois.   

La formation des spores est initiée par une expansion de l’hyphe portant le saccule 

(spore acaulosporoïde) ; ou bien de manière glomoïde à l’extrémité ou intercalaire sur 

l’hyphe. Les spores ont trois parois sans formation de pédicelle. Le pore à la base de la spore 

est fermé par la couche interne de la paroi externe de la spore. Une seule espèce est décrite 

dans ce genre : Palaeospora spainii (Oehl et al. 2015b). Phylogénétiquement le genre 

Paleospora semble être trop proche du genre Archaeospora pour être considéré comme un 

genre différent (Fig.27). 

 

Ambisporaceae Walker, Vestberg & Schüßler. (Walker et al. 2007b). 

 

Les champignons mycorhiziens à arbuscule de cette famille peuvent former des spores 

glomoïdes ou acaulosporoïdes et certaines espèces sont dites dimorphiques car elles peuvent 

former des spores glomoïdes et acaulosporoïdes. Les spores glomoïdes ne sont pas 

pigmentées et ont une nature souple entraînant une résistance à la fracturation lorsqu'elles sont 

écrasées. Les spores de type acaulosporoïdes sont formées près d’un saccule sporifère 

blanchâtre sur l’hyphe sporogène, elles ne sont pas forcément étroitement accolées à l’hyphe 

sporogène, parfois un pédicelle les ratache à cette hyphe. Une fois détachées de l’hyphe, les 

spores arborent donc une apparence glomoïde. Cette famille est séparée des autres familles de 

l’ordre des Archaeosporales par l’analyse des séquences de l’ADNr (Walker et al. 2007b ; 

Fig. 27). 

 

Ambispora Walker, Vestberg & Schüßler. (Walker et al. 2007b). 

 

Les spores sont formées dans le sol, de façon uniquement glomoïde ou de façon 

glomoïdes et acaulosporoïdes. Les spores glomoïdes sont formées seules ou en petits groupes 

dans le sol, elles diffèrent des spores des Glomeraceae par leurs caractères résistants et par la 

présence d’une paroi interne. Les spores possèdent un pore ouvert ou fermé par un septum 

appartenant à la paroi interne. Le saccule sporifère semble initialement similaire à une spore 

glomoïde de par sa nature souple et résistante, il se forme à l’extrémité de l’hyphe et est fermé 

par un septum. Les spores acaulosporoïdes se développent sur le côté de l’hyphe portant le 
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saccule, la structure pariétale de la spore est complexe avec deux ou trois groupes de paroi. La 

paroi externe forme le premier groupe elle est en continuité avec la paroi du saccule, cette 

paroi renferme les deux autres groupes de paroi, le groupe deux et trois sont formés de plus 

d’une couche flexible chacun (Fig. 29). Les espèces de ce genre forment des mycorhizes à 

arbuscules dans les racines des plantes. Ce genre est séparé des autres genres appartenant aux 

Archaeosporales par une signature moléculaire sur le gène de l’ADNr codant pour la petite 

sous unité ribosomique : CAAAACCAATCTCGTCTTCGGGC (Walker et al. 2007b). 

L’analyse phylogénétique des séquences SSU-(ITS)-LSU de l’ADNr (Fig. 1 ; Fig. 27) des 

espèces de ce genre confirme la position phylogénétique de ce genre. 

 

 

Figure 29. Photographies des spores d’Ambispora leptoticha (reference accession FL130A). A. Spores 

intactes. B. C. Morphotype glomoïde, couche 1 de la paroi de la spore (PSC1), couche 2 de la paroi de 

la spore (PSC2). D. Morphotype acaulosporoïde, couche 1 de la paroi de la spore (PSC1), couche 2 de 

la paroi de la spore (PSC2), couche 3 de la paroi de la spore (PSC3), couche 4 de la paroi de la spore 

(PSC4). B. D. Spore dans du PVLG. C. Spore dans du PVLG + Melzer. (Photographie INVAM ; 

Morton 2017). 
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Ce genre compte actuellement 6 espèces ayant une position phylogénétique claire : 

Ambispora appendicula (Schenck et al. 1984 ; Spain et al. 2006 ; Walker 2008) ; Ambispora 

callosa (Sieverding 1988b ; Walker et al. 2007b) ; Ambispora fennica (Walker et al. 2007b) ; 

Ambispora gerdemannii (Rose 1979 ; Walker et al. 2007b) ; Ambispora granatensis 

(Palenzuela et al. 2011) et Ambispora leptoticha (Schenck & Smith 1982 ; Walker 2008).  

Ce genre compte actuellement 4 espèces pour lequelles aucune données moléculaires 

ne sont disponibles : Ambispora fecundispora (Schenck & Smith 1982 ; Walker et al. 

2007b) ; Ambispora jimgerdemannii (Nicolson & Schenck 1979 ; Spain et al. 2006 ; Walker 

2008) ; Ambispora reticulata (Oehl et al. 2013) et Ambispora nicolsonii (Oehl et al. 2011c). 

 

Geosiphonaceae Engler & Gilg. (Engler & Gilg 1924). 

 

Champignon avec mycelium coenocytique, présentant des cloisons (septa) quand le 

mycelium devient scenesent ou mort ; vit principalement de manière hypogée. Forme des 

spores asexuées avec des parois rigides composées de chitine. Les spores se développent de 

façonfaçon blastiques à l’extrémité ou non de l’hyphe. Elles peuvent être glomoïdes, 

produites seules ou en groupes dans le sol. Les Geosiphonaceae sont connus pour être 

biotrophiques, ils forment des symbioses étroites avec des organismes photo-autotrophiques. 

Pour le moment une seule espèce est connue, elle produit des endocytosymbioses avec les 

cyanobactéries. Cette famille est phylogénétiquement placée dans l’ordre des 

Archaeosporales.   

 

Geosiphon Wettstein. (Wettstein 1915 ; Schüßler 2002). 

 

Cette espèce forme des spores asexuées avec des parois rigides composées de chitine. 

Les spores se développent de façon blastique à l’extrémité ou non de l’hyphe. La paroi de la 

spore est une succession de 3 parois, une interne fine et flexible, une laminée épaisse et une 

externe évanescente recouvrant l’hyphe suspenseur de la spore sur quelques micromètres. 

Pour le moment une seule espèce est connue Geosiphon pyriformis (Wettstein 1915 ; 

Schüßler 2002).  L’analyse phylogénétique des séquences SSU-(ITS)-LSU de l’ADNr (Fig. 

1 ; Fig. 27) de l’espèce de ce genre confirme la position phylogénétique de ce genre. 
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Paraglomerales Walker & Schüßler. (Schüßler et al. 2001). 

Cet ordre est entièrement basé sur les données moléculaires. Cet ordre regroupe deux 

familles : Paraglomeraceae et Pervetustaceae. 

 

Paraglomeraceae Morton et Redecker. (Morton & Redecker 2001). 

 

Deux études portant sur l’identification de certains caractères biochimiques, telles que 

les spécificités d'anticorps monoclonaux (Wright et al. 1986) et les profils d'acides gras 

(Graham et al. 1995), ont fourni la première preuve que cette famille, ainsi que les espèces 

classées dans les Archaeosporales étaient phylogénétiquement éloignées des Acaulosporaceae 

et des Glomeraceae. Des séquences SSU ont finalement permis de positionner cette famille 

comme un clade ancestral par rapport aux Acaulosporaceae et Glomeraceae (Redecker et al. 

2000b ; Sawaki et al. 1997). La phylogénie et la morphologie du gène rDNA sont congruentes 

et permettent de conclure que cette famille est une lignée ancestrale séparée des 

Archaeosporaceae et des Ambisporaceae. Les spores sont produites seules ou en petit groupe 

de 2-3 spores, la structure subcellulaire de la spore est similaire à celle des espèces de 

Glomus, avec une paroi de la spore en continuité avec la paroi de l’hyphe suspenseur. Les 

spores se développent de maniéère terminale sur un hyphe suspenseur cylindrique ou 

légerement évasé. Cette famille est composée de deux genres : le genre Paraglomus et le 

genre Innospora (Błaszkowski et al. 2017). 

Cette famille est séparée des autres familles appartenant aux Glomeromycota par une 

signature moléculaire sur le gène de l’ADNr codant pour le 5.8S : 

GGCATGTCTGTTTGAGGGCACCA.  

 

Paraglomus Morton et Redecker. (Morton & Redecker 2001). 

 

Toutes les espèces de ce genre possèdent les caractéristiques de la famille des 

Paraglomeraceae. Le développement des spores est identique à celui de la famille des 

Glomeraceae. La paroi la plus externe de la spore est dégradée chez les spores agées (dans le 

sol). Les spores de ce genre sont composées de deux parois (Mello et al. 2013 ; Fig. 30). La 

spore est fermée par l'épaississement de la couche de la paroi la plus interne. Cette paroi est la 

première à se former lors du développement de la spore, des débris peuvent s’accumuler à la 

surface de cette paroi aucune réaction au réactif de Melzer a été rapportée. Les structures 

mychoriziennes des espèces de ce genre se colorent très faiblement, aucune vésicule n’a été 
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détectée pour les espèces décrites. L’analyse phylogénétique des séquences SSU-(ITS)-LSU 

de l’ADNr (Fig. 1 ; Fig. 27) des espèces de ce genre confirme la position phylogénétique de 

ce genre. 

 

Figure 30. Photographies des spores de Paraglomus occultum (reference accession CL700). A. Spores 

intactes. B. Paroi de la spore (PS). C. D. Couche 1 de la paroi de la spore (PSC1), couche 2 de la paroi 

de la spore (PSC2), couche 3 de la paroi de la spore (PSC3). C. Spore dans du PVLG. B. D. Spore 

dans du PVLG + Melzer. (Photographie INVAM ; Morton 2017). 

 

Ce genre compte actuellement 5 espèces ayant une position phylogénétique claire : 

Paraglomus bolivianum (Mello et al. 2013 ; Błaszkowski et al. 2017) ; Paraglomus 

brasilianum (Morton & Redecker 2001 ; Spain & Claessen de Miranda 1996b) ; Paraglomus 

laccatum (Blaszkowki 1988a ; Renker et al. 2007) ; Paraglomus occultum (Walker 1982 ; 

Morton & Redecker 2001) et Paraglomus pernambucanum (Mello et al. 2013 ; Błaszkowski 

et al. 2017).  
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Ce genre compte actuellement 2 espèces pour lesquelles aucune données moléculaires 

ne sont disponibles : Paraglomus albidum (Walker 2001b ; Oehl et al. 2011a) ; et 

Paraglomus lacteum (Rose & Trappe 1980 ; Oehl et al. 2011a). 

Innospora Blaszk., Kovacs, Chwat & Kozlowska. (Błaszkowski et al. 2017). 

Les spores sont produites seules, sont glomoïdes et hyalines. La spore posséde une 

seule paroi et un hyphe suspenseur avec un pore ouvert (Fig. 31). Les structures 

mycorhiziennes se colorent de manière variable avec le bleu de Trypan. Les séquences de 

l’ADNr diffèrent des séquences de l’ADNr des Paraglomus spp. Ce genre possède une 

signature moléculaire sur le gène de l’ADNr codant pour la grande sous unité ribosomique : 

TTGTGAAATTTTTCGCATGGCAGGTCAGCATCAGTTTC. L’analyse phylogénétique 

des séquences SSU-(ITS)-LSU de l’ADNr (Fig. 1 ; Fig. 27) des espèces de ce genre confirme 

la position phylogénétique de ce genre. 

 

 

Figure 31. Photographies des spores d’Innospora majewskii. A. Spores intactes. B. Couche 2 de la 

paroi de la spore (swl2), couche 3 de la paroi de la spore (swl3). C. D. Couche 1 de la paroi de la spore 

(swl1), couche 2 de la paroi de la spore (swl2), couche 3 de la paroi de la spore (swl3). A. B. Spore 

dans du PVLG. C. D. Spore dans du PVLG + Melzer. A ; barre=20 µm. B. C. D ; barre=10 µm. 

(Photographies fournies par Janusz Błaszkowski). 
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Ce genre compte actuellement 1 espèce ayant une position phylogénétique claire : 

Innospora majewskii (Błaszkowski et al. 2012 ; Błaszkowski et al. 2017). 

Pervetustaceae Blaszk., Chwat, Kozlowska, Symanczik & Al-Yahya’ei. (Błaszkowski et 

al. 2017). 

Les spores sont produites seules, sont glomoïdes et hyalines. La spore posséde deux 

parois (Fig. 32). Les structures mycorhiziennes se colorent de manière variable avec le bleu 

de Trypan. Les séquences de l’ADNr diffèrent des séquences de l’ADNr des Paraglomus spp. 

et des Innospora spp. Ce genre possède une signature moléculaire sur le gène de l’ADNr 

codant pour la grande sous unité ribosomique : 

CACCGCCAAGGACGCTGGCGTAATGGCTTCAAACGACCCGTCTTGAAACACGGA

CCAAGGAGTC. 

 

Pervetustus Blaszk., Chwat, Kozlowska, Symanczik & Al-Yahya’ei. (Błaszkowski et al. 

2017). Possède les caractéristiques de la famille des Pervetustaceae. L’analyse phylogénétique 

des séquences SSU-(ITS)-LSU de l’ADNr (Fig. 1 ; Fig. 27) de l’espèce de ce genre confirme 

la position phylogénétique de ce genre. 

Ce genre compte actuellement 1 espèce ayant une position phylogénétique claire :  

Pervetustus simplex (Błaszkowski et al. 2017). 
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Figure 32. Photographies des spores de Pervetustus simplex nc. A. Spores intactes (S). B. C. D. Paroi 

de la spore couche 1 (PSC1), paroi de la spore couche 2 (PSC2). B. C. D. Spore dans du PVLG.  

 

Conclusion 
 

Cette étude recense 292 espèces. Pour 64 % (185 espèces) de ces espèces des données 

moléculaire sont disponibles, 36% (106 espèces) de ces espèces sont décrites sans donnée 

moléculaire parmi ces espèces, 50% (47 espèces) appartiennent au genre Glomus (sensu lato) 

(Schüßler & Walker 2010). L’analyse phylogénétique réalisée dans cette étude est basée sur 

les séquences de 158 espèces qui représentent 55% des espèces décrites jusqu’à aujourd’hui. 

Tous les genres acceptés et non incertains (Redecker et al. 2013) forment des groupes 

monophylétiques de niveau générique excepté les genres Corymbiglomus et Redeckera qui 

forment un seul groupe. Pour clarifier la situation, différentes espèces de Redeckera spp. 

doivent être séquencées afin de décider si ces deux genres doivent être fusionnés ou non. Les 

genres Tricispora et Otospora (Divercisporaceae) sont décrits comme incertains par Redecker 

et al. 2013, l’analyse phylogénétique réalisée dans cette étude confirme l’absence de preuve 

phylogénétique pour la création de ces deux genres. En effet les genres Tricispora et 
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Otospora apparaissent au sein du groupe des Diversispora. Les espèces de ces deux genres 

doivent être re-séquencées afin de vérifier leurs positions phylogénétiques et si leur position 

est confirmée, les espèces de ces genres doivent être inclues au genre Diversispora, les 

caractères morphologiques définissant le genre Diversispora devront alors être modifiés. 

L’espèce Diversispora omaniana forme un groupe proche du clade 

Corymbiglomus/Redeckera au lieu de grouper avec le clade des Diversispora. D. omaniana 

appartient probablement à un genre qui reste à décrire. Des analyses morphologiques doivent 

être entreprises afin d’établir si cette espèce doit être transférée dans le genre Corymbiglomus 

ou former un nouveau genre. L’espèce du genre Bulbospora (Gigasporaceae) forme un groupe 

monophylétique proche des Scutellospora spp. avec une faible valeur de bootstrap. Une seule 

espèce a été décrite pour ce genre et les séquences proviennent de spores récoltées sur le 

terrain, en conséquence les séquences de ce champignon peuvent être erronées. Les genres 

Intraornatospora et Paradentiscutata forment un groupe de niveau générique. Pour le genre 

Intraornatospora les séquences proviennent également de spores récoltées sur le terrain, pour 

le genre Paradentiscutata les spores proviennent de culture pièges, en conséquence les 

séquences peuvent être erronées. Les espèces de ces deux genres doivent être re-séquencées 

afin de vérifier leurs positions phylogénétiques, si la position phylogénétique est confirmée 

ces deux genres doivent être fusionnés en un seul genre. Le genre Entrophospora reste 

énigmatique les séquences d’Entrophospora infrequens groupent parfaitement avec les 

séquences des Claroideoglomus spp. alors que la morphologie des spores d’E. infrequens est 

complètement différente de la morphologie des spores des Claroideoglomus spp. la situation 

doit être clarifiée. Le genre Palaeospora (Archaeosporaceae) ne semble pas former un groupe 

assez éloigné des Archaeospora spp. pour être considéré comme un genre. Tous les autres 

genres forment des groupes monophylétiques de niveau générique. Toutes les séquences des 

158 espèces analysées sont bien différenciées entre elles par l’analyse phylogénétique. Les 

caractères morphologiques de chaque genre sont également retrouvés chez toutes les espèces 

examinées. 

Mise à jour : une nouvelle espèce Diversispora sabulosa (Diversispora, 

Diversisporaceae, Diversisporales) a été décrite en 2018 (Symanczik et al. 2018). L’espèce 

Diversispora omaniana a été renommée Desertispora omaniana et placée dans son propre 

genre Desertispora Błaszk., Kozłowska, Ryszka, Al-Yahya’ei & Symanczik (Symanczik et al. 

2018). Curieusement une seule espèce de Corymbiglomus spp., est représentée dans les 

analyses phylogénétiques, alors que les séquences sont disponibles pour des espèces de 
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Corymbiglomus spp., plus proches phylogénétiquement de De. omaniana. Le nombre 

d’espèce de CMA décrites s’élève donc à 293. 
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