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AVANT-PROPOS 

Cette thèse est rédigée sur la base des lignes directrices fournies par l'INRS, mise à jour en 

février 2019 en suivant une structure de « thèse par articles », afin de répondre à l'avant-dernière 

exigence du programme de doctorat en biologie, donnée à l'INRS - Armand Frappier Centre de 

recherche Santé-Biotechnologie.  

La thèse se compose des sections suivantes : un résumé (versions anglaise et française), une 

introduction, des articles révisés par les pairs, une discussion et conclusions et une bibliographie, 

tel que décrit ci-dessous. 

Le premier chapitre constitue en une introduction générale, comprenant une revue de la littérature 

pertinente liée aux principales hypothèses. Ce chapitre décrit également en détail l'hypothèse et 

les objectifs de recherche poursuivis dans le programme de doctorat. Le chapitre deux consiste 

en la publication dérivée d’une revue de littérature étendue.  

La section suivante compile les chapitres trois et quatre, correspondants aux publications où nous 

avons communiqué les résultats obtenus pour chaque objectif de ma thèse. Cette section 

comprend deux articles scientifiques révisés par des pairs et publiés ou soumis pour publication. 

Le cinquième chapitre récapitule les résultats exposés dans la section précédente, d'une manière 

cohérente qui résume la contribution des résultats pour répondre à l'hypothèse principale et son 

objectif associé.  

Enfin, le dernier chapitre fait était de la bibliographie citée dans la thèse, et est suivi par du 

matériel lié aux articles dans une série d’annexes.
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RÉSUMÉ 

Les hydrocarbures aromatiques polycycliques (HAP) sont des composés organiques polluants 

produits lors de la combustion incomplète de la matière organique. La phytoremédiation, et plus 

précisément la rhizoremédiation, peut décontaminer efficacement les HAP dans les sols grâce à 

la biostimulation dans la rhizosphère. Cependant, la littérature visant la rhizoremédiation montre 

des incohérences concernant son succès, parce que ce processus repose sur les interactions 

existantes entre les composants de l'interface plante-sol. La littérature scientifique a identifié 

l’espèce végétale, les caractéristiques du sol et la diversité microbienne comme étant les 

principaux facteurs qui façonnent la communauté microbienne de la rhizosphère. Néanmoins, il 

y a de plus en plus de preuves que la faune vivant dans le sol peut également altérer les 

communautés microbiennes dans la rhizosphère. Le but de ma thèse est de mieux comprendre 

les contributions des différentes composantes de la diversité de la rhizosphère dans l’efficacité 

de Populus balsamifera (peuplier) et Salix purpurea (saule) lors de la rhizoremédiation du 

phénanthrène (PHE). Au cours de ce projet, j’ai étudié les communautés microbiennes et le 

réseau trophique animal en tant que composantes clés de la diversité des sols, moteur du succès 

de la rhizoremédiation du PHE. Ainsi, l'hypothèse de ma thèse est qu'une grande diversité et 

complexité trophique dans le sol sont des facteurs clés permettant aux plantes de faire face au 

stress du PHE, car elles fournissent une redondance fonctionnelle au sein de la communauté 

microbienne de dégradeurs. Pour tester cette hypothèse, ma thèse est divisée en deux parties. 

Premièrement, la communauté microbienne rhizosphérique de peupliers poussant dans deux 

sols présentant des profils de diversité différents (forestier vs agricole) a été comparée pour 

évaluer les patrons fonctionnels et de diversité communs qui se démarquent lorsque les plantes 

sont soumises à une contamination par le PHE. Dans le sol agricole, la communauté bactérienne 

a montré une distribution microbienne plus homogène à travers l’infuence de la contamination et 

du peuplier que dans le sol forestier. La deuxième partie cherchait à déterminer si une 

combinaison plus complexe d'invertébrés est plus efficace pour améliorer la rhizoremédiation du 

PHE et / ou favoriser le développement des arbres que des combinaisons d’invertébrés moins 

complexes. Les saules témoins contaminés sans animaux ont été affectés négativement par le 

PHE, mais pas les saules exposés aux traitements avec les animaux, où les nématodes, les 

collemboles et les vers de terre ont aidé les saules à atteindre des niveaux de biomasse 

comparables aux témoins non-contaminés. Ensemble, ces résultats aident à élucider quels 

aspects de la diversité des sols ont une influence plus forte sur le devenir du PHE dans le sol. À 
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l'avenir, cela nous aidera à concevoir de meilleures stratégies de phytoremédiation, en 

s'attaquant à la diversité autour du système végétal. 

 

Mots-clés : phytoremédiation; phénanthrène ; peuplier ; saule ; biodégradation ; communauté 

microbienne ; diversité du sol  
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ABSTRACT 

Polycyclic aromatic hydrocarbons (PAHs) are pollutant organic compounds produced during 

incomplete combustion of organic matter. Phytoremediation can effectively decontaminate PAHs 

in soils. More specifically, rhizoremediation performs most of the degradation through 

biostimulation in the rhizosphere. However, the literature shows inconsistent results regarding 

rhizoremediation success. Part of the inconsistency is due to the fact that rhizoremediation relies 

on the interactions occurring among different components of the plant-soil interface. There is a 

scientific consensus identifying the main drivers shaping the rhizosphere microbial community as 

the plant species, soil characteristics and microbial diversity. However, there is increasing 

evidence that soil dwelling fauna may also shift microbial communities in the rhizosphere. 

Considering this, the aim of my thesis is to understand the contributions of different components 

of the diversity of the rhizosphere involved in the survival of Populus balsamifera (poplar) and 

Salix purpurea (willow) during phenanthrene (PHE) rhizoremediation. During my thesis I focused 

on microbial species composition, functional redundancy, and food webs as key components of 

the soil diversity driving the success of rhizoremediation of PHE. Therefore, the general 

hypothesis of my research project is that high diversity and trophic complexity in soil are the most 

important factors allowing plants to cope with PHE stress because it provides functional 

redundancy within the microbial community of degraders. To test this, my research is divided in 

two parts. First, the rhizospheric microbial community of poplars growing in soils with different 

diversity profiles (forest soil vs. agricultural soil) was compared to assess the common functional 

and diversity patterns that stand out when plants are subjected to PHE contamination. In 

agricultural soil the bacterial community showed a more homogeneous microbial distribution 

across contamination and plant factors than in forest soil. The second part evaluated the effect of 

increasingly complex food web interactions occurring in the rhizosphere during PHE 

rhizoremediation. I aimed to determine whether the most complex (diverse) combination of 

invertebrates is more effective in enhancing rhizoremediation and/or promoting plant 

development under PHE contamination. Control contaminated willows were negatively impacted 

by PHE but not those exposed to the food web interaction treatments, were nematodes, 

springtails and earthworms helped the plant achieve biomass levels comparable to control 

uncontaminated treatments. Together, these results help elucidate which aspects of soil diversity 

have a stronger influence in PHE fate in soil. In the future, this will help us to design better 

phytoremediation strategies, by tackling the diversity around the plant system. 
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Keywords : phytoremediation; phenanthrene; poplar; willow; biodegradation; microbial 

community; soil diversity
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1 INTRODUCTION 

1.1 Contexte et problématique : de la contamination par HAP à la 
phytoremédiation 

 

Ce n'est pas nouveau, les sociétés contemporaines l'ont entendu jusqu’à l’exténuation : les 

activités humaines contribuent de manière significative à la contamination de l'environnement. 

Des opérations les plus occasionnelles, telles que la conduite d'une voiture, aux tâches 

industrielles lourdes ou à la construction d’infrastructures : les activités humaines impliquent 

l’émission d'une pléthore de substances polluantes et potentiellement dangereuses pour la santé 

humaine et des écosystèmes. Parmi ces substances polluantes, on trouve des hydrocarbures 

aromatiques polycycliques (HAP), souvent trouvés dans des mélanges complexes avec d’autres 

composés polluants. Les HAP apparaissent à la suite de la combustion incomplète de la matière 

organique, et en tant que tels, ils sont présents dans pratiquement tous les environnements. Il fut 

un temps où les sources prédominantes d'HAP étaient les incendies de forêt naturels ou les 

éruptions volcaniques. De nos jours, les sociétés modernes dépendent de la combustion du 

charbon, du pétrole, du gaz ou du bois pour la création d’innombrables produits (p. ex. le bitume) 

et services (p. ex. l'énergie) qui sont responsables d'une grande partie de l'émission totale de 

HAP dans l’environnement. Cependant, les grandes industries ne sont pas les seules 

responsables pour les émissions d’HAP : toute activité anthropique impliquant des températures 

pyrolytiques élevées libérera ces composés. De nombreuses activités domestiques contribuent 

aux émissions d’HAP : dès la cuisson de nos aliments, au chauffage avec du bois pendant l’hiver, 

en passant par l’utilisation d’une voiture pour des déplacements courants. Depuis l'apparition de 

16 HAPs dans la liste commune des 129 composés prioritaires publiée par l'US Environmental 

Protection Agency (EPA) en 1976, plusieurs techniques de remédiation ont vu le jour, la plupart 

d'entre elles incluant des activités physico-chimiques qui, à leur tour, dépendent de la 

consommation de grandes quantités d'énergie et de ressources pour être efficaces. En 

conséquence, des alternatives de décontamination propres, vertes et rentables sont de plus en 

plus demandées. Au cours des dernières décennies, la phytoremédiation et la bioremédiation, 

utilisant respectivement les plantes et les microbes pour décontaminer les hydrocarbures, se sont 

positionnées comme de meilleures alternatives aux approches physico-chimiques. Cependant, 

ces techniques présentent également des défauts importants, principalement en raison de la 

complexité des mécanismes inhérents aux êtres vivants, ce qui limite leur adoption et leur 
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utilisation à large échelle. Ainsi, il n'est pas surprenant que la communauté scientifique ait 

concentré son attention sur ces approches biologiques pour mieux en comprendre les 

mécanismes qui sous-tendent leur fonctionnement.  

Dans ce contexte, de nombreuses études ont été réalisées pour déterminer les éléments 

bactériens et fongiques symbiotiques qui contribuent à la dégradation des polluants et à la survie 

de la plante dans des environnements contaminés par les HAP. Cependant, peu de travaux ont 

été effectués pour comprendre les influences concrètes d’éléments particuliers de la diversité des 

sols : diversité spécifique (richesse spécifique), redondance fonctionnelle et complexité du réseau 

trophique. 

De plus, à mesure que nos connaissances sur le fonctionnement des écosystèmes évoluent, 

pavant la voie vers de nouveaux changements de paradigme, tels que l'apparition du concept de 

l’holobionte, l'application de ces découvertes dans les domaines de la phytoremédiation et de la 

bioremédiation a pris du retard. Dans cette thèse, mes objectifs seront de comprendre 

l'importance des différents aspects de la diversité qui caractérisent les écosystèmes où se 

déroulent la phytoremédiation sur l’efficacité de celle-ci. Plus précisément, j'ai d'abord voulu 

déterminer si les différentes compositions des communautés microbiennes des sols ont un impact 

sur la composition de la communauté microbienne de la rhizosphère des plantes lors de la 

phytoremédiation, et donc sur le succès de la dégradation du phénanthrène, un HAP modèle. 

Deuxièmement, je me suis demandé si un réseau trophique du sol plus complexe affecterait de 

manière significative la composition de la communauté microbienne rhizosphérique et l’efficacité 

de la phytoremédiation. Dans son ensemble, ma thèse permet de mieux comprendre les 

contributions individuelles des composantes de la diversité des sols sur le succès de la 

phytoremédiation, avec comme objectif final de guider les approches futures vers des techniques 

de remédiation vertes plus efficaces.  

 

1.2 Les hydrocarbures aromatiques polycycliques  

 

Les HAP sont un sous-ensemble d'hydrocarbures partageant plusieurs caractéristiques 

communes : ce sont des composés organiques, neutres et apolaires, formés par deux anneaux 

benzéniques ou plus, liés par des arrangements linéaires, angulaires ou en coin. Ce sont des 

molécules généralement formées lors de la combustion incomplète de la matière organique.  
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Dans cette section, je considèrerai les propriétés physicochimiques qui affectent les interactions 

des HAP avec l’environnement, les sources et voies d’exposition aux HAP, les effets nocifs des 

HAP chez différents organismes ainsi que la réglementation reliée à la régulation et au contrôle 

des HAP dans l’environnement. 

 

1.2.1 Propriétés et structure 

Les hydrocarbures aromatiques polycycliques sont des hydrocarbures composés de plusieurs 

anneaux benzéniques. En tant qu’hydrocarbures, les HAP sont des molécules lipophiles 

apolaires, produites par la décomposition thermique de la matière organique (combustion 

incomplète de la matière organique), et on les trouve également couramment dans les gisements 

de charbon et de goudron. 

Par définition, ces composés ont de multiples anneaux aromatiques. Le plus simple des HAP est 

le naphtalène, avec seulement deux anneaux aromatiques. Les anneaux, ou cycles, ne 

contiennent pas d'hétéroatomes (en chimie, un hétéroatome est un atome qui n'est pas ni du 

carbone ni de l'hydrogène). Ces cycles sont le plus souvent formés de 5-6 atomes de carbone en 

anneaux organisés en différentes structures plates qui, par conséquent, fournissent une large 

gamme de molécules de HAP. 

En générale, les HAP sont des molécules hydrophobiques, et qui ne se vaporisent facilement (à 

exception des plus petites). Il s’agit des molécules qui sont également très stables chimiquement, 

avec une capacité d’adsorption à la matière organique très élevée. Cependant, ces propriétés 

physicochimiques varient de façon particulière en fonction du nombre d’anneaux benzéniques. 

Ainsi, les HAP formés par 2 ou 3 anneaux sont connus comme des HAP à bas poids moléculaire 

(LMW de l’anglais Low Molecular Weight) tandis que ceux à 4 anneaux ou plus sont connues 

comme des HAP à haut poids moléculaire (HMW de l’anglais High Molecular Weight). Les LMW 

sont moins lipophiles et plus solubles dans l'eau, ont une pression de vapeur plus élevée et 

possèdent des coefficients de partition logKow plus bas que les HMW. Ces différences dans les 

propriétés physicochimiques des HAP définissent leur comportement dans l'environnement 

(Mackay et Callcott 1998).  

Plus précisément, parce qu’ils sont moins hydrophobes, de faibles quantités de LMW comme le 

naphtalène, le fluorène, le phénanthrène ou l’anthracène peuvent être dissoutes dans l’eau 

(Mackay et Callcott 1998). Ils peuvent ainsi se mobiliser facilement dans différentes matrices et 
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être emportés par l’eau. Ainsi, lorsque la concentration de ces substances est plus élevée par 

rapport à la capacité d'adsorption du sol, elles peuvent se répandre à proximité suivant un 

gradient de concentration vers les zones moins saturées (Bouchard et al. 1990), augmentant en 

même temps leur biodisponibilité. Ces molécules peuvent donc être une source de contamination 

autant pour le sol que les aquifères. 

En raison de leur hydrophobicité, les HAP, qu’il s’agisse des LMW ou des HMW, ont 

majoritairement tendance à s'accumuler dans le sol où ils sont adsorbés par des particules de 

matière organique, attribuable à la teneur en lipides de celle dernière (Kohl et Rice 1999; Ukalska-

Jaruga et al. 2019).  

 

1.2.2 Sources et distribution dans l’environnement, voies d’exposition  

La source principale des HAP est la combustion incomplète de la matière organique et la pyrolyse 

des combustibles fossiles. Les autres sources non négligeables sont les déversements 

occasionnels de pétrole, les infiltrations d’huile et la diagenèse de la matière organique dans les 

sédiments anoxiques (Howsam et Jones 1998), faisant en sorte que les HAP sont très répandus 

dans l’environnement.  

Après un événement de combustion comme ceux mentionnés ci-dessus, les HAP peuvent être 

dispersés et adhérer à la matière organique. Plus précisément, les HAP de 5 anneaux ou plus se 

retrouvent en association avec des petites particules aériennes. (< 2.5 µm), comme les cendres 

(volantes) et la suie. Les HAP de 2-3 anneaux se retrouvent quasi totalement en phase gazeuse, 

tandis que les HAP à 4 anneaux peuvent se retrouver dans différents états, dépendamment des 

facteurs environnementaux (Larsen et al. 2002). Conséquemment, les chutes atmosphériques 

(pluie, neiges) peuvent déposer des HAP-HMW à la surface des végétaux, et constituent ainsi 

une source de contamination pour des plantes à consommation humaine ou animale (Nielsen et 

al. 1996; Edwards 1983; Larsen et al. 2002). Quand les particules tombent dans un cours d’eau, 

les HAP sont dispersés en suspension jusqu’à ce qu’ils se déposent dans les sédiments des 

rivières, lacs, estuaires et océans, auxquels ils adhéreront compte tenu de leur haute teneur en 

matière organique. Les sédiments constituent ainsi des réservoirs à HAP qui pourraient être 

libérés sous certains conditions. Ensuite, les HAP sont filtrés et potentiellement bioaccumulés par 

les mollusques et autres animaux à alimentation par filtrage demeurant dans les sédiments 

(Meador et al. 1995; Pérez-Cadahía et al. 2004; Sarkar et al. 2017).  
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Une fois dans l’eau, les HAP sont stables et difficilement dégradables par hydrolyse, considérant 

leur hydrophobicité. Par contre, ces molécules sont susceptibles d’être dégradées par photo-

oxydation et oxydation dans l’eau, l’air et le sol (Larsen et al. 2002; Howsam et Jones 1998). 

Dans les sols, les HAP peuvent être aussi métabolisés par des microorganismes, dans un 

processus de biodégradation complexe (les sections suivantes décrivent en détail la 

biodégradation des HAP). Dans tous les cas, ces processus peuvent affecter la toxicité des HAP. 

Par exemple, la photo-oxydation accroît leur toxicité quand ces molécules sont exposées à la 

lumière ultraviolette, et la dégradation par les microorganismes peut créer des composés issus 

des réactions d’oxydation métabolique qui ont une tendance à réagir plus fortement avec les 

autres organismes (Larsen et al. 2002). Ainsi, même si on ne peut plus détecter les composés 

parents, les produits intermédiaires peuvent être présents dans le milieu.  

En conséquence, les HAP peuvent se retrouver dans les aliments que les humains consomment. 

De façon anecdotique, les niveaux des HAP trouvés dans les végétaux poussant autour des 

régions urbaines ou industrielles peuvent être jusqu’à dix fois plus élevés comparés aux niveaux 

trouvés dans les régions rurales, spécialement aux alentours des autoroutes (Larsson 1985). 

Malgré les sources de contamination dérivées des déversements accidentels et des activités 

industrielles, les sources d’exposition aux HAP majoritaires dans notre société actuelle dérivent 

principalement des activités domestiques (Larsen et al. 2002). Notamment, la préparation et la 

cuisson des aliments (séchage à la fumée, grillades, rôties, fritures) sont des sources non 

négligeables d’exposition hebdomadaire aux HAP (Guillen et al. 1997; Phillips 1999). Comme 

valeurs de référence, on trouve entre 0.01-1 µg kg-1 HAP dans les aliments crus (potentiellement 

exposés aux sources naturelles et industrielles d’HAP). Comparativement, jusqu’à 200 µg kg-1 de 

HAP ont été retrouvés dans la viande et poisson fumés, et jusqu’à 130 µg kg-1 dans la viande 

cuite au barbecue. 

 

1.2.3 Les effets nocifs des HAP sur la santé et l’environnement 

On a vu que les HAP se trouvent dans l’atmosphère, l’eau et le sol. Les écosystèmes plus à 

risque d’être exposés aux HAP sont les zones urbaines et industrielles. Mais les zones plus 

éloignées peuvent aussi se voir contaminées par des déversements accidentels, mais 

potentiellement désastreux, notamment le long des voies de transport maritimes et terrestres du 

pétrole, comme ce fut le cas lors du déversement de pétrole brut suite au naufrage du pétrolier 
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Prestige en 2002 près des côtes espagnoles ou encore l’accident ferroviaire de Lac-Mégantic, 

Québec, en 2013.  

Malgré la nature « de terrain » de la pollution par les HAP, la plupart des études pour déterminer 

les effets des HAP dans l’environnement ont été menées sous des conditions contrôlées, in vitro 

ou in vivo. Plus précisément, dans le contexte canadien, les études de terrain se sont souvent 

concentrées sur les invertébrés, les poissons et les oiseaux, avec peu d’études sur les 

amphibiens et mammifères en milieux naturel (Wallace et al. 2020).  

Dans les sols, les effets de la présence d’HAP sur les invertébrés, tout en étant non-négligeables, 

sont moins néfastes en comparaison avec leur effet dans les sédiments des milieux aquatiques 

(Erstfeld et Snow-Ashbrook 1999; Larsen et al. 2002). Les invertébrés sont un grand groupe 

d’animaux, et les effets des HAP sur les différents clades ne sont pas toujours cohérents. Les 

invertébrés terrestres peuvent être exposés aux HAP par différentes voies : l’eau interstitielle, 

l’ingestion de nourriture et de particules de sol et l’inhalation d’air présent dans les pores du sol. 

L’importance relative de chacune de ces voies dépend de différents facteurs : la morphologie, la 

physiologie et le comportement de l’animal. Ainsi, on différencie généralement les invertébrés à 

corps mou (nématodes, vers de terre, Enchytraeidae, larves) et les invertébrés à corps dur 

(arthropodes, isopodes, certains crustacés). Pour les organismes à corps mou, l’absorption de 

l’eau et de l’air a lieu à travers la peau, ce qui a des implications importantes pour l’exposition aux 

HAP (Peijnenburg et al. 2012). Ainsi, on trouve que des résultats contrastants ont été publiés. De 

faibles concentrations d’HAP (<100 mg kg-1) étaient corrélées positivement avec l’abondance des 

nématodes et des collemboles dans le sol, ainsi qu’avec le poids des vers de terre (Erstfeld et 

Snow-Ashbrook 1999). D’autres études, montrent des effets très nocifs de telles concentrations 

pour la reproduction des collemboles (Nota et al. 2009) et des Enchytraeidae (Roelofs et al. 2016). 

Si le sol est fortement contaminé, les effets adverses décrits pour la faune incluent des problèmes 

de reproduction, de développement et l’apparition de tumeurs (Peijnenburg et al. 2012).  

Les plantes peuvent, en théorie, absorber une faible quantité d’HAP du sol à travers leurs racines 

et les déplacer aux parts aériennes (Watts et al. 2006), mais les quantités absorbées restent 

assez réduites dû à l’hydrophobicité des HAP. Les HAP en suspension atmosphérique peuvent 

aussi être absorbés par les feuilles par les stomates, tandis que la translocation ultérieure vers 

les racines a aussi été observée (Lin et al. 2007; Desalme, Binet et Chiapusio 2013). Les ratios 

d’absorbance dépendent notamment de la concentration, la solubilité des molécules impliquées 

et des caractéristiques physicochimiques du sol. Suite à l’absorption, la distribution à l’intérieur 

de la plante dépend principalement de la distribution des lipides (Lin et al. 2007). Néanmoins, 
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comme la solubilité des HAP dans l’eau est généralement très réduite, ceux-ci adhérèrent 

fortement à la matière organique présente dans le sol (Ukalska-Jaruga et al. 2019), et leur 

transfert aux plantes sera très limité, spécialement pour les plantes avec une forte teneur en eau. 

Aussi, leur forte adhérence à la matière organique préviendra le lessivage dans des couches plus 

profondes du sol (Weissenfels et al. 1992; Ukalska-Jaruga et al. 2019). Une fois dans la plante, 

les HAP peuvent avoir des effets sur la morphologie de la plante, notamment sur l’élongation des 

racines et des parties aériennes de la plante (Thygesen et Trapp 2002). Aussi, la germination des 

graines peut être retardée, comme cela a été démontré pour le riz ou le maïs (Somtrakoon et 

Chouychai 2013) ou être inhibée (Hamdi et al. 2007; Anyanwu et Semple 2015). Une fois dans 

la plante, les HAP peuvent s’accumuler dans les tissus riches en lipides. Ensuite les HAP peuvent 

passer dans le réseaux trophique lorsque les plantes sont consommées par les animaux, leur 

causant directement des problèmes et, par extension, perturbant potentiellement le cours de 

certains services écosystémiques (Ball et Truskewycz 2013).  

Beaucoup d’études ont été menées pour élucider les effets des HAP sur la santé des 

mammifères, in vitro, in vivo, ainsi que lors d’enquêtes de terrain. Les mammifères sont 

susceptibles à l’exposition aux HAP par différentes voies : inhalation, contact avec la peau et 

ingestion.  

Les HAP peuvent être absorbés durant la digestion et sont détectables dans le sang après 

quelques heures. Par exemple, Laurent et al. ( 2001) étudia l’absorption de benzo[a]pyrène et de 

phénanthrène radioactifs par les cochons suite à une administration orale. La radioactivité 

atteignait son pic au bout de 5-6h, avant de revenir au niveau de base au bout de 24h. La 

présence de bile augmente aussi l’absorption intestinale des HAP par les rats (Rahman et al 

1986). Aussi, une diète riche en composants lipidiques favorise l’absorption des HAP (Kawamura 

et al. 1988). Également, des quantités variables de HAP et de leurs métabolites ont été détectées 

dans l’urine, la bile et les fèces. Le microbiote intestinal est aussi capable d’hydrolyser les 

conjugués biliaires des métabolites des HAP (Chipman et al. 1981, 1982). 

Aussi, la distribution des HAP dans le corps humain a été étudiée. Les HAP se trouvent dans 

tous les organes et prédominent dans les tissus adipeux. Il a été démontré que les HAP sont 

capables de traverser le placenta vers le fœtus, autant chez des modèles animaux (Withey et al. 

1992) que chez l’humain (Zhang et al. 2017). Reste à savoir quelles sont les conséquences 

concrètes de l’exposition aux HAP durant le développent embryonnaire, mais certaines études 

montrent des effets neuronaux, e.g. des troubles déficitaires de l’attention avec ou sans 

hyperactivité (TDAH) (Perera et al. 2018). 
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La plupart des effets nocifs liés à l’exposition aux HAP sont de nature cytotoxique (Seemayer et 

Manojlovic 1980; Wallace et al. 2020), mais il existe de plus en plus de preuves liant l’exposition 

aux HAP avec le cancer (Sen et Field 2013; Harvey 1982). Leur toxicité est notamment due à 

leur biotransformation en métabolites toxiques, qui peuvent se lier de façon covalente aux 

macromolécules cellulaires spécialement sensibles, telles que les protéines, l’ADN ou l’ARN. Ces 

liaisons peuvent causer des dommages au niveau cellulaire, des mutations ou le cancer (Baird 

et al. 2005). 

Les mécanismes de mutagénèse sont connus principalement suite à des études réalisées sur le 

benzo[a]pyrène et le benzo[a]pyrène-7,8-dio-9,10-époxide (BaPDE). Le BaPDE provoque des 

transversions G>T chez les bactéries (Eisenstadt et al. 1982) et chez les cellules de mammifère 

in vitro (Miller et al. 2000; Yang et al. 1999). Aussi, ces transversions G>T ont été observées dans 

les cellules tumorales des patients atteintes de cancer du poumon, ce qui semble confirmer la 

contribution des HAP à la carcinogenèse produit par la fumée de tabac (Hainaut et Pfeifer 2001; 

Kucab et al. 2019). Un autre mécanisme lié au pouvoir carcinogène des HAP est l’encombrement 

stérique causé par la liaison des HAP à l’ADN, ce qui peut induire des mutations de décalage de 

cadre (frameshift mutations), délétions, arrêt de la phase S, rupture du brin d’ADN et d’autres 

altérations chromosomiques (Larsen et al. 2002). 

Donc, les HAP impactent de façon non négligeables les écosystèmes par le biais de leurs 

interactions avec les organismes : des changements métaboliques ou troubles reproductifs, 

jusqu’à l’extinction de certaines espèces au niveau local, sans oublier les graves problèmes de 

santé qui peuvent être occasionnés aux humains exposés à ces composés. Ensemble, tous ces 

effets justifient la recherche de façons plus efficaces pour remédier les HAP.  

 

1.2.4 Régulation et contrôle des HAP 

Les réglementations pour le contrôle des HAP et autres polluants organiques sont relativement 

récentes. La fameuse liste de seize HAP publiée par l’EPA aux États-Unis est le produit du 

contexte de son époque. Il est important de comprendre que l’EPA avait été créée par le président 

Nixon en 1970, à un moment où les capacités analytiques étaient beaucoup plus limitées 

qu’aujourd’hui. Il n’y avait pas d’ordinateurs personnels et il fallait investir une quantité 

extraordinaire de temps et de ressources humaines pour préparer des échantillons analytiques 

pour la chromatographie gazeuse (analogique). Ainsi, les projets analytiques de l’époque étaient 

centrés à résoudre des problèmes majeurs, habituellement liés à la qualité de l’eau, et 
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l’identification et la quantification des contaminants pouvaient prendre des semaines jusqu’à 

plusieurs mois (Keith 2015). Un problème d’eaux oléagineuses à la Nouvelle-Orléans (É.-U.) avait 

forcé le Congrès à demander de l’aide à l’EPA pour analyser les composés présents. Une longue 

liste de 65 composantes avait été produite comme résultat de cette analyse, ce qui avait éveillé 

les consciences sur la problématique de la contamination de l’eau (Keith 2015). Plusieurs 

organisations environnementales avaient par la suite accusé l’EPA de ne pas prendre ses 

responsabilités au niveau de la régulation. Cela a déclenché, par la suite, la préparation d’un 

décret pour réglementer au niveau fédéral les niveaux acceptables des polluants détectés dans 

l’eau contaminée de la Nouvelle-Orléans (Keith 2015). Cette liste de 65 polluants contenait 

originalement 3 HAP : acénaphtène, naphtalène et fluoranthène. Mais ce n’était pas suffisant et 

le gouvernement fédéral a donné à l’EPA quelques semaines pour compléter la liste. D’autres 

HAP furent donc ajoutés à la liste de polluants prioritaires pour différentes raisons : sept 

(benzo[a]anthracène, benzo[a]pyrène, benzo[b]fluoranthène, benzo[k]fluoranthène, chrysène, 

dibenzo[a,b]anthracène et indéno[1,2,3-c,d]pyrène) furent choisis parce que des standards 

analytiques étaient disponibles à l’époque (indispensables pour pouvoir réaliser des suivis dans 

les écosystèmes) ; trois (acénaphtylène, fluorène and phénanthrène) furent choisis parce que 

leur potentiel carcinogène avait été suggéré dans un rapport précédent. Finalement, les trois 

derniers (benzo[gui]pérylène, anthracène et pyrène) furent sélectionnés parce qu’ils étaient des 

composants abondants et bien connus, issus des activités industrielles aux É.U (Keith 2015). 

Ainsi, parmi les « 129 polluants prioritaires » ces seize HAP ont été incorporés au Clean Water 

Act promulgué aux É.U en 1976. Et comme à l’époque les autres pays n’avaient pas de meilleures 

listes, ils ont simplement copié et utilisé la liste telle quelle, et ces polluants prioritaires ont fait 

partie des règlementations à l’échelle mondiale (Keith 2015). Aujourd’hui, des décisions similaires 

prendraient beaucoup plus de temps, voir quelques années et impliqueraient de nombreuses 

réunions et discussions approfondis.  

Le Canada a de nos jours des lignes directrices très précises (Recommandations canadiennes 

pour la qualité de l'environnement) pour délimiter les quantités de HAP maximales dans les sols, 

dans l’eau et dans d’autres environnements en fonction des usages (CCME Canadian Council of 

Ministers of the Environment 2008). Les recommandations canadiennes pour la qualité de 

l'environnement les plus récentes (2010), dont une sous-section peut être observé dans le 
tableau 1-1, ont été utilisées pour choisir la quantité de contaminant ajoutée aux expériences de 

cette thèse. La liste complète peut être retrouvée sur le site en ligne du Conseil canadien de 

ministres de l’Environnement (« Canadian Environmental Quality Guidelines. » 2010).  
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Tableau 1-1 Extrait du tableau 2 appartenant au rapport des Guides Canadiennes sur la Qualité 
du Sol pour la Protection de l’Environnement et la Santé Humaine. Le tableau montre les quantités 
permises de quelques d’HAP, dont le phénanthrène en mg kg-1. La légende a été coupé pour 
collecter les index nécessaires à l’interprétation des valeurs correspondant au phénanthrène. 
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1.2.5 Le HAP modèle sélectionné pour ce projet : le phénanthrène 

Pour déterminer la substance à utiliser dans cette thèse, plusieurs facteurs ont été pris en compte. 

Tout d'abord, idéalement, la matrice contaminée compterait un seul composant, pour mesurer 

clairement son évolution durant les expériences. Le choix d'un mélange plus complexe, mais 

réaliste, aurait compliqué le suivi en augmentant à la fois le temps et le budget alloué aux 

analyses sans permettre une meilleure résolution des hypothèses proposées. Ainsi, nous avons 

décidé d’utiliser le phénanthrène (phe) seul comme contaminant pour les traitements de 

contamination de cette thèse (Figure 1-1).  

 

Il s’agit d’une molécule composée de trois anneaux benzéniques dont la formule moléculaire est 

C14H10 (tableau 1-2). Le choix du phe s’impose pour encore d’autres raisons avantageuses. 

D’abord, il s’agit d’un polluant organique persistant (POP), fait qui renforce l’intérêt 

socioéconomique du problème. Le phe ne se trouve pas parmi les HAP les plus toxiques. Cela 

nous a facilité son traitement lors des expériences ainsi que le traitement des résidus après la 

réalisation des études. Il est peu soluble dans l’eau ou dans l’air à température ambiante, ainsi la 

perte par évaporation se voit diminuée par rapport à d’autres HAP, comme le naphtalène. 

Simultanément, le phe est un peu moins hydrophobe que d’autres HAP de 4 anneaux ou plus, ce 

qui facilite son métabolisme par des microorganismes en conditions aérobies. Finalement, sa 

structure moléculaire le rend naturellement stable, quoiqu’il se dégrade lentement quand on 

l’expose à la chaleur, les UV, l’ozone ou le nitrate. 

 

 

 

Figure 1-1 Structure moléculaire du phénanthrène. 
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Tableau 1-2 Sommaire des propriétés physicochimiques du phénanthrène. 

 

1.3 Les techniques de remédiation 

 

Les techniques de décontamination des sols se divisent en trois volets : les traitements 

physiques, chimiques et biologiques.  

 

1.3.1 Les techniques physico-chimiques et leurs limitations 

Diverses méthodes de remédiation ex situ et in situ ont été utilisées pour traiter les sols, les eaux 

souterraines et les cours d’eau contaminés par les HAP. Les traitements physiques consistent 

soit à l’immobilisation des polluants à travers des moyens physiques soit à l’extraction vers un 

milieu facilement traitable comme l’air ou l’eau.  

Les méthodes d’immobilisation physique empêchent la dissémination des polluants vers le milieu 

naturel, sans viser leur dégradation. Parmi ces dernières, le confinement cible la limitation du 

contact du milieu qui a subi un évènement de pollution avec un autre milieu qui se trouve aux 

environs. Cette méthode peut s’appliquer in situ ou ex situ avec des matériaux tels que l’argile, 

des ciments ou des géomembranes artificielles. Malgré la facilité de mise en place de ce système, 

ceci présente l’inconvénient de rendre inutilisable le terrain affecté (Simonnot et Croze 2008). 

Une autre méthode de stabilisation est l’ajout de charbon actif granulaire aux sédiments 

Propriété physico-chimique Valeurs de référence 

Poids moléculaire 178.23 g/mol 

Point d’ébullition 338.9 °C à 760 mm Hg 

Point de fusion 100 °C 

Solubilité dans l’eau 1.10 mg/L à 25ºC 

Soluble dans le toluène, le benzène, l’éthanol, le diméthyle 
éther, l’acétone et le disulfide de carbone 

e.g., 1000 mg dans 2.4 mL toluène 

Densité 1.179 à 25ºC 

Log Kow 4.46 

Log Koa 7.57 
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contaminés, qui lie fortement les HAP et les empêchent de se déplacer dans les eaux 

(Zimmerman et al. 2004). 

La désorption thermique consiste à provoquer la volatilisation du polluant par l’entremise d’un 

traitement à la chaleur. Ceux-ci peuvent ainsi se détacher de la matrice solide. Il s’agit d’une 

technique appliquée ex situ qui se trouve parmi les plus efficaces, puisqu’elle permet la 

réutilisation du sol rapidement (quelques jours). Néanmoins, en fonction de la quantité de terre à 

traiter, ceci peut devenir très coûteux lorsque le volume augmente (Simonnot et Croze 2008).  

Les traitements chimiques consistent à dégrader ou extraire la pollution à travers l’ajout d’une 

substance qui peut être réactive envers les polluants ou qui peut servir au lavage du sol. Parmi 

les processus les plus utilisés, on compte l’oxydation et le lavage par solvants ou par agents 

tensioactifs. L’oxydation chimique consiste à détruire les polluants organiques sous l’action d’un 

oxydant. Les réactif de Fenton, le peroxyde d’hydrogène, le persulfate activé, le permanganate 

et l’ozone sont des agents couramment utilisés (Huling et Pivetz 2006; Tsitonaki et al. 2010; 

Lemaire et al. 2013). Ces réactifs génèrent des radicaux libres et d’autres espèces réactives qui 

sont capables d’attaquer une large gamme d’HAP. Si la réaction est complète, on arrive à 

convertir les hydrocarbures en CO2 et H2O. Ce système implique cependant la formation de 

vapeurs d’hydrocarbures, de sorte qu’il est nécessaire d’ajouter un système d’extraction de 

vapeur (Simonnot et Croze 2008). Aussi, quand appliquée in situ, l’oxydation d’espèces non-

cibles telle que la matière organique du sol complique le processus de remédiation, car elle 

consomme grandes quantités d’oxydant (Lemaire et al. 2013).  

Le lavage consiste à mettre en contact la terre excavée avec un solvant dans une unité de lavage. 

L’eau est le plus utilisée, en raison des faibles coûts, mais ceci ne suffit pas à extraire les polluants 

organiques non aqueux, dont les HAP. Ainsi, il est nécessaire d’utiliser des agents tensioactifs 

tels que mentionnés plus haut. Le lavage in situ nécessite de trouver le point de saturation du sol 

avec le solvant et ensuite extraire celui-ci chargé en polluants dans la mesure où il n’existe pas 

une barrière en profondeur dans le terrain (Simonnot et Croze 2008). 

 

1.3.2 Dégradation microbienne des HAP : Biodégradation 

Quant aux traitements biologiques, leur activité est basée sur l’utilisation du métabolisme 

d’organismes vivants pour dégrader ou bioaccumuler les polluants visés. La biodégradation  
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Durant la bioremédiation, les composés parent sont utilisés par les microorganismes par le biais 
d’un métabolisme intracellulaire ou extracellulaire. Les métabolites secondaires générés ainsi 
peuvent-être utilisés dans le cycle du carbone, dans le cas de la biodégradation des HAP. Plus des 
détails sont donnés dans les sections 1.3.2.1 à 1.3.2.3. 

 

(Figure 1-2) est la plus utilisée et implique fréquemment l’utilisation de microorganismes. Il existe 

des variations, dont la phytoremédiation (voir section 1.3.3), et plus spécifiquement, la 

rhizoremédiation (ou rhizodégradation), c’est-à-dire la dégradation de polluants dans 

l’environnement des racines, notamment par les microorganismes qui y habitent et qui ont la 

capacité à consommer le carbone provenant du polluant. 

1.3.2.1 Les voies métaboliques bactériennes pour la dégradation aérobie des 
HAP  

Les microorganismes ont développé une variété de voies métaboliques pour dégrader différents 

composés aromatiques. Ces voies métaboliques sont étudiées depuis plus de 50 ans, et ont été 

élucidées en utilisant le naphtalène et le phénanthrène comme contaminants modèles et 

Figure 1-2 Schéma de la bioremédiation.  
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principalement Pseudomonas aeruginosa G7 comme dégradeur modèle (Goyal et Zylstra 1997). 

Depuis, la liste des bactéries et archées qui dégradent des HAP croît sans cesse. À ce jour, on 

trouve, entre autres, des représentants des genres Alcaligenes, Mycobacterium, Pseudomonas 

(Aitken et al. 1998; Nie et al. 2016; Jiang et al. 2015), Rhodococcus, Corynebacterium, Bacillus 

(Aitken et al. 1998), Moraxella, Delftia (Vacca et al. 2005), Burkholderia (Vacca et al. 2005; Nie 

et al. 2016; Aitken et al. 1998), Collimonas (Jiang et al. 2015), Acidobacterium (Jiang et al. 2015), 

Streptomyces, Staphylococcus (Jiang et al. 2015), Agrobacterium (Aitken et al. 1998) 

Sphingomonas (Aitken et al. 1998), Nocardia, Flavobacterium, Sinorhizoibium, Aeromonas, 

Acidovorax, Hydrogenophaga et Rhodoferax (Kanaly et al. 2000). Ces espèces se trouvent 

souvent dans le sol distant et certaines colonisent la rhizosphère des arbres des genres Salix 

(Bell et al. 2016) et Populus (Correa-García et al. 2021; Rheault et al. 2020). Le lecteur peut se 

référer au chapitre 2 de cette thèse pour plus de détails sur le rôle des microorganismes dans la 

rhizoremédiation et la phytoremédiation des HAP et d’autres hydrocarbures.  

Toutes les voies de dégradation connues requièrent la présence d’un accepteur d’électrons 

terminal (AET). Ainsi, en fonction de la nature de cet AET, les voies peuvent être classés comme 

aérobies ou anaérobies. Pour l’exécution des expériences de cette thèse, nous avons travaillé 

dans un environnement aérobie. Par conséquent, seules les voies aérobies seront discutées pour 

fin de concision. Un schéma des voies de dégradation aérobie des HAP est présenté dans la 

Figure 1-3. Néanmoins, on peut trouver des revues de littérature sur les voies de dégradations 

anaérobies comme celle publié par Fuchs (2008).  

Autant pour les processus aérobies qu’anaérobies de biodégradation des hydrocarbures 

aromatiques, les voies sont divisées en deux étapes : premièrement, les voies supérieures : 
allant du composé aromatique original aux intermédiaires. Ensuite, les voies inférieures : qui va 

du clivage des anneaux des molécules intermédiaires aux molécules finales (Cafaro et al. 2004; 

Carmona et al. 2009). 

Dans la nature, l’oxygène est l’agent oxydant sur lequel plusieurs réactions biologiques reposent. 

Ainsi, beaucoup de bactéries l’utiliseront comme AET, de sorte que la première étape de la voie 

métabolique (voies supérieures) implique l’action des oxygénases qui transforment un anneau 

benzénique en introduisant un nombre variable d’atomes d’oxygène sur des atomes de carbones 

adjacents. Il existe principalement deux types d’oxygénases : 

Les monooxygénases catalysent le clivage de la liaison oxygène-oxygène de l’O2, en introduisant 

un de ces atomes dans l'anneau aromatique et l'autre est réduit en H2O. Les monooxygénases 

peuvent oxyder les hydrocarbures monoaromatiques ainsi que les polyaromatiques. Ces 
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enzymes ajoutent séquentiellement des groupes hydroxyle au noyau aromatique, formant des 

phénols et puis des catéchols. 

Les dioxygénases catalysent, dans la voie supérieure, la dihydroxylation réductrice du cycle 

aromatique formant des cis-dihydrodiols. Ces dihydrodiols sont transformés en catéchols par 

d’autres enzymes spécifiques, arrivant ainsi aux intermédiaires centraux (Parales et Resnick 

2004). Le cis-dihydrodiol ainsi formé suit des réactions de réaromatisation pour former des 

molécules intermédiaires dihydroxylés (Kanaly et al. 2000). Les intermédiaires centraux qui sont 

des non-catéchols sont des acides carboxyliques aromatiques hydroxy-substitués (Fetzner 

2012). Parmi les produits intermédiaires rapportés se trouvent l’acide 2-hydroxy-1-naphtoic et 

l’acide salicylique, trouvés par Mallick et Dutta (2008) dans la dégradation du naphtalène par 

Staphylococcus sp. souche PN/Y.  

La première étape des voies inférieures comprend la désaromatisation des intermédiaires 

centraux, qui, par la suite, subissent un clivage ortho-, méta- ou para- par des dioxygénases 

intermédiaires+centraux+

hydrocarbures+aroma3ques+

biomasse+

donneur+d’électrons+

AET:+O2+

oxygénases+

Dihydrodiols+HSACA++

désaroma3sa3on+

clivage+des+anneaux+

acides+tricarboxyliques,+CO2+

Voies+
supérieures+

Voies+
inférieures+

Figure 1-3 Représentation schématique des voies métaboliques de dégradation.  
Dégradation des hydrocarbures aromatiques par des bactéries dans des conditions 
aérobies. Les voies supérieures regroupent le passage de la molécule d’hydrocarbure 
vers les intermédiaires centraux. Adapté (Ladino-Orjuela et al. 2016). 
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(Harwood et Parales 1996). Le clivage des anneaux d'acides carboxyliques aromatiques hydroxy-

substitués est catalysé par des enzymes qui appartiennent à la superfamille des cupins. La 

plupart des dioxygénases de clivage de type cupin utilisent un centre Fe (II) pour la catalyse et 

un mécanisme d'action similaire aux dioxygénases extradiol (Fetzner 2012). En bref, suite aux 

réactions des voies inférieures les anneaux sont clivés, fait qui transforme les molécules 

intermédiaires dihydroxylées dans des métabolites intermédiaires du cycle des acides 

tricarboxyliques.  

 

1.3.2.2 Gènes, enzymes et protéines impliqués dans la biodégradation 

La section précédente présentait un sommaire du processus de dégradation des HAP vers des 

intermédiaires du cycle des acides tricarboxyliques. Les enzymes et les étapes ont été 

principalement décrites grâce à des études réalisées majoritairement sur la dégradation du 

naphtalène en utilisant comme modèle biologique diverses souches bactériennes, dont les 

premières furent Pseudomonas putida PpG7 and NCIB 9816-4. La voie métabolique de la 

dégradation du naphtalène fut décrite en premier par Davis and Evans (1964) et les détails des 

étapes et l’identité des métabolites intermédiaires furent éclaircis par Eaton and Chapman 

plusieurs décennies plus tard (1992).  

Les premières étapes, connues comme les voies supérieures, sont relativement semblables pour 

plusieurs HAP (e.g. le naphtalène, le phénanthrène et l’anthracène) et sont résumées dans la 

Figure 1-4. Lors du métabolisme du naphtalène, la première étape consiste en l'incorporation 

d'oxygène moléculaire dans un des noyaux aromatiques par un système enzymatique à 

composants multiples des dioxygénases hydroxylantes d’anneaux aromatiques (RHD, 

nahAaAbAcAd). Cette première dioxygénase hydroxylante transforme le naphtalène en cis-

naphtalène dihydrodiol (Jeffrey et al. 1975). Depuis son identification, le complexe RHD a été 

traditionnellement utilisé comme marqueur moléculaire de la dégradation bactérienne des HAP 

grâce la création des amorces spécifiques pour la quantification en qPCR (Cébron et al. 2008). 

Ensuite, le cis-naphtalène dihydrodiol est transformé en 1,2-dihydroxynaphtalène par l’enzyme 

cis-dihydrodiol déshydrogénase (nahB).  
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Figure 1-4 Voies de dégradation du naphtalène et du phénanthrène 

Ce produit subira le premier métaclivage par l’enzyme 1,2-dihydroxynaphtalène dioxygénase 

(nahC, du groupe des dioxygénases extradiol), donnant un produit très instable qui virera à sa 

forme acide quasi instantanément : l’acide 2-hydroxychromène-2-carboxilique (Eaton et 

Chapman 1992). Après, une isomérase (nahD) et une aldolase (nahE) transforment l’acide 
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carboxylique en salicylaldéhyde. Une déshydrogénase (nahF) catalyse la conversion en 

salicylate qui sera par la suite transformé dans un intermédiaire du cycle de Krebs, soit par la 

voie du catéchol ou celle du gentisate, dépendamment de la bactérie (Yen et al. 1988). P. putida 

peut suivre la voie du catéchol, qui se termine par la production de pyruvate et d’acétaldéhyde 

(Yen et al. 1988). D’autres souches de P. putida, ou des genres comme Burkholderia, 

Agrobacterium ou Rhodococcus (Eulberg et al. 1997) suivent la voie du catéchol pour former de 

l’acide cis, cis-muconique ou la voie du protocatéchuate pour former du 3-carboxymuconate. 

Suivant la voie du gentisate, Polaromonas napthalenivorans et Ralstonia transforment le 

salicylate en fumarate (Pumphrey et Madsen 2007; Fuenmayor et al. 1998; Zhou et al. 2002).  

Les dioxygénases qui s’occupent des clivages des anneaux sont connues comme dioxygénases 

extradiol ou intradiol en fonction de la position des carbones auprès desquels elles font le clivage. 

Les dioxygénases extradiol sont connues pour leurs rôles dans la dégradation bactérienne des 

hydrocarbures (Sipilä et al. 2006) et ont récemment été identifiées dans les voies de dégradation 

utilisés par des champignons (Gonzalez et al. 2018). Les dioxygénases extradiol catalysent la 

fission des anneaux entre les positions C2 et C3 du catéchol et entre les positions C2 et C4 ou 

C4 et C5 du protocatéchuate. Les dioxygénases intradiol font le clivage de l’anneau aromatique 

à la position C1-C2 du catéchol ou de ses dérivés par l’incorporation d’oxygène moléculaire 

(Guzik et al. 2013).  

Les champignons constituent seulement 21% des organismes brevetés pour la 

bioremédiation des sols contaminés avec des hydrocarbures, et apparaissent loin derrière les 

bactéries dans la littérature, étant présents dans seulement 17% des publications (Quintella et al. 

2019). Cependant, la présence de champignons lors de la bioremédiation garantit un processus 

de bioremédiation plus robuste face aux changements climatiques. En effet, la dégradation des 

HAP par des champignons ne remplace pas la dégradation par les bactéries, mais vient plutôt la 

complémenter, notamment à cause de la capacité des champignons de sécréter une variété 

d’enzymes hydrolytiques qui agissent directement dans les sols contaminés de façon 

extracellulaire (Messias et al. 2009; Balaji et Ebenezer 2008).  

Les champignons lignolytiques sont particulièrement efficaces pour la dégradation des 

HAP grâce à la faible spécificité des peroxydases (Acevedo et al. 2010) et des laccases (Zhang 

et al. 2015; Li et al. 2014) extracellulaires qu’ils produisent pour dégrader la lignine et qui 

participent dans l’oxydation initial des HAP. Le système lignolytique regroupe quatre types 

d’enzymes : la peroxydase de lignine (LiP), la peroxydase dépendante de la manganèse (MnP), 

la phénol oxydase (laccase, tyrosinase) et les enzymes productrices d’H2O2 (Novotný et al. 2004). 
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Phanerochaete chrysosporium, Trametes versicolor et Pleurotus ostreatus sont capables de 

dégrader l’anthracène et le pyrène, mais leur taux de dégradation dépend des niveaux de MnP 

et laccases sécrétées dans le sol (Novotný et al. 2004). Ainsi, la dégradation fongique n’est pas 

aussi efficace et rapide que la dégradation bactérienne, mais elle très généraliste. La dégradation 

des HAP par des enzymes fongiques a été revue récemment par Kadri et al. (2017) où l’on peut 

trouver une liste exhaustive des microorganismes fongiques capables de dégrader les HAP ainsi 

que les métabolites qu’ils produisent.  

Le système lignolytique de dégradation n’est pas le seul utilisé par des champignons pour 

la dégradation des HAP. Dans une étude métatranscriptomique des racines du saule Salix 

purpurea cv. « Fish Creek » dans des sols contaminés, malgré que l’abondance des transcrits 

des Basidiomycota ai augmenté suite à la contamination du sol, les monooxygénases dégradant 

les hydrocarbures n’étaient pas présentes parmi les contigs d’ARNm récupérés (Gonzalez et al. 

2018). Dans cette étude, des ARNm fongiques codants pour deux protéines peu décrites de la 

famille des dioxygénases ont été détectés, incluant une dioxygénase extradiol à clivage d’anneau 

aromatique connue pour son rôle dans la dégradation bactérienne des HAP (Peng et al. 2008; 

Cerniglia 1992; Gibson et Parales 2000; Eaton et Chapman 1992), mais peu connue chez les 

champignons. D’autres enzymes impliquées dans la dégradation des HAP, comme les LiP, la 

MnP ou les laccases n’ont pas été identifiées dans l’étude, mais deux contigs codant pour des 

protéines de type glutathion peroxydase et une pour une peroxydase dépendante de la 

thiorédoxine ont été trouvés (Gonzalez et al. 2018). 

D’autres enzymes généralistes des champignons peuvent aussi dégrader les HAP de 

façon intracellulaire. Par exemple, chez le champignon Irpex lacteus, le cytochrome-P450 est 

capable de cataboliser le phénanthrène en phenanthrène-9,10-dihydrodiol, réalisant ainsi la 

première étape de la dégradation (Cajthaml et al. 2002). 

 

1.3.2.3 Les gènes HAP-RHD comme marqueurs moléculaires de la dégradation 
bactérienne des HAP 

Comme on l’a vu, l'étape initiale de la biodégradation des HAP se produit via l'incorporation 

d'oxygène moléculaire dans le noyau aromatique par le système enzymatique à composantes 

multiples des dioxygénases hydroxylantes d’anneaux aromatiques (RHD). La sous-unité alpha 

de ce système enzymatique a deux régions conservées : le centre Fe2-S2 Rieske et le domaine 
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catalytique mononucléaire contenant du fer. Cette sous-unité est codée par des allèles différents 

chez les bactéries Gram-négatives et Gram-positives. Cébron et collaborateurs (2008) ont 

exploité cette diversité d’allèles pour développer deux paires d’amorces PCR qui peuvent être 

utilisées en tant que biomarqueurs moléculaires pour suivre et quantifier la diversité de 

dégradeurs bactériens dans un milieu donné. Ces biomarqueurs ont été amplement utilisés dans 

la littérature (Li et al. 2017; Guo et al. 2018; Storey et al. 2014; Cébron et al. 2009; Niepceron et 

al. 2014; Hong et al. 2015; Cavé-Radet et al. 2020; Yergeau et al. 2009a) et ont été choisis dans 

ce projet pour étudier la diversité de dégradeurs de phénanthrène.  

 

1.3.3 La phytoremédiation 

La phytoremédiation est une stratégie de dépollution du sol, de l’eau ou de l’air utilisant les 

plantes, les algues et/ou les champignons pour retenir, dégrader, volatiliser, extraire ou 

immobiliser les polluants présents dans un environnement déterminé. Il s’agit d’une méthode peu 

couteuse pour remédier les dommages infligés à l’environnement suite à un évènement de 

contamination (Luo et al. 2015).  

Ces techniques sont fortement liées aux interactions entre les plantes, le sol et les 

microorganismes qui y cohabitent. La phytoremédiation est un terme qui réunit plusieurs 

processus : la phytostabilisation, la phytovolatilisation, la phytoextraction, la phytodégradation et 

la rhizoremédiation (Figure 1-5).  

 

1.3.3.1 Technologies englobées par la phytoremédiation 

La phytostabilisation consiste à retenir certains contaminants dans le sol et prévenir sa 

dissémination dans les couches du sol. Les contaminants sont ainsi retenus dans la rhizosphère 

ou les racines de plantes. Ceci est un processus communément exploité pour prévenir la 

dispersion de contaminants provenant de résidus miniers (Wang et al. 2017). Les plantes 

tolérantes aux métaux lourds, comme Agrostis spp. (Pastor et al. 2015; Nandillon et al. 2019), et 

Festuca spp. (Pierzynski et al. 2002), sont très utilisées pour la phytostabilisation des sites 

miniers. La tolérance des plantes aux métaux lourds peut être améliorée par les champignons 

mycorhiziens à arbuscules (AMF), par la séquestration des métaux dans les réseaux d’hyphes 
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(Meier et al. 2012; Firdaus-e-Bareen et al. 2012). De plus, certains AMF peuvent sécréter la 

glycoprotéine glomaline qui peut fixer les métaux dans le sol (González-Chávez et al. 2004). 

La phytovolatilisation consiste à l’absorption des contaminants par les racines et leur conversion 

dans un état gazeux et libération vers l’atmosphère. Ce processus s’appuie sur 

l’évapotranspiration des plantes, et les plantes avec des ratios d’évapotranspiration élevés sont 

utilisées pour décontaminer des sols suivant cette technique. Habituellement, ce sont les sols 

contaminés par des composants organiques volatils qui sont les plus susceptibles d’être 

décontaminés par phytovolatilisation (Limmer et Burken 2016). Par exemple, des peupliers ont 

été utilisés pour volatiliser le tricholoréthylène (TCE) (Orchard et al. 2000; Doty et al. 2017). 

La phytoextraction est similaire à la phytovolatilisation avec une différence fondamentale. 

Pendant ce processus, les contaminants absorbés par la plante (via les racines ou les feuilles) 

sont accumulés dans la biomasse aérienne au lieu de se faire rejeter dans l’atmosphère. La 

phytoextraction exploite la capacité de certaines espèces de plantes à hyperaccumuler des 

contaminants sans effets toxiques apparents. Ensuite, la biomasse aérienne de la plante est 

récoltée et traitée. Il est aussi possible d’extraire des métaux par le biais du phytomining (Wang 

et al. 2020), et il s’agit d’une technique prometteuse pour la récupération de métaux rares ou 

précieux (Novo et al. 2017) comme le nickel (Tognacchini et al. 2020) ou l’or (Anderson et al. 

1999). 

La phytodégradation implique la dégradation des polluants organiques en métabolites moins 

toxiques directement par des enzymes végétales ou par les microorganismes qui y habitent 

(endophytes). Les peupliers ont été utilisés avec succès pour la phytodégradation (Burken et 

Schnoor 1997; Chang et al. 2005). 

Lors de la rhizoremédiation, les microorganismes qui habitent dans la rhizosphère s’occupent de 

la dégradation des contaminants en conjonction avec des enzymes sécrétées par les racines 

(Correa-García et al. 2018). En fonction de l’hydrophobicité de la molécule, ce processus sera 

partiellement entamé par la plante ou complètement réalisé par les microorganismes. La revue 

de littérature présentée au chapitre 2 approfondi ce concept central à ma thèse en présentant 

des exemples de rhizoremédiation ainsi que certaines technologies de pointe utiles pour son 

amélioration.  

Les mécanismes mentionnés précédemment ne sont pas mutuellement exclusifs. D’ailleurs, le 

même contaminant peut passer par plusieurs voies de remédiation en même temps. Plus 

spécifiquement, quand il s’agit des contaminants organiques, les plantes et leurs microbiotes 
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associés peuvent utiliser les polluants comme source d’énergie ou de carbone. La plante héberge 

dans sa rhizosphère ou ses racines les microorganismes qui dégradent les polluants pour obtenir 

de l’énergie ou les utiliser comme source de carbone, d’azote, voire d’autres éléments. Comme 

résultat, la rhizosphère comporte moins de contaminants et de métabolites nocifs. Des études 

ont montré que l’augmentation de la biomasse racinaire était corrélée au taux de décontamination 

(Gleba et al. 1999). En contrepartie, la plante libère des exsudats qui contribuent à la croissance 

des microorganismes (Quiza et al. 2015). 

Néanmoins, d’autres études montrent que l’exposition à des contaminants particuliers peut limiter 

le développement des racines, empêchant ainsi l’accomplissement de la phytoremédiation. Ainsi, 

mieux comprendre ce processus constitue un des défis pour augmenter le succès des 

technologies de phytoremédiation. 

L’effet de la plante dans la biodégradation des HAP a été constaté à plusieurs reprises dans la 

littérature, et aujourd’hui personne ne doute son effet bénéfique pour améliorer la dégradation de 

Figure 1-5 Schéma des processus impliqués dans la phytoremédiation.  
Les noms des processus apparaissent en anglais : Phytovolatilisation : Phytovolatilisation ; 
Phytoextraction : phytoextraction ; Rhizodegradation : Rhizodégradation ; Soil contamination : 
contaminats du sol ; Phytostabilisation : phytostabilisation ; Phytodegradation : 
Phytodégradation, exudates : exsudats ; pollutant : polluant. 
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certains composants. Néanmoins, il est important de considérer les différences entre les types 

de plantes (e.g., les arbres vs les herbes) dans la phytoremédiation (Cook et Hesterberg 2013), 

parce que la morphologie et la physiologie de la plante déterminent son utilité lors de la 

dégradation des contaminants. Par exemple, les herbes développent des systèmes racinaires qui 

sont nettement plus petits et arrivent généralement à des couches plus superficielles des sols par 

rapport aux arbres. Aussi, certaines espèces d’arbres, tels que les saules et les peupliers, sont 

très utiles pour la phytoextraction des contaminants, car durant la récolte de la biomasse 

aérienne, les souches avec leurs racines peuvent être laissées dans le sol, permettant ainsi la 

production de rejets dans les années à venir pour favoriser une phytoextraction en continu 

(Labrecque et Lajeunesse 2017).  

Mais malgré certains avantages que comporte l’utilisation d’espèces ligneuses, avant les années 

2000, la majorité des plans de phytoremédiation comportaient des espèces végétales non 

arborescentes. Seulement une poignée d’études avaient évalué l’effet des arbres, tel que les 

saules (Salix sp.) (Vervaeke et al. 2003), les peupliers (Populus sp.) (Spriggs et al. 2005; 

Widdowson et al. 2005; Zalesny et al. 2005) ou le bouleau (Betula sp.) (Sipilä et al. 2008). Les 

résultats concernant la biodégradation des HAP n’étaient pas homogènes à travers les études. 

L’effet du bouleau dans la rhizoremédiation était variable en fonction de la concentration des 

HAP. Dans le cas d’une grande concentration d’HAP (1200 mg · kg-1 total), la présence du 

bouleau augmentait le taux de dégradation d’anthracène et de pyrène dans la rhizosphère en 

comparaison avec un sol sans plante (Sipilä et al. 2008). Au contraire, la présence du bouleau 

ne causait pas de différences dans le taux de dégradation du phénanthrène, tandis que le 

fluoranthène était plus dégradé dans le sol non planté. Fait intéressant, quand les bouleaux 

étaient exposés à des doses plus faibles d’HAP (300 mg · kg-1 total), autant l’anthracène que le 

fluoranthène subissaient des taux de dissipation avoisinant 100% dans la rhizosphère et dans le 

sol distant, alors que le phénanthrène et le pyrène étaient significativement mieux dégradés dans 

le sol distant que dans la rhizosphère (taux de dégradation de 95% vs 58 et 61% respectivement) 

(Sipilä et al. 2008). 

 

1.3.3.2 Populus et Salix comme genres modèles végétaux  

Pour l’accomplissement des objectifs de cette thèse, le peuplier baumier (Populus balsamifera) 

et le saule pourpre (Salix purpurea cv. « Fish Creek ») ont été utilisés comme systèmes modèles 

pour la phytoremédiation du phénanthrène (Figure 1- 6).  
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Figure 1-6 Exemplaires des deux espèces de Salicacées utilisées dans ce projet. 

Le choix du peuplier baumier été justifié pour plusieurs raisons. D’un côté, les connaissances 

acquises en génomique et sa vaste aire de distribution au Canada font du peuplier un bon choix 

pour les systèmes de phytoremédiation locaux. De plus, la distribution des peupliers s’étend à un 

large spectre de zones climatiques, montrant le potentiel de ce genre à supporter des conditions 

environnementales variées. Ceci fait des peupliers des candidats parfaits pour les expériences 

de tolérance au stress. Le genre Populus compte entre 30 et 35 espèces (Eckenwalder 1996). 

La variabilité génétique à l’intérieur du genre permet la sélection de génotypes qui soient adaptés 

à différentes conditions (Lubrano 1992; Chen et Polle 2010). Il s’agit aussi d’une espèce d’intérêt 

économique parce qu’elle constitue une importante ressource pour les industries du papier, de la 

biomasse et du bois, entre autres (Sannigrahi et al. 2010; Polle et al. 2013). 

Également, Populus est un arbre modèle bien établi pour la recherche moléculaire et 

biotechnologique spécialement depuis 2006, quand la séquence complète du génome de 

Populus trichocarpa (Torr. and Gray) a été publiée (Tuskan et al. 2006). Ils existent des 

techniques qui permettent la production continue des plantes homogènes de Populus (Beckers 

et al. 2017; Kang et al. 2009). Il s’agit d’un arbre compatible avec la culture in vitro (Kang et al. 

2009), et qui se propage facilement aussi par boutures (Lubrano 1992). La reproduction par 

boutures est intéressante dû à son coût réduit, l’obtention relativement rapide des arbres et la 

facilité de la mise en place. Ainsi, on adoptera cette méthode pour la multiplication des clones 

pour mon projet de recherche, réduisant aussi le facteur de variabilité génétique de la plante hôte.  

Dans le cas du choix du saule pourpre, la variété « Fish Creek » a été privilégiée pour son 

adaptabilité aux conditions climatiques de la région, pour sa capacité de croissance rapide et 
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parce qu’elle est une variété très étudiée et exploitée à des fins de remédiation et de production 

de biomasse (Bell et al. 2014a; Gonzalez et al. 2015; Cameron et al. 2010; Dagher et al. 2020; 

Gonzalez et al. 2018). L’autre avantage du saule pourpre consiste à la rapidité et au haut taux de 

succès lors de l’enracinement des boutures (Cameron et al. 2010). 

 

1.4 Le sol comme écosystème complexe  

 

Le sol est formé par la couche la plus superficielle de la surface de la Terre. Cela constitue le 

support physico-chimique sur et dans lequel se développent toutes les activités des organismes 

terrestres, incluant l’être humain. À première vue, le sol peut avoir l’air de rien de plus que de la 

roche triturée, mais en réalité, il s’agit d’un de plus complexes systèmes connus sur Terre, 

capable de gérer des processus à toutes les échelles, du moléculaire jusqu’au régional, soutenant 

ainsi des processus physiques et chimiques vitaux pour le maintien de la vie terrestre. Le sol 

absorbe la précipitation et la libère graduellement vers les couches plus profondes où l’eau arrive 

aux racines des plantes et nourrit autant les aquifères souterrains que les cours d’eau 

superficielles. Le sol abrite les semences des plantes et est le support physique matricielle 

nécessaire pour leur développement, ainsi qu’une source des nutriments. Le sol, par les 

microorganismes qui y habitent, dégrade les déchets animaux ou végétaux, en recyclant ainsi la 

matière organique et la retournant aux différents cycles biogéochimiques. Lors de ces processus, 

le sol régule les flux de gaz, dont certains, tels que le CO2, le CH4 ou le N2O, ont un impact majeur 

sur le climat par le biais de leur effet de serre. Le sol, via les microorganismes y habitant, dégrade 

des toxines et des contaminants, et inhibe des pathogènes, les rendant inoffensifs pour l’être 

humain.  

À part la roche érodée et la matière organique en décomposition, le sol est formé par un mélange 

d’animaux et microorganismes, des gaz et de l’eau. La composition relative de ces composants 

varie aux échelles locales et régionales, ce qui fait du sol un système hautement variable. 

L’hétérogénéité du sol contribue à l’apparition de différentes niches écologiques exploitables par 

une grande variété d’espèces. Il existe tout une communauté de microorganismes habitant les 

sols, qui va des archées jusqu’aux algues, en passant par les bactéries, protistes et champignons, 

entre autres. On peut y trouver également des organismes de tailles plus importantes, telle que 

la mésofaune et la macrofaune : des arthropodes, des annélides ou bien des mammifères. Le sol 

constitue un écosystème, dont ses interfaces physique, chimique et biologique s’entremêlent pour 
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soutenir d’un côté les cycles biogéochimiques et de l’autre, les services écosystémiques qui en 

émanent (Ghaley et al. 2014; Adhikari et Hartemink 2016; Barrios 2007; Faucon et al. 2017).  

 

1.4.1 La plante et l’environnement de la rhizosphère  

Les plantes jouent un rôle central dans les biomes, en tant que producteurs primaires en fixant le 

carbone atmosphérique. Ainsi, une de leurs fonctions principales consiste à approvisionner les 

écosystèmes de matière organique, mais ce n’est pas la seule. Les plantes, dont les arbres 

particulièrement, contribuent à l’hétérogénéité spatiale avec leurs systèmes racinaires qui 

pénètrent les sols en changeant leur structure. Aussi, les plantes génèrent des détritus végétaux 

et contribuent à la formation des différents microhabitats, comme la phyllosphère ou la 

rhizosphère où les microorganismes peuvent prospérer.  

Le terme « rhizosphère » date du début du XXe siècle (Hiltner 1904). La rhizosphère a été 

traditionnellement définie comme étant le sol adjacent aux racines des plantes, soit la fraction du 

sol affecté par les exsudats de la plante, mais on sait que la plante peut affecter les communautés 

microbiennes au-delà du sol en intime contact avec les racines par le biais des gradients gazeux 

(de la Porte et al. 2020). Le sol étant sous l’influence de la plante constitue une niche unique pour 

la colonisation microbienne. On connait l’existence de l’effet rhizosphère depuis les années 30, 

lorsque Starkey (1931; 1938) l’a défini comme étant l’ensemble des processus ayant lieu à 

l’interface plante-sol, incluant l’exsudation racinaire, l’activité microbienne, les échanges 

génétiques et la transformation des nutriments. Depuis, beaucoup d’études ont recueilli des 

données qui soutiennent son existence et décrivent la nature des relations entre le microbiote du 

sol et le système racinaire. Plusieurs articles récents synthétisent cette information (Lareen et al. 

2016; Berendsen et al. 2012; Huang et al. 2014; Ballhausen et de Boer 2016; Oburger et Schmidt 

2016; Quiza et al. 2015). Ces relations entre la plante et son microbiote sont essentielles pour la 

productivité et la santé de la plante. Premièrement, les microorganismes habitant la rhizosphère 

altèrent la composition des nutriments disponibles pour la plante à travers la décomposition de la 

matière organique et la minéralisation des éléments tels que l’azote ou le phosphore. 

Deuxièmement, le microbiote de la rhizosphère aide à maintenir la santé de la plante face aux 

pathogènes à travers des mécanismes qui incluent la compétition pour les micronutriments, la 

production d’enzymes lytiques, la production des substances antibiotiques ou la consommation 

des substances stimulatrices des pathogènes (Doornbos et al. 2012). Finalement, le microbiote 

de la rhizosphère joue un rôle important dans la survie de la plante face aux stress 
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environnementaux, telle que la sècheresse (Rolli et al. 2015), la salinité (Luo et al. 2009) ou la 

contamination du sol (Yergeau et al. 2015a; Bell et al. 2014a). 

 

1.4.2 Microorganismes  

La minéralisation des nutriments à travers la décomposition de la matière organique se trouve 

parmi les activités microbiennes les plus importantes pour le fonctionnement des sols et le 

maintien des cycles biogéochimiques (Marschner et Rengel 2007). Mis à part les plantes, les 

microorganismes contribuent grandement à l’équilibre du C dans les écosystèmes du sol (Trivedi 

et al. 2013; Ramin et Allison 2019). Les microorganismes du sol jouent plusieurs rôles en tant 

que décomposeurs, symbiontes ou pathogènes, influençant ainsi le renouvellement du C mais 

aussi d’autres nutriments, intervenant dans plusieurs cycles de nutriments. (Trivedi et al. 2013). 

Cela maintient le réservoir de nutriments tel que l’azote (Kuypers et al. 2018) ou le phosphore 

(Deubel et Merbach 2005) disponible pour absorption par les plantes. C’est à travers ces activités 

que les microorganismes rendent des services écosystémiques très importants dans les sols. La 

remédiation des sols contaminés par des hydrocarbures contribue aussi au recyclage du carbone, 

mais à partir d’une source alternative (Cowie et al. 2010) et permets à ces contaminants de 

réintégrer le cycle des nutriments à travers des molécules moins complexes et inoffensives, 

comme le CO2 généré par la respiration bactérienne. Dans cette section, on abordera la 

contribution de divers microorganismes aux principaux processus écosystémiques. Dans le 

chapitre 2 de cette thèse, le rôle des microorganismes dans la dégradation des hydrocarbures, 

dont les HAP, est discuté en profondeur.  

 

1.4.2.1 Bactéries, archées et champignons 

Six taxa supérieurs dominent les communautés de bactéries dans les sols : Acidobacteria, 

Actinobacteria, Proteobacteria, Bacteroidetes, Verrucomicrobia and Planctomycetes (Lladó et al. 

2017; Lauber et al. 2009; Fierer 2017). Mais plusieurs paramètres définissent la composition 

exacte des communautés à une échelle de microhabitat, notamment le pH (Fierer et Jackson 

2006), suivi par le contenu en matière organique et la disponibilité des nutriments (Kuramae et 

al. 2012) ainsi que les interactions biotiques (de Menezes et al. 2018; Bray et al. 2019; Menzie et 

al. 2016; Hünninghaus et al. 2017; plus de détail dans les sections subséquentes). La variation 

spatiale de ces paramètres fait en sorte que les bactéries (et beaucoup d’autres 
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microorganismes, par conséquent) ne sont pas distribuées de façon uniforme dans le sol. Plutôt, 

l’abondance de bactéries se voie fortement augmentée dans des hot spots où s’accumule la 

matière organique : les débris végétaux, ou autour du système racine (dans la rhizosphère) 

(Kuzyakov et Blagodatskaya 2015). Chaque niche a des caractéristiques différentes qui rendent 

les communautés des bactéries y habitant relativement spécifiques. D’ailleurs, les différences 

observées dans la composition des exsudats racinaires entre espèces végétales déterminent la 

structure de la communauté bactérienne à travers les changements des composés chimiques 

excrétés par la plante (Quiza et al. 2015).  

La dégradation de la matière organique en décomposition dans le sol, notamment la biomasse 

végétale, a été traditionnellement associée aux champignons. Mais de plus en plus d’études 

montrent que les bactéries sont aussi capables de dégrader les débris végétaux, fait qui rend les 

bactéries des acteurs clés du cycle du carbone (Ramin et Allison 2019). Par exemple, dans les 

forêts de conifères les bactéries incorporent plus de carbone dérivé de la cellulose végétale que 

les champignons (Štursová et al. 2012), avec des membres des phyla Proteobacteria, 

Bacteroidetes et Acidobacteria accumulant la plupart de cette cellulose. Ces résultats ne sont pas 

surprenants, compte tenus de la fréquence à laquelle on trouve des gènes cellulolytiques dans 

les génomes des bactéries (Berlemont et Martiny 2015). Particulièrement, les bactéries ont été 

retrouvées dans la matière organique en décomposition plus fraîche, comme les feuilles tombées 

durant l’automne, avec des membres du phyla Proteobacteria et Bacteroidetes consommant les 

sources plus labiles de carbone. Aussi, l’abondance des bactéries cellulolytiques augmente 

progressivement avec l’avancement de la dégradation, au fur et à mesure que les champignons 

augmentent leur présence et biomasse dans la matière en décomposition. Ainsi, on trouve des 

genres typiquement associés aux mycéliums décomposeurs, dont Pedobacter et Chitinophaga 

(Bacteroidetes) et Pseudomonas, Variovorax, Ewingella and Stenotrophomonas (Proteobacteria) 

(Tláskal et al. 2016). De plus, des genres tels que Burkholderia, Phenylobacterium ou 

Methylovirgula, très abondants lors de la décomposition tardive du bois dans le sol (Kielak et al. 

2016), sont aussi connus pour leur capacité à dégrader des composants aromatiques complexes, 

dont les HAP (Hoppe et al. 2015). Des bactéries capables de dégrader des composants 

phénoliques, y compris la lignine, sont aussi abondantes dans le sol. Des bactéries lignolytiques 

peuvent être retrouvées parmi les protéobactéries (Sphingomonas, Burkholderia, Enterobacter, 

et Pseudomonas, entre autres), les Firmicutes (Bacillus et Paenibacillus), et les Actinobacteria 

(Rhodococcus, Mycobacterium, Microbacterium, et Streptomonas). Aussi, des genres possédant 

des laccases sont très actifs dans les sols, incluant des taxons tels que Burkholderia, 

Bradyrhizobium ou Azospirillum. La capacité enzymatique de ces bactéries à dégrader la matière 
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organique récalcitrante peut être derrière leur capacité à dégrader des contaminants organiques, 

dont la structure moléculaire peut être similaire (Correa-García et al. 2018). D’ailleurs, plusieurs 

espèces appartenant aux genres mentionnés précédemment sont abondantes dans les sols 

contaminés aux hydrocarbures (voir sections 1.3.2.1 et 1.3.2.2 de cette thèse).  

Mais le rôle de bactéries dans les services écosystémiques ne s’arrête pas à leur contribution au 

cycle de carbone. Leurs contributions sont également importantes dans les cycles de l’azote, ou 

du phosphore. Plusieurs genres de bactéries du sol sont connus par leur capacité de fixer l’azote 

atmosphérique en le transformant en ammonium e.g. Azotobacter (Kizilkaya 2009). L’ammonium 

ainsi généré peut ensuite être absorbé par les plantes et d’autres organismes dans le sol. 

Certaines bactéries fixatrices de l’azote coexistent en symbioses avec des eucaryotes. C’est le 

cas de plusieurs membres de l’ordre Rhizobiales, qui habitent dans des nodules racinaires des 

légumineuses tels que la luzerne, le soja, la fève, ou le pois (Burris et Roberts 1993). Ensuite, 

d’autres bactéries sont capables d’exécuter voir une ou plusieurs des étapes suivantes de 

l’oxydation de l’ammonium. La plupart des bactéries connues oxydantes de l’ammonium 

appartiennent aux classes Betaproteobacteria et Gammaproteobacteria. Ces groupes 

transforment l’ammonium en nitrites (Arp et Stein 2003). Ensuite, les oxydoréductases de 

plusieurs bactéries appartenant aux groupes Alphaproteobacteria, Betaproteobacteria, 

Gammaproteobacteria, Chloroflexi, Nitrospinae et Nitrospirae catalysent l’oxydation de nitrite en 

nitrate. De même, les réactions de réduction de nitrate vers l’azote gazeux se produisent en 

diverses étapes par plusieurs organismes. Une revue de littérature récemment publiée par Marcel 

Kuypers et collaborateurs (2018) souligne l’importance des microorganismes du sol dans le cycle 

de l’azote en faisant le point sur les processus, la stœchiométrie, les gènes, les enzymes et les 

espèces connues qui participent dans le cycle.  

Les bactéries sont des médiateurs importants du cycle du P car certaines sont capables de 

solubiliser le phosphore minéral tandis que d'autres peuvent l'immobiliser dans leur biomasse. 

Malheureusement, l'implication des bactéries dans le cycle du P a reçu beaucoup moins 

d'attention que celle des cycles du carbone et de l’azote. Le principal mécanisme responsable de 

l'absorption de phosphore par les bactéries est la solubilisation et l'absorption de phosphore 

inorganique, sa source la plus abondante. La capacité de solubiliser le P inorganique a été décrite 

pour différentes bactéries et champignons ectomycorhiziens présents dans la rhizosphère et le 

sol. Cette capacité est liée à la libération d'anions organiques, tels que le citrate, le gluconate, 

l'oxalate et le succinate, dans le sol (Richardson et Simpson 2011). De plus, les enzymes 

phosphatases libèrent du phosphate à partir d'esters de phosphate organiques pendant la 
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désintégration de la matière organique (Nannipieri et al. 2011; Rodríguez et Fraga 1999). Dans 

une analyse métagénomique récente des sols forestiers tempérés, il a été mis en évidence que 

les membres des Alphaproteobacteria, Betaproteobacteria, Actinobacteria et Acidobacteria 

dominaient les processus liés au renouvellement du P (Bergkemper et al. 2016).  

Les archées sont des organismes procaryotes connus, entre autres, par leur capacité à survivre 

dans des environnements extrêmes. Mais à part ceci, les archées jouent un rôle fondamental 

dans le cycle de l’azote, qui pour certaines étapes pourrait être plus important que celui des 

bactéries (Leininger et al. 2006). D’ailleurs, les Thaumarchaeota et les Crenarchaeota sont plus 

abondantes que les bactéries dans certains types de sols (Leininger et al. 2006). Les gènes 

archéens codant pour l’ammonium monooxygénase, impliquée dans l’oxydation de l’ammonium 

(amoA, amoB et amoC) sont souvent plus nombreux que la version bactérienne de ces mêmes 

gènes (Leininger et al. 2006). 

Les champignons du sol sont surtout connus par la capacité de certains taxa à former des 

relations plus au moins symbiotiques (e.g., champignons mycorhiziens, saprophytiques) avec les 

racines des plantes. Les champignons sont responsables de la décomposition de la matière 

organique récalcitrante dans beaucoup d’écosystèmes, particulièrement dans les forêts, grâce à 

leurs enzymes extracellulaires capables de dégrader la matière végétale morte. De plus, les 

champignons mycorhiziens sont impliqués dans la mobilisation et la séquestration de l’azote et 

du phosphore dans leurs mycéliums, en plus d’être connus comme voie de transport du carbone 

entre différents systèmes racinaires et le sol.  

 

1.4.2.2 Protistes et autres microorganismes 

Les protistes sont un groupe paraphylétique qui domine la diversité eucaryote dans la plupart des 

écosystèmes à cause de leur représentation à travers tous les supergroupes qui forment l’arbre 

de la vie (Burki et al. 2020). Des estimations indiquent qu’il pourrait exister plusieurs millions 

d’espèces de protistes (Geisen et al. 2018). De plus, leur importance au niveau fonctionnel est 

conséquente aux estimations mentionnées. Par exemple, dans les systèmes aquatiques, la 

plupart des algues appartiennent aux protistes et ceux-ci sont donc responsables de quasiment 

la moitié de la fixation du carbone par photosynthèse sur la planète (Falkowski 2002). 

Malheureusement, les études des protistes dans le sol comportent des défis spécifiques liés à 

leur taille microscopique. Ainsi, la recherche visant à déterminer le rôle de la diversité des sols 
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dans le fonctionnement des écosystèmes a traditionnellement ignoré les protistes dans ses 

modèles suite à ces difficultés (Geisen et al. 2020). Néanmoins, parmi les nombreux 

microorganismes qui habitent dans le sol, les protistes ont un rôle particulier dans les processus 

écologiques. Par exemple, jusqu’à la moitié des espèces de protistes peuvent être parasites, 

contribuant ainsi au contrôle de la composition des communautés animales dans le sol (Mahé et 

al. 2017). De plus, les protistes phototrophiques du sol contribuent au cycle du carbone en tant 

que fixateurs (Oliverio et al. 2020). En tant que consommateurs principaux du microbiote du sol 

(Jürgens et al. 1997; Alphei et al. 1996; Bonkowski 2004; Geisen 2016; Oliverio et al. 2020), les 

protistes régulent également plusieurs processus écologiques simultanément à travers les 

changements apportés à la composition des communautés microbiennes du sol (Geisen et al. 

2020; Oliverio et al. 2020). Par exemple, Hünninghaus et collaborateurs ont démontré lors de 

leurs expériences que la minéralisation du carbone des détritus végétaux est augmentée de 1.15 

fois lors des premiers quatre jours de la décomposition en présence des protistes 

consommateurs, et que la composition de la communauté microbienne subit un changement 

notable après trois semaines (Hünninghaus et al. 2017). De plus, l’identité et la richesse de la 

communauté de protistes avaient affecté la composition de la communauté microbienne. En 

général, l'identité des protistes semblait avoir un effet significatif sur la composition des 

communautés microbiennes au début de la décomposition tandis que la richesse en espèces 

protistes semblait être plus critique dans la phase tardive et lente de la décomposition 

(Hünninghaus et al. 2017). 

Néanmoins, les protistes ne sont pas les seuls microorganismes capables de provoquer des 

changements au sein de la communauté bactérienne responsable de la dégradation de la matière 

organique. Les virus du sol pourraient constituer des composants importants régulant l’étroite 

relation entre la composition des communautés microbiennes et le fonctionnement de 

l’écosystème édaphique. Malheureusement, relativement peu d’études se sont concentrés sur ce 

volet de recherche, donc le rôle précis des virus dans le contrôle des communautés microbiennes 

(spécialement bactériennes) reste hypothétique (McGuire et Treseder 2010), et même les revues 

de littérature plus récentes parlent des rôles « probables » des virus dans le fonctionnement des 

sols (Kuzyakov et Mason-Jones 2018). Pourtant, le rôle des virus dans le cycle du carbone dans 

les systèmes aquatiques est connu et quantifié, avec des estimations qui affirment que jusqu’au 

20% des microorganismes dans l’océan sont lysés chaque jour par des virus (Suttle 1994). 

Il existe plusieurs preuves des effets des organismes bactérivores, notamment les nématodes et 

les protistes, sur le contrôle du cycle de vie des bactéries, et par conséquent, sur le recyclage 
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des nutriments. Leur rôle dans la distribution des nutriments à travers le réseau trophique 

microbien, connu traditionnellement comme le « Microbial Loop in soil » (la boucle microbienne 

dans le sol ; Clarholm 1985), peut être résumé comme suit : les racines des plantes libèrent des 

substrats riches en C (photosynthétats) dans la rhizosphère, notamment des sucres, qui sont 

utilisés par la microbiote et qui stimulent la croissance microbienne, la libération d’enzymes, et la 

minéralisation supplémentaire d’azote à partir de la matière organique du sol. Les 

microorganismes utilisent cet enrichissement en nutriments pour leur croissance. Cette 

croissance, nettement supérieure à celle trouvée dans le sol distant, attire des bactérivores et 

fongivores, dont les protistes et les nématodes, qui migrent vers la rhizosphère attirée par la 

grande abondance de microorganismes. Ces bactérivores se nourrissent du microbiote de la 

rhizosphère, libérant à nouveau de l’azote minéral dans le sol, qui peut être ensuite absorbé par 

les racines. L’azote ainsi obtenu stimule la croissance de la plante et du système racinaire, créant 

une rétroaction pour améliorer la libération de photosynthétats dans la rhizosphère (Clarholm 

1985). Pourtant, le mouvement des protistes et nématodes prédateurs des bactéries dans le sol 

est restreint par la présence d’eau dans les pores et le potentiel hydrique. Et souvent, les 

bactéries se trouvent dans des pores dans les aires protégées où l’accès des prédateurs est 

limité (Wright et al. 1995). Mais si la taille des pores est suffisamment grande pour permettre 

l’accès aux bactéries, il peut aussi permettre l’accès des virus. De plus, les populations animales 

sont réduites quasiment à zéro à partir d’une certaine profondeur (approximativement 50 cm 

(Potapov et al. 2017)). Ainsi, la théorie de la boucle microbienne peut seulement expliquer une 

partie de la mort bactérienne, et seulement dans les couches les plus superficielles du sol. Il est 

estimé que les virus sont derrière une bonne partie de la mortalité bactérienne dans le sol 

(Kuzyakov et Mason-Jones 2018). Les phages, particulièrement, seraient derrière le 

renouvellement rapide d’une grande proportion de la communauté bactérienne du sol.  

Dans le contexte de la phytoremédiation, d’un point de vue des effets sur la dégradation de la 

matière organique et le cycle du carbone, la dégradation des HAP peut être considérée comme 

un processus contenu dans la minéralisation du carbone. Par conséquent, les études portant sur 

le rôle des divers organismes du sol dans les changements des communautés microbiennes 

peuvent également apporter des pistes sur les effets que ces organismes peuvent avoir sur le 

taux de dégradation des polluants organiques, et vice-versa. Ainsi, la considération des rôles 

d’autres microorganismes du sol – comme les protistes et les virus – dans les changements de 

la communauté microbienne, aiderait à mieux modéliser la dégradation du phénanthrène et 

d’autres polluants par les bactéries et les champignons.  
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1.4.3 Macroorganismes 

Par leur consommation de la matière organique en décomposition, la faune du sol influence 

fortement les communautés microbiennes du sol et les cycles des nutriments. Dans certains cas 

attribuable à leur activité, ils peuvent aussi modifier les caractéristiques physico-chimiques du sol. 

Ces transformations agissent sur la teneur en eau et en air du sol, sur la distribution et la texture 

de la matière organique (Teuben et Verhoef 1992) et finalement, sur l’activité des 

microorganismes (Jusselme et al. 2015). La faune du sol peut modifier la disponibilité des certains 

contaminants (Krauss, Wilcke et Zech 2000; Hickman et Reid 2008) et aussi contribuer à leur 

dégradation (Schaefer et Juliane 2007) et constitue donc un paramètre incontournable pour les 

études de bioremédiation. Néanmoins, ce groupe d’organismes a souvent été ignoré lors des 

études de biodégradation des contaminants du sol. 

 

1.4.3.1 Microarthropodes  

Les microarthropodes du sol sont composés principalement par des animaux appartenant aux 

groupes des Acariens et des Collemboles. Ce sont des animaux très diversifiés et abondants 

dans la plupart des écosystèmes (Nielsen, Wall et Six 2015) et ils sont soupçonnés de contribuer 

de façon importante aux services écosystémiques, notamment par leur participation dans le cycle 

des nutriments. Un de ces rôles est la libération de l’azote (N) et du phosphore (P) pendant la 

décomposition de la litière (Carrillo et al. 2011). Les microarthropodes sont capables d’augmenter 

la disponibilité du NO3
- (Teuben et Verhoef 1992) et cette altération dans la disponibilité des 

nutriments change l’efficacité de l’utilisation des substrats carbonés par la communauté 

microbienne (Sinsabaugh et al. 2013). De plus, leurs préférences alimentaires agissent sur la 

biomasse et la composition de la communauté microbienne (Maaß et al. 2015). En effet, durant 

leur activité de broutage, que ce soit sur les détritus ou sur la matière organique vivante, les 

microarthropodes se nourrissent des microorganismes présents sur la matière organique de 

base, modifiant ainsi les abondances relatives de certains groupes des microorganismes et la 

composition de la communauté microbienne. 
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1.4.3.2 Nématodes 

Les nématodes sont des vers « ronds » d’entre 0.03 et 1 mm de long, qui forment un groupe 

monophylétique diversifié qui compte environ un million d’espèces. Dans le sol, on peut trouver 

entre 2.5 et 8.3 millions d’individus · m-2 appartenant à plus de 200 espèces (Yeates 2007).  

Les nématodes contribuent aux cycles des nutriments par le fait que leur ratio C : N est plus élevé 

que ceux des organismes dont ils se nourrissent, de sorte que jusqu’au 40% de l’N ingéré peut 

être excrété sous forme d’ammonium à travers la paroi externe de l’animal (Ferris et al. 1997). 

L’ammonium est ensuite disponible pour être réutilisé par les plantes et les microorganismes. 

L’excrétion de nutriments, couplée à leur influence sur l’augmentation du renouvellement des 

communautés microbiennes par leur broutage sont les mécanismes principaux par lesquels les 

nématodes contribuent aux processus du sol. Les nématodes bactérivores peuvent ingérer 

jusqu’à 20 cellules par succion (Ferris et al. 1997), avec une préférence pour les cellules plus 

petites (plus faciles à ingérer à travers l’étroite cavité buccale) ou Gram negatives (qui possèdent 

une parois cellulaire plus fine, donc plus facile à digérer; Liu et al. 2017). Ainsi, les nématodes 

altèrent la composition de la communauté bactérienne par des mécanismes passifs. Les 

nématodes bactérivores ont été aussi corrélés à un changement dans la composition et la 

quantité des rhizodépôts. Sundin et al. (1990) ont observé une augmentation de 2.6 fois de la 

quantité de rhizodépôts en présence des nématodes, avec une incrémentation de l’allocation de 

carbone à la rhizosphère. Il est fort possible que cela change la communauté microbienne de la 

rhizosphère.  

De plus, les nématodes bactérivores peuvent augmenter la croissance de la plante. Dans une 

méta-analyse réalisée par Trap et collaborateurs (2016), les chercheurs ont trouvé un effet positif 

de la présence de nématodes dans les études considérés, menant à augmentation moyenne de 

27% de la biomasse aérienne et de 21% de la biomasse racinaire par rapport aux témoins. Dans 

la même méta-analyse, les auteurs signalent aussi une influence des nématodes bactérivores 

dans la structure racinaire avec une augmentation de 1.2 fois de la formation des nouvelles 

pointes racinaires, tel qu’observé dans les études de Cheng et al. ( 2011).  

 

1.4.3.3 Annélides 

La rhizosphère constitue un environnement où les vers de terre peuvent avoir des effets 

importants sur le cycle des nutriments par leurs interactions avec les microorganismes de la 



 37 

rhizosphère et les racines. Malgré la quantité limitée des données disponibles sur ces 

interactions, l’étude des vers de terre est importante pour mieux comprendre les synergies entre 

leurs activités de minéralisation des nutriments et l’absorption de ceux-ci par les racines des 

végétaux.  

De plus, les racines et les vers modifient la structure, la géochimie et l’activité microbienne du sol 

de manière similaire. Ils créent des pores dans la matrice du sol, augmentent la stabilité des 

agrégats, secrètent composés de carbones labiles de faible poids moléculaire, et stimulent 

l’activité microbienne.  

Ils existent des preuves quant aux effets des vers de terre dans le fonctionnement de la 

rhizosphère, notamment dans le cycle de l’azote. James et Seastedt (1986) ont observé une 

augmentation de la biomasse de la racine d’Andropogon gerardii avec une diminution du NO3-N 

dans le lixiviat lorsque des vers du genre Diplocardia étaient présents dans les pots de cultures 

par rapport aux pots sans vers.  

Dans une étude menée par Spain, Lavelle et Mariotti (1992), les chercheurs ont trouvé des 

preuves pour l’implication des vers de terre dans l’augmentation de la production de biomasse de 

la plante. Cette croissance était liée à l’augmentation de l’absorption d’N et de P en présence des 

vers. Comme les auteurs avaient marqué la biomasse microbienne avec du 15N, ils ont pu 

constater que la présence des vers de terre était positivement corrélée avec une augmentation 

des transferts de 15N au feuillage et à la racine. 

Également, la capacité de la racine d’utiliser les nutriments présents dans les turricules (petits 

monticules de terre constitués des tortillons issus des déjections de vers de terre) a été observée 

par Spiers et al. (1986). Les auteurs ont trouvé des racines vivantes très fines poussant dans des 

excréments frais de Arctiostrotus sp.  

Les vers de terre ont montré une capacité pour la dispersion des champignons mycorhiziens à 

arbuscules (AMF par son acronyme anglais : arbuscular mycorrhizal fungi), lesquels forment une 

association mutualiste avec les racines, ce qui augmente généralement la croissance de la plante 

par une augmentation de son apport en éléments nutritifs. Reddell et Spain (1991) ont décrit la 

présence de spores intactes d’AMF dans les tortillons de 13 espèces de vers en Australie, 

capables de recoloniser les racines de Sorghum bicolor. Madsen et Alexander (1982) ont montré 

la capacité de Lumbricus rubellus de permettre la colonisation de Rhizobium japonicum plus en 

profondeur dans le sol. Également, des bactéries du genre Rhizobium ont vu leur dispersion 

augmentée à travers l’espèce L. terrestris (Doube et al. 1994).  
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Finalement, les vers de terre peuvent améliorer la dégradation des hydrocarbures à travers trois 

mécanismes : l’amélioration du processus oxydatif due à l’aération du sol résultant des activités 

du « creusage des galeries », l’augmentation de l’activité microbienne et l’augmentation de la 

disponibilité des hydrocarbures pour les microorganismes dû à la bioturbation.  

 

1.5 Aspects de la diversité du sol liés au fonctionnement de l’écosystème : 
redondance fonctionnelle, biodiversité et complexité du réseau trophique 

 

Dans la section précédente, l’importance de certains groupes biologiques a été exposée par 

rapport à leur contribution individuelle aux processus écosystémiques. Pourtant, dans les 

écosystèmes plusieurs espèces performant les mêmes fonctions coexistent suite à de petites 

différences dans les niches qu’elles occupent, phénomène connu sous le nom de redondance 

fonctionnelle. Le concept de redondance fonctionnelle se base sur la notion que la plupart des 

écosystèmes contiennent plus d’espèces que de processus. La redondance fonctionnelle est 

visible lorsque la disparition d’un certain nombre d’espèces de la communauté ne se traduit pas 

par une perte des processus menés par ces espèces. (Walker 1992).  

La redondance fonctionnelle est un aspect important de la diversité des sols, parce que cela 

garantit que les fonctions écosystémiques continueront d’être menées malgré la disparition de 

certaines espèces suite, par exemple, à une perturbation. L’absence de redondance fonctionnelle 

peut mener à la perte de fonctionnalités du sol lors de perturbations.  

Mais pour que la redondance fonctionnelle existe dans un écosystème, celui-ci doit compter 

plusieurs espèces. Le plus d’espèces que contient un écosystème, le plus de chances il y aura 

qu’en cas de conditions changeantes ou de perturbations les fonctions puissent se réaliser de 

façon identique ou très similaire (hypothèse de l’assurance, Yachi et Loreau 1999). Ainsi, la 

richesse, considérée comme le nombre d’espèces présentes dans un écosystème, est une 

caractéristique très importante pour assurer les services écosystémiques (Wagg et al. 2014; 

Delgado-Baquerizo et al. 2020). Beaucoup des services écosystémiques sont liés à la diversité 

de l’écosystème. Par exemple, la productivité végétale, les cycles de nutriments, la 

décomposition de la matière organique, le contrôle de pathogènes ou encore la dégradation de 

contaminants sont des services écosystémiques fortement dépendants de la diversité des 

microorganismes (bactéries, archées et champignons) (Reed et Martiny 2007; Trivedi et al. 2019; 

Maron et al. 2018; Ramin et Allison 2019) ou de la faune (annélides, arthropodes, nématodes, 
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collemboles, protistes, rotifères, tardigrades, entre autres) (Cole et al. 2006; Hooper et al. 2005; 

Setälä et al. 2005; Hünninghaus et al. 2017). Dans les sols, la réduction de l’abondance et de la 

diversité des organismes entraîne le déclin de multiples fonctions de l’écosystème, comme le 

cyclage et la rétention des nutriments (Wagg et al. 2014).  

Plus de 200 ans de recherche ont démontré comment la biodiversité au sein des communautés 

végétales soutient la stabilité et la productivité des écosystèmes (Maron et al. 2018). Au contraire, 

peu de démonstrations directes de la relation entre la diversité et la fonction dans les 

communautés microbiennes sont disponibles. 

Néanmoins, depuis les dernières 10-15 années, de plus en plus de preuves soutiennent le rôle 

de la diversité du sol, dont la diversité microbienne, dans le maintien des fonctions 

écosystémiques (Trivedi et al. 2019; Delgado-Baquerizo et al. 2020). La méta-analyse 

récemment réalisée par Delgado-Baquerizo et collaborateurs (2020) a mis en évidence 

l’importance de la biodiversité du sol dans le maintien de multiples fonctions de l’écosystème. 

Parmi les fonctions analysées dans cette étude, on trouve le cyclage des nutriments, la 

décomposition, la production végétale et l’antagonisme aux pathogènes du sol. Leurs résultats, 

issus de la combinaison d’une étude observationnelle globale, ont montré des associations 

positives et significatives entre la diversité de groupes spécifiques (protistes, nématodes, vers de 

terre, collemboles, tardigrades, rotifères, bactéries, champignons) et la multidiversité (la diversité 

combinée de plusieurs groupes) avec la multifonctionnalité de l’écosystème. De plus, la pente de 

la corrélation entre la multidiversité et la multifonctionnalité était plus prononcée que celle de la 

diversité de n’importe quel autre groupe individuel, suggérant que la diversité de plusieurs 

organismes du sol alimente la multifonctionnalité dans les écosystèmes terrestres. Ceci met en 

évidence un effet synergique des différents membres du réseau trophique observable dans les 

sols présentant des réseaux plus complexes.  

La complexité du réseau trophique est un aspect important de la diversité, car les interactions 

liées à l’alimentation changent les communautés microbiennes via des changements dans la 

composition et l’abondance relative de certains groups de microbes. Quand une diversité faible 

de consommateurs animaux se trouve dans l’environnement de la rhizosphère, la pression de 

broutage sur certains microbes pourrait faire diminuer drastiquement leur abondance. En 

conséquence, une diminution de la diversité microbienne se produirait, et comme résultat, une 

perte de la fonctionnalité de l’écosystème pourrait survenir (Trivedi et al. 2019). Une plus grande 

diversité du réseau trophique supérieur (e.g. une plus grande richesse de protistes) a résulté en 

une augmentation de la résilience de la structure de la communauté microbienne face à une 
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perturbation par la sécheresse (De Vries et Shade 2013). Les différents membres de la faune du 

sol ont des préférences alimentaires différentes et se déplacent de façons distinctes. Ainsi, une 

plus grande diversité ou une plus grande richesse spécifique des niveaux trophiques supérieurs 

du sol (invertébrés, protistes, etc.) pourrait améliorer la résilience des communautés 

microbiennes, car ces animaux, de par leurs activités d’alimentation et leurs déplacements, 

stimulent la croissance et la dispersion d'une plus large gamme de microbes du sol que les 

communautés fauniques de moindre diversité. 

Une autre étude réalisée dernièrement a trouvé que la présence des invertébrés dans le sol 

favorisait l’apparition de communautés microbiennes distinctes et modifiait à la fois la biomasse 

et les fonctions microbiennes (Bray et al. 2019). Dans cette étude, les chercheurs ont observé 

que les macroinvertébrés du sol augmentaient la diversité bactérienne, changeaient l’abondance 

relative de certains phyla bactériens et augmentaient la biomasse fongique, ainsi que les activités 

des enzymes phénol oxydase et glucosidase, importantes dans la dégradation de la matière 

organique. Leurs résultats indiquent que dans la rhizosphère, les macroinvertébrés, par le biais 

d’un broutage de faibles intensités pourraient avoir un effet stimulant sur les communautés et les 

processus microbiens, probablement en raison du recyclage des éléments nutritifs ou de la 

dispersion des cellules microbiennes et des spores par les invertébrés mobiles (Bray et al. 2019). 

Plus les prédateurs sont diversifiés, plus les choix alimentaires de ceux-ci se diversifient, et la 

pression de broutage exercé sur chacun des groupes de microbes se réduit. Cela pourrait se 

traduire par une perte moins importante de la diversité microbienne, voir une augmentation, 

lorsqu’on considère aussi la macrofaune, comme les vers de terre, qui transportent des 

microorganismes entre les différentes zones du sol.  

Mais dans un contexte de phytoremédiation, l’importance relative de chaque élément du réseau 

trophique du sol a été très peu évaluée. Dans une certaine mesure, le sol reste une boîte noire, 

et de nos jours, la compréhension des mécanismes de fonctionnement des sols constitue un 

domaine de recherche actif, et ce, malgré les nombreuses études récentes menées pour démêler 

la nature complexe des relations microbe-sol-plante lors de la phytoremédiation et dans d’autres 

contextes (Steffan et Dharampal 2019; Bennett et al. 2019; Schmitz et Leroux 2020). 
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Naturellement, la plupart des études de rhizoremédiation se concentrent sur le rôle des microbes 

et de la plante, car ce sont les principaux acteurs participant à ce processus. De même, il existe 

une compréhension raisonnable de l’effet des propriétés physico-chimiques des matrices du sol 

influençant les perspectives de dégradation. Au contraire, il y a un manque d’études explorant le 

rôle que les habitants du sol, mis à part les champignons, les archées et les bactéries, jouent 

pendant la rhizoremédiation.  

L’une des raisons possibles derrière le manque d’études mettant en évidence le rôle de la faune 

du sol pendant la rhizoremédiation -ou tout autre processus biogéochimique du sol - est la 

complexité intrinsèque des réseaux trophiques (Fry et al. 2019). Souvent, les réseaux trophiques 

Figure 1-7 Schéma sur la complexité du réseau trophique dans le sol.  
La faune qui habite autour de la rhizosphère et le sol annexe présente des comportements 
alimentaires généralistes et variables qui affectent la composition de la communauté 
microbienne,  la morphologie et la biomasse de la plante. Les nematodes, les collemboles et les 
vers de terre, utlisés dans la deuxième partie de la thèse, sont encerclés en rouge.  
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du sol impliquent de nombreuses interactions complexes entre des centaines d’espèces 

d’animaux, de plantes, de champignons, de bactéries et d’archées (mis à part les interactions 

avec d’autres groupes, tels que les virus, Figure 1-7) à différents niveaux trophiques (Wolkovich 

2016). En fait, un bon nombre de ces interactions sont basées sur les échanges de nutriments 

(alimentation) et il est de plus en plus évident que ces réseaux trophiques sont à l’origine de 

processus écosystémiques clés pour le fonctionnement des écosystèmes (Bardgett et Wardle 

2010; Bardgett et Van Der Putten 2014).  

 

Parmi les stratégies d’alimentation adoptées par les animaux vivants dans les sols, le 

généralisme est préféré par beaucoup de groupes, due à sa meilleure adaptation dans les 

conditions hétérogènes du sol (Erktan et al. 2020a). Concrètement, la structure du sol empêche 

généralement la détection à longue distance des ressources (Digel et al. 2014), donc les 

macroorganismes doivent faire avec ce que ils ont à leur disposition. Le généralisme ajoute une 

couche supplémentaire de difficulté lorsque l’on tente de démêler les relations au sein des 

réseaux trophiques du sol dans un contexte de phytoremédiation. Par exemple, les collemboles 

peuvent se nourrir soit d’hyphes fongiques ou de systèmes racinaires fins (Endlweber et al. 2009; 

Erktan et al. 2020b; Johnson et al. 2005), modifiant ainsi directement la structure physique de la 

matrice qui permet la rhizoremédiation (la biomasse racinaire). Mais des changements indirects 

dus à l’activité des collemboles sont aussi possibles, par exemple, en affectant la morphologie de 

la racine à travers un changement dans la disponibilité et la distribution des nutriments 

(Endlweber et Scheu 2006). Des espèces appartenant au genre Protaphorura améliorent la 

séquestration du phosphore par la plante, ce qui cause une augmentation de la biomasse 

végétale totale (Ngosong et al. 2014). Dans un contexte de phytoremédiation, cette augmentation 

de la biomasse pourrait impliquer un système racinaire plus large et donc une efficacité de 

dégradation améliorée. De plus, cette activité de broutage a des effets sur la respiration du sol, 

la minéralisation du carbone et de l’azote, donc un effet sur la rhizoremédiation pourrait 

également être attendu.  

Les nématodes sont connus par leur broutage sur les bactéries et les champignons, mais aussi 

sur les racines des plantes (Crowther et al. 2011; Yeates 2007; Cheng et al. 2011). Leur activité 

de broutage a été liée à des changements dans l’abondance relative des champignons, où les 

nématodes stimulaient des souches fongiques moins compétitives (Crowther et al. 2011). Comme 

pour les collemboles, les nématodes ont été positivement liés à une augmentation de la biomasse 

végétale, en particulier du système racinaire (Alphei et al. 1996). Il est intéressant de noter que 
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les nématodes ont été associés à des taux de dégradation plus élevés pour différents HAP grâce 

à leur activité de broutage sur les bactéries. Par exemple, la présence de nématodes a mené à 

une dégradation accrue du phénanthrène par Pseudomonas (Jing et al. 2017) et du pyrène par 

Sphingobium (Sun et al. 2017). 

Les vers de terre représentent 80% de la biomasse faunistique totale des sols (Yasmin et D’Souza 

2010) et sont des habitants communs de la rhizosphère (Springett et Gray 1997). Ce sont des 

organismes avec une résistance remarquable, avec des espèces telles que Pontoscolex 

corethrurus, Gossodrillus sp. ou bien Dichogaster salines étant présentes dans les sols 

contaminés par de fortes concentrations d’hydrocarbures pétroliers (environ 12 000 mg kg−1; 

Zavala-Cruz et al. 2013). De plus, la présence de vers de terre a été liée à des taux accélérés de 

dégradation des hydrocarbures (Delgado-Balbuena et al. 2016). Cette dégradation accélérée 

étant probablement due à des changements dans les communautés microbiennes du sol, puisque 

les sols traités avec des vers de terre présentaient des abondances relatives plus élevées de 

protéobactéries (Bernard et al. 2012; Delgado-Balbuena et al. 2016), qui contient de nombreux 

genres de bactéries dégradant les hydrocarbures. De plus, les vers de terre peuvent faciliter la 

dégradation et la volatilisation des HAP par l’excavation de leurs tunnels, augmentant ainsi 

l’aération du sol (Bartlett et al. 2010; Lavelle et Spain 2001) et par le déplacement de microbes 

entre le sol distant et la rhizosphère (Luepromchai et al. 2002). 

Dans un contexte de phytoremédiation, évaluer les effets des différents niveaux de complexité 

du réseau trophique avec une diversité variable des taxa supérieurs pourrait être intéressant du 

point de vue des possibles effets positifs (augmentation de la biomasse et de la diversité 

microbienne) qui pourraient potentiellement se traduire en une augmentation du taux de 

dégradation du contaminant.  
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1.6 Hypothèses et objectifs 

 

Hypothèse générale 

La diversité et la complexité trophique du sol sont les facteurs les plus importants pour permettre 

la survie de la plante face aux stress parce qu’elles assurent respectivement, la redondance 

fonctionnelle et la résilience du système. De sorte que quand le sol est sujet à une contamination, 

un bassin suffisant d’organismes capables de réaliser les fonctions dont la plante a besoin pour 

sa survie sera présent.  

Les hypothèses spécifiques qu’on pose dans ce projet sont les suivantes : 

1) Dans des sols contaminés au phénanthrène, lorsqu’exposé à deux communautés 

microbiennes différentes, le peuplier s’associera à différents microorganismes qui 
présenteront toujours des patrons semblables de fonctionnalité (dégradeurs d’HAP), 

résultant en des taux similaires de dégradation des HAP.  

2) Dans des sols contaminés au phénanthrène, lorsqu’exposé à huit niveaux différents de 

complexité trophique eucaryote (micro-, méso- et macrofaune), le saule s’associera à 
différents microorganismes et présentera différents patrons de productivité, et 
c’est le réseau le plus complexe qui sera le plus bénéfique pour la phytoremédiation 
(croissance de la plante et dégradation des HAP).  

Objectif général 

Déterminer les facteurs de la diversité du sol (diversité spécifique et complexité trophique) qui 

contribuent le plus à façonner les communautés microbiennes de dégradeurs, influençant ainsi 

la performance des arbres pour la phytoremédiation du phénanthrène. 

Objectifs spécifiques 

1) Déterminer quels facteurs influencent plus fortement la phytoremédiation.  

2) Analyser l’importance de la diversité microbienne initiale dans la réponse du peuplier 

face à la contamination par le phénanthrène. 

3) Analyser l’importance de la complexité du réseau trophique sur la performance du saule 

et sur la composition des communautés microbiennes face à la contamination par 

phénanthrène 
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1.7 Approche expérimentale et liens entre les objectifs et les chapitres de la 
thèse  

1.7.1 Chapitre 2 : Déterminer quels facteurs influencent plus fortement la 
phytoremédiation (objectif spécifique 1) 

Cet objectif, formulé sans hypothèse associée, visait, d’un côté, à mieux comprendre les facteurs 

influençant la phytoremédiation des hydrocarbures dans le sol et, et d’un autre côté, à cerner les 

lacunes dans les connaisances sur ce sujet. Après la determination de l’état des connaisances, 

on pourrait ensuite formuler des hypothèses spécifiques pour que les expériences associées 

puisent contribuer significativement à la comprension de la phytoremédiation et son amélioration.  

Ainsi, dans ce chapitre, j’ai utilisé une approche de révue de littérature pour cette mise au point 

en me concentrant sur les facteurs influençant la rhizoremédiation. Au cours de cette revue de 

littérature, j’ai examiné les rôles de plantes, microorganismes et autres organismes du sol dans 

le succès de la rhizoremédiation. Ceci m’a permit d’observer des résultats très variables, j’ai 

allégué que cela pourrait être dû, entre autres causes, à des disparités dans la diversité des sols 

contaminés. J’ai séléctionné ensuite la diversité microbienne initiale du sol et la diversité et 

complexité du réseau trophique animal comme facteurs pouvant avoir un impact sur la 

phytoremédiation. Comme résultat, ces deux points ont formé la base des hypothèses spécifiques 

pour lesquelles j’ai conçu, mis en place et analysé deux expériences, présentées aux chapitres 

3 et 4. 

1.7.2 Chapitre 3 : Analyser l’importance de la diversité microbienne initiale 
dans la réponse du peuplier face à la contamination par le phénanthrène 
(objectif spécifique 2) 

Cet objectif a été formulé afin de tester l’hypothèse suivante :  

Dans des sols contaminés au phénanthrène, lorsqu’exposé à deux communautés microbiennes 

différentes, le peuplier s’associera à différents microorganismes qui présenteront toujours 
des patrons semblables de fonctionnalité (dégradeurs d’HAP), résultant en des taux similaires 

de dégradation des HAP. 

Donc, dans ce chapitre je voulais répondre aux questions suivantes : est-ce que les peupliers 

sélectionnent le même type de communautés microbiennes dans la rhizosphère quand ceux-ci 

sont exposés à la contamination par rapport aux témoins non exposés ? Est-ce qu’il y a des 

différences entre les réponses des bactéries, archées et champignons ? Est-ce que les patrons 

de sélection, s’ils existent, sont les mêmes indépendamment du type de sol d’origine ? Est-ce 
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que l’effet de la rhizosphère outrepasse l’effet du type de sol ou de la contamination par le 

phénanthrène ? En termes de richesse et redondance fonctionnelle pour les gènes de 

dégradation, quels sont les facteurs qui maximisent la dégradation ?  

Pour ce faire, j’ai utilisé une approche génomique pour caractériser la structure des communautés 

bactériennes et fongiques présentes dans le sol et la rhizosphère de peupliers dans deux types 

de sols, forestier et agricole, abritant des diversités microbiennes de départ différentes et exposés 

ou non à la présence de phénanthrène. La richesse spécifique a été définie à l’aide du 

séquençage Illumina d’amplicons PCR du gène de l’ARNr 16S pour les bactéries et archées et 

de la région ITS pour les champignons. Également, on a caractérisé la richesse fonctionnelle en 

se focalisant sur la structure de la communauté de dégradeurs bactériens des HAP, à l’aide du 

séquençage et de la quantification par qPCR des gènes codant pour la sous-unité alpha des 

dioxygénases impliquées dans les premières étapes de la dégradation des HAP (sous l’acronyme 

PAH-RHDα). Pour déterminer l’efficacité des communautés microbiennes dans la dégradation du 

phénanthrène, j’ai quantifié le phénanthrène par chromatographie en phase gazeuse couplée à 

la spectrométrie de masse (CG-SM). Finalement pour quantifier la réponse de la plante face au 

phénanthrène, j’ai récolté la biomasse en fin d’expérience. 

Le but primaire de ce chapitre était de découvrir des patrons de sélection communs qui se 

seraient manifestés après que la plante ait été soumise à la contamination. Je voulais aussi 

déterminer si la sélection de la plante sur la communauté microbienne de la rhizosphère présente 

des patrons généraux identifiables.  Déterminer l’importance relative de ces patrons pourrait  

aider à améliorer les programmes de phytoremédiation. 

Pour cette expérience, j’ai mis en place un dispositif experimental multifactoriel complet avec des 

plantes en pots comprenant trois facteurs explicatifs avec deux niveaux chacun : Le facteur 

« diversité microbienne » correspondait aux deux types de sols récoltés, agricole et forestier, 

dans des sites soumis à différentes pressions anthropiques. Ces sols distincts ont contribué 

différents pools génétiques pour les bactéries, les archées et les champignons. La distance 

géographique entre les localisations de l’échantillonnage ont permis d’assurer une bonne 

divergence du bassin de diversité microbienne. Le facteur « contamination » correspondait à la 

présence ou l’absence de contamination par le phénanthrène à raison de 50 mg kg-1 de sol. Le 

facteur « présence de la plante », avec les niveaux planté et non-planté, m’a servi à retracer les 

changements dans le microbiote du sol qui étaient dus à la sélection par la rhizosphère et non à 

la présence de la contamination ou la diversité intrinsèque du sol d’origine.  
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J’ai pu constater que la diversité initiale du sol a un fort impact sur les communautés microbiennes 

de la rhizosphère et du sol distant, et ce pour les deux types de sols utilisés. Dans le cas du sol 

agricole, la diversité présente et les caractéristiques physicochimiques ont permis une 

biodégradation complète du phénanthrène sans que la présence du peuplier augmente 

significativement le taux de dégradation. Par contre, dans les sols forestiers, la diversité 

microbienne présente dans le sol n’était pas suffisante pour aboutir seule à la dégradation 

complète du phénanthrène et la présence des peupliers a significativement amélioré la 

dégradation du phénanthrène. Les communautés de dégradeurs, bien que similaires dans les 

sols non plantés, divergèrent dans les rhizosphères analysées. La présence de certains genres 

était indépendante du sol d’origine, tandis que la présence d’autres genres, qui variaient en 

fonction du type de sol, pourrait expliquer les différences entre les taux de dégradation. Les 

champignons, eux, différèrent des bactéries dans leur réponse aux traitements, ceux-ci étant 

fortement influencés par la présence des peupliers, avec une dominance complète du genre 

Sphaerosporella dans tous les pots plantés. Dans l’ensemble, les résultats de ce chapitre 

montrent l’importance de la composition spécifique et fonctionnelle initiale des sols sur l’efficacité 

de la phytoremédiation.  

 

1.7.3 Chapitre 4 : Analyser l’importance de la complexité du réseau trophique 
sur la performance du saule et sur la composition des communautés 
microbiennes face à la contamination par le phénanthrène (objectif 
spécifique 3) 

Cet objectif a été formulé afin de tester l’hypothèse suivante : 

Dans des sols contaminés au phénanthrène, lorsqu’exposé à huit niveaux différents de 

complexité trophique eucaryote (micro-, méso- et macrofaune), le saule s’associera à différents 
microorganismes et présentera différents patrons de productivité, et c’est le réseau le plus 
complexe qui sera le plus bénéfique pour la phytoremédiation (croissance de la plante et 
dégradation des HAP).  

Dans ma thèse, le concept de la complexité du réseau trophique a été simplifié dans le but de 

rendre les expériences factorielles réalisables. Ainsi, aux fins de cette expérience, la complexité 

du réseau trophique serait une diversité faunistique variable comprenant differentes 

combinaisons de représentants de la micro-, méso- et macrofaune. Dans le quatrième chapitre 

j’évalue l’effet des interactions complexes du réseau trophique se produisant dans la rhizosphère 

pendant la rhizoremédiation du phénanthrène. On sait que l'un des facteurs provoquant des 
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changements dans les communautés bactériennes et fongiques est la présence de brouteurs 

bactériens et fongiques, notamment les nématodes. Les vers de terre sont considérés comme 

des vecteurs de transport microbiens, tandis que certains collemboles sont reconnus pour se 

nourrir de champignons et de petites racines de plantes. Dans ce chapitre, je cherchais à 

déterminer si la combinaison la plus complexe (diversifiée) d'invertébrés (comprenant les 

représentants des groupes mentionnés ci-dessus) est plus efficace pour améliorer la 

rhizoremédiation et / ou favoriser le développement des saules dans des sols contaminés par le 

phénanthrène, à travers la stimulation de la communauté microbienne en générale ou, plus 

spécifiquement, des dégradeurs bactériens.  

Pour ce faire, j’ai réalisé une expérience factorielle complète en pot. Le système consistait en des 

pots contenant de la terre irradiée aux rayons gamma pour éliminer tous les invertébrés 

naturellement présents. Les boutures de saule ont été soumises à deux facteurs avec des 

niveaux différents. D’un côté, le facteur « contamination » consistant en deux niveaux, soit 

contaminé à raison de 100 mg de phénanthrène kg -1 ou non contaminé. D’un autre côté, on a le 

facteur « niveaux de complexité du réseau trophique », avec huit combinaisons possibles 

entre présence/absence de nématodes, collemboles et vers de terre. Le sol distant et celui de la 

rhizosphère ont été récoltés et les mêmes analyses qu’au chapitre 3 ont été menées.  

Le phénanthrène a été dégradé presque complètement dans tous les pots, au point où aucune 

différence significative n'a été observée entre les traitements. Cependant, le phénanthrène a eu 

un impact négatif en termes de biomasse de saule dans tous les traitements de complexité du 

réseau trophique sauf dans le plus complexe, où les nématodes, les collemboles et les vers de 

terre ont aidé la plante à atteindre des niveaux de biomasse comparables aux traitements témoins 

sans contaminant. J’ai aussi observé un fort effet de la contamination par le phénanthrène sur les 

communautés bactériennes du sol distant et rhizosphérique, couplé à un effet presque significatif 

du traitement de diversité. Encore une fois, le traitement le plus complexe du réseau trophique 

ainsi que le traitement des vers de terre et des nématodes étaient les plus différenciés par rapport 

aux autres. 
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2.1 Abstract 

 

Phytoremediation is a green and sustainable alternative to physico-chemical methods for 

contaminated soil remediation. One of the flavours of phytoremediation is rhizoremediation, where 

plant roots stimulate soil microbes to degrade organic contaminants. This approach is particularly 

interesting as it takes advantage of naturally evolved interaction mechanisms between plant and 

microorganisms and often results in a complete mineralization of the contaminants (i.e. 

transformation to water and CO2). However, many biotic and abiotic factors influence the outcome 

of this interaction, resulting in variable efficiency of the remediation process. The difficulty to 

predict precisely the timeframe associated with rhizoremediation leads to low adoption rates of 

this green technology. Here, we review recent literature related to rhizoremediation, with a 

particular focus on soil organisms. We then expand on the potential of rhizoremediation to be a 

model plant-microbe interaction system for microbiome manipulation studies. 
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2.2 Introduction 

 

Phytoremediation is the use of plants to remediate contaminated environments (usually soils, but 

also water). Many processes can be involved in the removal of the pollutants such as 

phytovolatilization (the removal of volatile compounds through plant tissues), phytotransformation 

(the transformation of contaminants from one state to another), phytostabilization (the stabilization 

of mobile contaminants in the soil), phytoextraction (the removal of trace elements from the soil 

and its fixation in plant tissues). Although all these processes involve both the plant and its 

microbiota, rhizoremediation clearly stands out as an integrated plant-microbes endeavor. 

Rhizoremediation is the degradation of organic pollutants in the soil zone surrounding the plant 

roots (the rhizosphere), usually as a result of the stimulation of the catalytic activities of 

microorganisms by the plant roots (Pilon-Smits 2005). For many organic contaminants, such as 

most petroleum hydrocarbons, rhizoremediation results in the complete mineralization of the 

contaminants, effectively removing it from the environment. The principle behind rhizoremediation 

is simple: as the plant roots colonize the contaminated soil, as for any soil, they associate with a 

subset of the microorganisms present in the soil and stimulate them through the exudation of a 

variety of organic compounds (Kuiper et al. 2004) (Figure 2-1A). Some of the microbes stimulated 

by the root exudates are also able to degrade petroleum hydrocarbons. Many facets of the 

rhizosphere environment make this soil zone particularly appropriate for the degradation of 

organic contaminants. First, the plant secondary metabolites that are part of the exudates are 

often structurally very similar to organic contaminants (Singer et al. 2003). This results in a 

heightened presence and activity of microbes being able to degrade organic contaminants in the 

rhizosphere, even in the absence of contaminants (Yergeau et al. 2014). Second, because of the 

presence of the root exudates, the rhizosphere microbial communities are generally more active 

and more abundant than microbial communities in the bulk soil (i.e. not under the influence of the 

roots) (Smalla et al. 2001; Kowalchuk et al. 2002). Third, the rhizosphere is generally recognized 

as a hotspot for horizontal gene transfer (Van Elsas et Bailey 2002), and plasmids were shown to 

help microorganisms adapt to contamination stress and degrade organic compounds (Top et 

Springael 2003; Sentchilo et al. 2013). Additionally, some root exudates help detach organic 

contaminants from the organic matter present in soil, making them more available to microbes 

(Gao et al. 2010). Altogether, this again highlights the distinct roles of plants and microorganisms 

during rhizoremediation: the plant act as a promoter for microbial degraders, by providing them 

with a suitable environment and stimulating them through root exudates. The suitability of the 
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rhizosphere environment for microbial processes related to the degradation of hydrocarbons also 

exposes one of the major pitfalls of rhizoremediation: it only works where plant roots are. 

Therefore, in compacted or very clayey soils, or in cases where contamination is deeper than the 

root zone, or at too high concentration for roots to survive, rhizoremediation is not effective. As 

root growth patterns and exudates amount and quality differ between different plants, even 

between closely related genotypes (O’Toole et Bland 1987; Jones et al. 2004; Manschadi et al. 

2006), the choice of an appropriate plant genotype is crucial in rhizoremediation. 

The rhizosphere microbes, especially bacteria, are thought to be the major players in organic 

contaminant degradation during rhizoremediation (Bell et al. 2014a, 2014b; El Amrani et al. 2015), 

and recent plant-microbe metatranscriptomic studies confirmed that the hydrocarbon degradation 

genes expressed in the root-rhizosphere environment were mostly linked to bacteria (Yergeau et 

al. 2018; Gonzalez et al. 2018) (Box 1). Petroleum hydrocarbon contamination is often composed 

of a mixture of saturated aliphatic (alkanes) and aromatic hydrocarbons (including polycyclic 

aromatic hydrocarbons, PAHs). Microorganisms can degrade virtually all the hydrocarbons 

present in petroleum through various pathways, although with different efficiencies. In addition to 

this central role, microbes also have another major role in rhizoremediation (Figure 2-1B). Indeed, 

microbes known as plant growth promoting rhizobacteria (PGPR) are recognized to have the 

capacity to increase plant growth (Kloepper et Schroth 1978), and the ones that can increase root 

growth are particularly interesting in the context of rhizoremediation. On top of their of nutrients, 

PGPR also have the capacity to reduce plant stress through various mechanisms ability to 

promote the growth of plants through the production of plant hormones or the mobilization 

(Rajkumar et al. 2012; De Zelicourt et al. 2013), including through the reduction of ethylene 

concentrations in the roots (Glick et al. 1998; Glick 2003) which would allow a plant to grow in 

highly contaminated environments without the adverse effects of stress (Burd et al. 2000). 

Rhizoremediation offers a unique system to study plant-microbe interactions and experiment with 

microbiome manipulation approaches. First, the response variable of interest is easily 

measurable: a lowered soil contamination. Second, the hydrocarbon degradation pathways are 

well known, and the genes are well represented and annotated in databases (e.g. the 

biocatalysis/biodegradation database, http://eawag-bbd.ethz.ch/). Third, the capacity to degrade 

hydrocarbons is widespread among bacteria, and major players, such 

as Pseudomonas and Rhodococcus can be easily cultured. It is thus relatively easy to create  
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A. Main effects of plant exudates in enhancing rhizodegradation petroleum hydrocarbons 
(PHC).1.Plants segregate root exudates including a large range of photosynthates that stimulate 
microbial growth in the rhizosphere. Among these root exudates, there are phenolic compounds 
that share a similar physicochemical structure with some petroleum hydrocarbons. Phenolic 
compounds stimulate the degrader microbial community, leading towards an increase in the total 
abundance of genes related to the petroleum hydrocarbon metabolism. Root exudates increase in 
alkane mono-oxygenase (alkB), naphthalene dioxygenase (ndoB) and catechol-2,3-dioxygenase 
(xylE) genes, all of them coding for a range of oxygenases capable of degrading PH. This creates a 
negative gradient of TPH concentrations, where there is a significant decrease of pollutants in 
closer to the rhizosphere. These gradients lower the stress suffered by the plant, allowing the roots 
to dig deeper in soil layers, bringing the degraders bacterial community in further contact with the 
pollutant. 2. Other compounds present in root exudates have shown a capacity to promote 
desorption of certain PAHs from the organic matter in soil. Oxalic (OA) and citric acid (CA) facilitate 
desorption of at least two polycyclic aromatic hydrocarbons (PAH) -phenanthrene and pyrene -, 
making these molecules more accessible to rhizodegradation. B. Plant growth promoting 
rhizobacteria (PGPR) enhance rhizodegradation through two main processes concerning lateral 
root development. 3. PGPR have demonstrated a capability to form certain phytohormones that get 
into the root tissues, modulating processes such as root enlargement or lateral root development. 
There are at least three bacterial phytohormones with effects over root development: indolacetic 
acid (IAA), cytokinins (CKs) and gibberellic acid (GA). 4. Another important component of the 
rhizospheric mechanisms involved in the success of rhizodegradation is the capability of PGPR to 
consume 1-aminocyclopropane-1-carboxylic acid (ACC), the precursor of the stress phytohormone 
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ethylene. Several microorganisms present genes encoding for ACC deaminase (ACCd). This 
bacterial enzyme transforms the plant ACC into NH4+ and α-ketobutyrate, for the plant to obtain the 
nitrogen contained in the ACC molecule. While doing so, bacteria are directly competing with the 
ACC oxidase (ACO), enzyme that catalizes the transformation of ACC into ethylene. ACCd depletes 
ACC reserves in the plant tissues, in such a way that plants have lower amounts of ethylene within 
the root systems. This, ultimately, leads to a promotion of root development in a contaminated 
environment. All of these processes acting simultaneously allow for a better performance of 
rhizodegradation of petroleum hydrocarbons. 

consortia of hydrocarbon-degrading bacteria, follow their fate in the environment using molecular 

tools and measure their effect on rhizoremediation efficiency. It is also possible to measure the 

effects of various manipulations on the hydrocarbon-degrading microbiota abundance and 

activities in the rhizosphere using relatively inexpensive molecular tools such as qPCR. 

2.2.1 Box 1: The holobiont and the hologenome 

All multicellular eukaryotes are associated with a wide diversity of microorganisms, forming an 

inseparable entity known as a holobiont (Rosenberg et al. 2009; Bordenstein et al. 2015; Van 

Opstal et Bordenstein 2015; Theis et al. 2016). This observation has led Ilana Zilber-Rosenberg 

and Eugene Rosenberg to enounce the hologenome theory of evolution that states that the 

hologenome (the combined genomes of the host and its microbiota) forms one of the units of 

evolution (Zilber-Rosenberg et Rosenberg 2008). Consequently, it is predicted that holobionts 

can rapidly evolve/adapt through their microbiota by: (i) horizontal gene transfer among their 

existing microbiota, (ii) recruitment of new microbes from the environment, (iii) shifts in the relative 

abundance/gene expression of various members of the microbiota. These mechanisms are 

thought to enable holobionts to adapt within a single or a few generations(Voss et al. 2015; 

Rosenberg et Zilber-Rosenberg 2016). It has recently been shown that the response of willows 

to stressful conditions (soil contamination) results in large shifts in the metatranscriptome of root 

and rhizosphere bacterial and fungal communities, but not in the plant root transcriptome 

(Gonzalez et al. 2018; Yergeau et al. 2018). Taken together, these results emphasize the 

importance of the plant microbiota in the response to environmental stresses and confirms that 

microbiota manipulation is a viable alternative to optimize phytoremediation (Quiza et al. 2015; El 

Amrani et al. 2015). 

2.3 Soil organisms 

2.3.1 Microbes has plant-growth promoters 

Hydrocarbon contamination is often a complex mixture of chemicals, requiring several different 

genes and pathways for its complete degradation. Most components can be classified as 
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saturated aliphatic (alkanes) or aromatic hydrocarbons. Hydroxylation of an alkyl group catalyzed 

by oxygenases is usually the first step in the degradation of organic compounds alkanes. There 

are several categories of alkyl-group hydroxylases, including cytochrome P450s (CYP) and 

alkane hydroxylase (Harayama et al. 1992). The alkane hydroxylase catalyzes the hydroxylation 

of the terminal carbon of alkanes and consists of three different subunits, including the membrane-

bound hydroxylase subunit encoded by alkB. CYP153, an enzyme of the CYP superfamily, can 

also catalyze the hydroxylation of alkanes (Van Beilen et al. 2006). Aromatic rings also need to 

be hydroxylated to be degraded, but the key step in aromatic hydrocarbon degradation is the 

opening of the hydroxylated aromatic ring, which is catalyzed by aromatic-ring-cleavage 

dioxygenases (Harayama et al. 1992). There are three main types of aromatic-ring cleavage 

dioxygenases (intradiol, extradiol and gentisate/homogentisate) that can be differentiated based 

on their substrate and on the position where the ring fission occurs relative to the hydroxyl groups 

(Harayama et al. 1992). 

Many specific bacteria of the phylum Actinobacteria and Proteobacteria were shown to degrade 

aliphatic and polycyclic aromatic hydrocarbons (PAHs). These bacteria are ubiquitous even in the 

most pristine environments (Yergeau et al. 2012; Yergeau et al. 2015b; Yergeau et al. 2015a), 

probably because many of the petroleum hydrocarbon contaminants are widespread naturally 

occurring molecules. Recent metatranscriptomic studies in the rhizosphere highlighted several 

key taxa that responded to petroleum hydrocarbon contamination. For instance, in a pot study, 

transcripts related to Alphaproteobacteria, Betaproteobacteria, Gammaproteobacteria and 

Acidobacteria were more abundant in the rhizosphere of willows growing in contaminated soil as 

compared to non-contaminated soils (Yergeau et al. 2014). Also, functional genes related to 

aromatic and aliphatic hydrocarbon degradation were more prevalent in the rhizosphere of willows 

growing in contaminated soils (Yergeau et al. 2014), and these genes were shown to be related 

to bacterial orders such as Actinomycetales, Rhodospirillales, Burkholderiales, Alteromonadales, 

Solirubrobacterales, Caulobacterales and Rhizobiales (Pagé et al. 2015). In the field, the 

differences in the expression of hydrocarbon degradation genes and in the active taxa between 

the rhizosphere of willows growing in contaminated and non-contaminated soils varied and 

depended on the willow species (Yergeau et al. 2018). The abundance of PAH degrading genes 

was higher in phenanthrene-contaminated soils planted with ryegrass as compared to non-

planted soils, with plants favoring the activities of bacterial degraders belonging to the 

Pseudomonadales, Actinobacteria, Caulobacterales, Rhizobiales and Xhantomonadales 

(Thomas et al. 2016). Similarly, the presence of ryegrass was shown to stimulate the expression 

of bacterial PAH-ring hydroxylating dioxygenase genes, such as nidA3, pdoA, nahAc and phnAc 
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(Guo et al. 2017a; Guo et al. 2017b). Several Lotus corniculatus (common bird's-foot trefoil) and 

Oenothera biennis (common evening primrose) root endophytes belonging to the genera 

Rhizobium, Pseudomonas, Stenotrophomonas and Rhodococcus harbored genes encoding for 

CYP153 alkane hydroxylases and showed the capacity to grow with n-hexadecane as sole source 

of carbon (Pawlik et al. 2017). Other plants, such as Achillea millefolium (yarrow), Soligado 

canadensis (Canadian goldenrod), Trifolium aureum (hop clover) and Dactylis glomerata (orchard 

grass), growing in a heavily contaminated site, harbored hydrocarbon-degrading bacterial 

endophytes mostly belonging to the Actinobacteria (Lumactud et al. 2016). 

Fungi are particularly interesting in the context of rhizoremediation in view of their ability to form 

intimate associations with plant roots and colonize large volumes of soil through hyphal growth, 

and their production of a wide spectrum of extracellular hydrolytic enzymes, allowing them to grow 

on a wide variety of substrates. Ectomycorrhizal and saprotrophic basidiomycetes (white and 

brown rot fungi) have shown remarkable in vitro capacity for the degradation of PAHs and phenolic 

compounds, among others. Fungal hydrocarbon degradation is mostly an extracellular process, 

consisting in the release in the environment of active broad-specificity oxidoreductase enzymes, 

such as laccases, manganese peroxidases and lignin peroxidases (Harms et al. 2011). In nature, 

these enzymes are mainly used to degrade lignin (a cross-linked phenolic polymer), but their low 

specificity also allows them to degrade other phenolic compounds, such as the ones found in 

petroleum hydrocarbons (Karigar et Rao 2011). A detailed list of fungi degrading organic 

pollutants is given in the review by Kadri et al. (2017), but it is still difficult to pinpoint which fungi 

is the most effective for rhizoremediation and what environmental factors influence this efficiency. 

For instance, the colonization of the rhizosphere and roots by fungi depend on factors like root 

exudate patterns, which are influenced by the presence of contaminant (Harms et al. 2011). 

However, even if the microbial partners have the genetic capacity to degrade the contaminants, 

many substances are recalcitrant and elude microbial degradation. For instance, high molecular 

weight petroleum molecules (HMW) present a low bioavailability (Gamerdinger et al. 1997) and a 

high degree of adsorption to soil organic matter (Reddy et Sethunathan 1983) and are thus difficult 

to access by microbes. At the same time, high concentrations of these substances inhibit root 

elongation and ramification (Peña-Castro et al. 2006; Ma et al. 2010). Furthermore, the efficiency 

of the rhizoremediation depends on the microbes capable of surviving within the polluted niche, 

which in turn depends on the microbial diversity originally present in the polluted soil. 
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2.3.2 Microbes has plant-growth promoters 

One of the most important factors for maximizing the success of rhizoremediation is facilitating 

the growth of the plant root system. Rhizoremediation can only occur in the direct vicinity of plant 

roots and any treatment that can increase the growth of plant roots will result in a positive outcome 

for rhizoremediation (Figure 2-1B). The root-associated PGPR that can stimulate plant growth 

and help them tolerate stress, are frequently used under agricultural settings, but their use for 

phytoremediation has received less attention, representing a huge untapped potential. 

Several mechanisms of action of PGPR have been described up to now (Olanrewaju et al. 2017). 

Some strains produce phytohormones related to plant growth and development such as indole-

3-acetic acid (IAA) (Patten et Glick 1996; Spaepen et Vanderleyden 2011; Raut et al. 2017) and 

gibberellic acid (Gutiérrez-Mañero et al. 2001). Other strains, such as phosphate-solubilizers, 

mobilize nutrients from soil, making them more available for the plant (Rodríguez et Fraga 1999), 

whereas other PGPR compete with pathogens and suppress their action (Beneduzi et al. 2012). 

One particularly interesting way through which PGPR contribute to rhizoremediation is the 

suppression of the plant responses to stress, making the plant function as if there was no stress. 

Many mechanisms were shown to be involved in the enhancement of plant stress tolerance by 

microbes. Some target the modulation of plant stress genes (Timmusk et Wagner 1999) or the 

reduction of the stress hormone ethylene levels through degradation of its precursor 1-

aminocyclopropane-1-carboxylic acid (ACC) by the bacterial enzyme ACC deaminase (Mayak et 

al. 2004; Glick 2005; Glick et al. 1998). By reducing the levels of ethylene, bacteria harboring the 

ACC deaminase gene allow plants to function as if they were not subjected to stress and to 

develop their root system normally. In other cases, the expression of plant genes related to stress 

protection can be activated by bacterial volatile organic compounds (Ryu et al. 2004) or the 

drought stress-related DNA methylation patterns can be modulated by endophytes (Hubbard et 

al. 2014). 

Some studies have inoculated PGPR strains in the rhizosphere to improve plant growth under 

contaminated conditions. Liu et al. (2014) found that inoculating tall fescue with the ACC 

deaminase-producing Klebsiella sp. enhanced plant growth and petroleum hydrocarbon 

remediation efficiency. Similarly, Avena sativa (common oat) growing in oil-contaminated soil and 

inoculated with an Acinetobacter PGPR strain showed an increased dry mass and stem height 

compared to controls, along with a higher rate of decontamination (Xun et al. 2015). Inoculating 

bacterial strains transformed with a plasmid containing the ACC deaminase gene was shown to 

be more effective in promoting Brassica napus (rapeseed or canola) growth in PAH contaminated 
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soils than when inoculating with the wild-type strains (Reed et Glick 2005). More recently, Zea 

mays growing in soils contaminated with 10 g kg−1 light crude oil and inoculated with a Bacillus 

subtilis strain producing ACC deaminase showed a significant increase in height, root length and 

biomass, which resulted in a 43% increase in petroleum hydrocarbon degradation compared to 

uninoculated plants after 60 days (Asghar et al. 2017). In a 3-year field test carried at a site located 

in Ontario (Canada), the inoculation of PGPR resulted in an increased plant biomass and a 

reduction of the recalcitrant petroleum hydrocarbon fractions with HMW (Gurska et al. 2009). The 

inoculation of plant-growth promoting endophytes was also shown to be effective for the 

rhizoremediation of petroleum hydrocarbons. The inoculation of the endophyte Pseudomonas 

putida PD1 in two willow clones (Salix purpurea 94006 and Salix discolour S-365) growing in soil 

contaminated with 100 mg kg−1 phenanthrene resulted in a 25–40% increase in the degradation 

rate of this PAH compared to uninoculated controls (Khan et al. 2014). 

Arbuscular mycorrhizal fungi (AMF) have multiple interesting roles that can improve 

rhizoremediation. For instance, under contaminated settings AMF can modify the rhizosphere 

microbial communities (Iffis et al. 2016, 2017) and improve plant growth (Xun et al. 2015), thereby 

likely increasing the efficiency of rhizoremediation. It is also well known that AMF can improve 

plant nutrition (Smith et Read 2008) or provide protection against pathogens (Hamel 2007; Tang 

et al. 2009), which could result in increased root growth and increased stimulation of the 

rhizosphere microorganisms. The AMF Glomus mosseae was shown to improve rhizoremediation 

of PAH, with significantly higher reductions in the concentrations of chrysene and 

dibenz(a,h)anthracene in AMF-inoculated pots as compared to non-inoculated pots (Joner et al. 

2001). Interestingly, non-inoculated pots had degradation levels similar to those observed for non-

planted pots. In a field study, the AMF associated with willows were strongly structured by the 

contamination levels, with reduced diversity at higher contamination levels, suggesting that only 

a narrow number of AMF can thrive in these highly contaminated environments (Hassan et al. 

2014). Ectomycorrhizal fungi were also shown to be influenced by contamination levels, with 

some species only associating with local willow genotypes under high contamination levels (Bell 

et al. 2014a). The same fungus was subsequently shown to be related to willow Zn uptake at a 

metal contaminated field site (Bell et al. 2015). A holistic approach combining AMF and PGPR 

inoculation, as it has already been proposed in the context of crop production (Nadeem et al. 

2014), could lead to more effective rhizoremediation strategies due to the synergistic effect these 

organisms can have in improving plant physiology and by increasing of the volume of soil under 

the influence of the roots. 
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2.3.3 Other soil organisms 

Although not part of the plant microbiome per se, many other organisms living in the soil can 

influence the interactions between the plant, the microbiome and contaminated soils during 

rhizoremediation. As such, they could be interesting targets for plant microbiome manipulation. 

These organisms include nematodes, protists, collembola, and earthworms among others. In this 

section, we will focus on earthworms as a model soil organism for modulating rhizoremediation. 

Earthworms are typical soil inhabitants making up > 80% of the biomass of soil macrofauna 

(Yasmin et D’Souza 2010), and are frequently found in the rhizosphere environment (Springett et 

Gray 1997). Earthworms can survive in the most highly contaminated soils as only water soluble 

compounds can be absorbed through their skin (Jager 1998), which excludes most toxic PAHs 

(Ma et al. 1998) and PCBs (Beyer et Stafford 1993). For instance, Zavala-Cruz et al. (2013) 

recorded the presence of Pontoscolex corethrurus, Gossodrillus sp. and Dichogaster salines in a 

site polluted with crude oil for 20 years with petroleum hydrocarbons concentrations up to 12 000 

mg kg−1. The model species Eisenia fetida can survive to up to 3500 mg kg−1 of petroleum 

hydrocarbons (Geissen et al. 2008). Several studies have shown that the presence of earthworms 

improves or accelerates the degradation rate of several PHC. For instance, the application of the 

earthworm E. fetida resulted in the removal of 92% of anthracene from an arable soil after 56 

days, as compared to 57% in the untreated soil (Delgado-Balbuena et al. 2016). 

Earthworm are also having a strong impact on soil microbial community composition (Emmerling 

et Paulsch 2001), and the bacterial taxa containing major hydrocarbon degraders (such as the 

Proteobacteria) are often more abundant when earthworms are present. For instance, the 

application of the earthworms to an anthracene contaminated soil resulted in a shift in the soil 

microbial community with a decrease in the relative abundance of Gemmatimonadetes, 

Chloroflexi and Acidobacteria and an increase in the Proteobacteria compared to the untreated 

soil (Delgado-Balbuena et al., 2016). Similarly, the Alpha- and Betaproteobacteria were shown to 

be mostly unaffected after their passage through the digestive system of the earthworms 

(Nechitaylo et al. 2010). Betaproteobacteria were in fact stimulated in the presence of the 

earthworm P. corethrurus (Bernard et al. 2012). Additionally, the degradation of many 

hydrocarbon substances may start in the direct environment of the earthworm, as many known 

degraders such as Rhodococcus and Azotobacter were found in the burrows of Lumbricus 

terrestris (Tiunov et Dobrovolskaya 2002), whereas other known degraders such as 

Pseudomonas, Alcaligenes, Acidobacterium, and the fungus Penicillium, were found in the 

intestine and cast of earthworms (Singleton et al. 2003). 
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In addition to the ones mentioned above, earthworms have other roles that could make them a 

key component of rhizoremediation. Indeed, earthworms are recognized ecological engineers, 

contributing to the mineralization and humifaction of organic matter (Lavelle et Spain 2001), being 

highly mobile vectors moving bacteria in and out the rhizosphere (Luepromchai et al. 2002), and 

improving water infiltration and soil aeration (Bartlett et al. 2010). Although all these activities are 

expected to positively stimulate rhizoremediation, only a few studies have tested the effect of 

earthworms in the context of rhizoremediation. One such study looked at PCB rhizoremediation 

and found that ryegrass co-inoculated with AMF and earthworms decreased soil PCB contents 

by 79.5% as compared to 74.3% for AMF alone, 62.6% for earthworms alone or 58.4% for 

ryegrass alone (Lu et al. 2014). Earthworms and other soil fauna thus represent an unexploited 

potential for rhizoremediation of petroleum hydrocarbons. 

2.4 Plant root exudates 

Root exudates have been identified as a major ecological driver that actively modulate the 

microbial community composition, diversity and activity of the rhizosphere (Figure 2-1A). The 

plant exudes a variety of specialized antimicrobials and signaling molecules (e.g. flavonoids, 

salicylic acid and phytoalexins), carbon (e.g. organic acids, aromatic compounds) and nitrogen 

(e.g. amino acids) compounds. Therefore, only a specific group of microbes that can utilize these 

compounds are selectively enriched in this highly competitive environment (Marcial Gomes et al. 

2003; Haichar et al. 2008; Berg et al. 2009). However, exudation is not for the sole benefit of 

microbes; it also directly benefits the plant itself. For instance, organic acids, such as malate, 

citrate and oxalate are often present in the rhizosphere, and in addition to being a carbon source 

for many microbes, they are involved in many plant processes like nutrient acquisition, metal 

detoxification, and alleviation of stress (Jones 1998). Plants confronted with stressful 

environments normally respond by increasing root exudation (Qin et al. 2007; Jones et al. 2004), 

which leads to increased microbial biomass (Esperschütz et al. 2009) and activity (Yergeau et al. 

2014) in the rhizosphere. Root exudates can also improve the availability of contaminant for 

microbial degradation, as it was shown that the desorption of phenanthrene and pyrene from soil 

particles was increased by the addition of citric and oxalic acid (Gao et al. 2010). An increasing 

amount of scientific evidence points towards the crucial importance of exudates as mediators of 

hydrocarbon rhizoremediation (Martin et al. 2014; Rohrbacher et St-Arnaud 2016). 

Interestingly, many compounds found in the rhizosphere are analogous to organic contaminants 

(Singer et al. 2003), including terpenes, lignin derived components and flavonoids (Hartmann et 
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al. 2009). Negative correlations between the concentrations of plant root exudates and petroleum 

hydrocarbons have been observed, with lower concentrations of PHC observed close to the roots 

where maximum concentrations of exudates are found (Gao et al. 2011; Ling et al. 2013), because 

exudates induce the degradation of PHC by rhizospheric microorganisms (Sun et al. 2010). For 

instance, the phenolic root exudates fomorin, caffeic acid and protocatechuic acid were linked to 

bacterial degradation of tricyclic and tetracyclic PAHs in the rhizosphere (Ely et Smets 2017) and 

increases in phenolic root exudates have been associated with higher rates of degradation of 

benzo[a]pyrene in the rhizosphere of Phragmites australis (cosmopolitan common reed) (Toyama 

et al. 2011). In fact, the rhizosphere of plants is often enriched in microbial genes related to the 

degradation of organic contaminants that are actively expressed even in the absence of 

contaminants (Yergeau et al. 2014). Conversely, in the absence of plants, supplementing a PAH 

contaminated agricultural soil and a pyrene-spiked soil with maize and soybean exudates resulted 

in an increased initial PAH degradation that faded through time as exudates were depleted (Guo 

et al. 2017a, b). The interaction between Mycobacterium and the root exudates accelerated the 

removal of PAH by provoking a shift in the soil bacterial community structure and diversity (Guo 

et al., 2017a, b). 

2.5 Rhizoremediation as a model for microbiome manipulation 

2.5.1 Choosing the right plant 

Choosing the right plant is crucial to achieve optimal rhizoremediation. The main aspects to take 

into account when choosing the best fit for rhizoremediation are root morphology, plant tolerance 

to the contaminant and root exudate profile. For instance, various Poaceae species (grasses) are 

often selected for rhizoremediation purposes as they produce a dense secondary root system 

that can harbor an abundant microbial community (Adam et Duncan 2002; Lee et al. 2008; Gaskin 

et Bentham 2010; Barrutia et al. 2011). However, most Poaceae plants are not appropriate when 

the pollutants have reached deeper layers in the soil, and deeper rooting plants, such as trees 

like willows or poplars should be preferred in these cases (Kuzovkina et Volk 2009). The quantity 

and quality of root exudates also vary substantially even between closely related plant genotypes, 

resulting in significant differences in the recruitment and stimulation of microbes in the rhizosphere 

(Lundberg et al. 2012; Yergeau et al. 2018). This variation in the microbiome then results in 

different degradation rates in the rhizosphere of different plant genotypes. The choice of the right 

plant is thus one of the actionable ways to manipulate the rhizosphere microbiome and increase 

remediation rates. 
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Many studies have shown that different plant species have different capacity for the 

rhizoremediation of petroleum hydrocarbons. For instance, the removal rate of eight PAHs 

(tetracyclic and pentacyclic) was measured in the rhizosphere of Echinacea purpurea (purple 

coneflower), Festuca arundinacea (tall fescue), and Medicago sativa (alfalfa) growing in pots (Liu 

et al. 2015). Although the degradation rates increased for all plants as compared to the unplanted 

controls, the level of degradation strongly varied by plant species (Liu et al., 2015). Similarly, in a 

field study on a former coal mine site, the capacity for various legume tree species [Cassia siamea 

(cassod tree), Albizia lebbeck (lebbeck), Delonix regia (flame tree) and Dalbergia sissoo (North 

Indian rosewood)] to reduce soil PAH levels was evaluated (Mukhopadhyay et al. 2017). The 

results showed that the degradation rates varied from 51.5% to 81.6% among the trees tested 

(Mukhopadhyay et al., 2017). 

The response of the plant itself to contamination will also have a determining effect on the success 

of rhizoremediation. Willow genotypes showed large differences in the response of their growth 

patterns and physiology to contamination (Grenier et al. 2015). These results were mirrored in 

the transcriptomic response of the rhizosphere microbiota (Yergeau et al., 2018), with the willow 

species showing the largest decreases in biomass and photosynthetic capacity also showing the 

largest decreases in the expression of genes in their associated microbiota. This suggests that 

the physiological responses of the willow genotypes to contamination could be good indicators of 

their rhizoremediation potential. Additionally, when growing in highly contaminated soils in 

Canada, North American willow genotypes showed a strong association with an ectomycorrhizal 

fungus, Sphaerosporella brunnea, whereas Asian and European genotypes did not associate with 

this particular fungus (Bell et al. 2014a, b). Therefore, the region of origin of the plant appears to 

have an importance, with local plants being better adapted to interact with the local beneficial soil 

microbiota. 

2.5.2 Modify the microbiota 

Generally, indigenous hydrocarbon-degrading microbes in contaminated soils can be efficiently 

stimulated by plants (Yergeau et al. 2014; Pagé et al. 2015) or fertilizers (Yergeau et al. 2009b; 

Bell et al. 2011; Yergeau et al. 2012). Bioaugmentation (inoculations) with a single or a few 

hydrocarbon-degrading strains is thus generally ineffective (Thomassin-Lacroix et al. 2002), and 

it has been shown that pre-selecting microorganisms that can degrade hydrocarbons results in 

less efficient degradation than using the entirety of the microbes present in a soil (Bell et al. 2016). 

However, a recent report suggested that the success of invasion by the inoculated microbes could 
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be increased by successive inoculation (Figure 2-2), as the initial inoculation opens up a niche 

space for the invader (Mallon et al. 2018). The inoculum density could also play a role for single 

strain inoculations, as the inoculation of Lolium perenne (perennial ryegrass) with different 

concentrations of the alkane degrading Pantoea sp., resulted in maximum plant growth, diesel 

degradation, bacterial abundance and CYP153 alkane hydroxylase gene expression in the 

treatment with the densest inoculation (108 cell cm−3 soil) (Shabir et al. 2016). In addition, several 

studies have reported successful single PGPR strain inoculations in the context of 

rhizoremediation (Asghar et al. 2017; Reed et Glick 2005; Gurska et al. 2009; Xun et al. 2015). 

Alternatively, the inoculation of consortia is generally more efficient than individual strains for 

degrading hydrocarbons (Ghazali et al. 2004; Heinaru et al. 2005; Jacques et al. 2008; Mrozik et 

Piotrowska-Seget 2010)(Figure 2-2). Some of the desired properties for the microbial constituents 

of a rhizoremediation consortia have been suggested: (i) be proficient in the colonization of the 

plant root surface in the rhizosphere, (ii) be able to survive, grow and not outcompete the rest of 

the members of the consortia, (iii) be able to attach to the root surface, (iv) be able to promote 

plant growth or the growth of other members of the consortia, (v) be able to handle abiotic stress, 

especially contaminant stress, (vi) be able to grow to the desired density under stressful 

conditions (Yang et al. 2009; Calvo et al. 2014). Consequently, candidate microbes for a 

rhizoremediation consortia should at least be selected for the strength of their association with 

the plant, with traits such as a strong chemotaxis towards plant root exudates and a strong 

attachment to the plant root surface (Bashan et al. 2014; Yang et al. 2009). 

Taking the concept of consortia one step further, some studies have tried using synthetic 

communities for rhizoremediation (Pizarro-Tobias et al. 2015). These synthetic communities 

should be designed to improve positive interactions, like commensalism and cooperation, while 

preventing negative interactions like predation and parasitism. Furthermore, several hydrocarbon 

degraders should be combined to ensure the presence of a diverse and redundant hydrocarbon 

degradation gene pool. Ideally, synthetic communities should be prepared from hundreds to 

thousands of strains, making it nearly impossible to test all interactions between consortia 

members. It is also difficult to maintain synthetic microbial communities for several generations 

(Johns et al. 2016), probably because of the numerous interactions happening simultaneously 

between members of the synthetic community (Stubbendieck et al. 2016). The use of naturally 

occurring, highly performing communities could be a better alternative, removing the need to test 

the compatibility of isolated strains with each other. Indeed, exposing willows to differentially 

selected initial soil communities can result in large differences in biomass when willows are grown 
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under high stress levels, and these differences persist through time even though rhizosphere 

microbial communities become eventually identical (Yergeau et al. 2015a). This lends weight to 

the idea that exposing the plant partner to a different complex microbiota during its establishment 

can result in an improved growth in contaminated soils. However, many technical hurdles are 

facing the propagation and inoculation of complex microbiota at large scales. 

Figure 2-2 Biotechnological techniques aimed at engineer the microbiome. 

 
A. The first technique consist in inoculating a consortia of microbes acknowledged as degraders. 
The local microbial community displaces the members of the artificial consortia. To ensure the 
success of colonization, several inoculations can be made in time. B. Plant growth promoting 
rhizobacteria (PGPR) colonize the rhizosphere more effectively than local microbes because the 
former improve plant fitness and thus, there is a positive selection exerted by the plant by the means 
of root exudates. Usually a single event of inoculation is enough to establish the PGPR community. 
C. A third technique consists in using a given bacteria species as a vector to bring genes of interests 
(degrader genes or genes related to plant growth promotion) into the local microbial community. 
One or several inoculations with the clone carrying a plasmid can effectively introduce the genes 
into the community. Usually, members of the local community displace the bacteria used as 
transport vector. D. However, the vector can effectively transform other bacteria in the rhizosphere, 
thus increasing the number of degrader/PGPR genes in the community.  
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Inoculating bacteria that harbored hydrocarbon degradation genes on mobile genetic elements 

has resulted in some successes (Figure 2-2). For example, Weyens et al. (2009) observed a 

decrease in trichloroethylene (TCE) evapotranspiration (thus an increased degradation) after 

inoculation of hybrid poplars with a Pseudomonas strain containing a plasmid coding for the 

constitutive expression of the TCE degradation genes. This strain altered the rhizosphere 

community, even though it did not establish in this compartment. The strain did establish inside 

plant tissues, and the plasmid it contained was transmitted to other members of the endophytic 

community (Weyens et al., 2009). Similarly, the inoculation of two Burkholderia strains containing 

a plasmid coding for the constitutive expression of toluene degradation genes resulted in an 

improved plant growth and an increased toluene degradation (reduced evapotranspiration) 

(Taghavi et al. 2005). Although the two strains could not be detected in the plants, the plasmid 

they carried was detected in various other endophytic bacteria (Taghavi et al., 2005). Both these 

examples used endophytic bacteria, but a similar approach could be used for rhizoremediation, 

especially in view of the enhanced horizontal gene transfer rates in the rhizosphere (Van Elsas et 

Bailey 2002). 

2.5.3 Predictive models 

Because it is a biological process, the time for soil decontamination by way of phytoremediation 

is difficult to estimate accurately, which often makes this option less attractive. Recent work has 

provided interesting evidence that various ecosystem processes could be predicted from 

microbiological data. For instance, the degradation of diesel in arctic soils could be predicted by 

the initial bacterial diversity and the abundance of specific assemblages of Betaproteobacteria, 

which was also related to the soil organic matter content (Bell et al. 2013). In that study, high 

Betaproteobacteria abundance was positively correlated with high diesel degradation. The 

predictability with which bacterial communities respond to these disturbances suggest that costly 

and time-consuming chemical assessments of contaminated sites may not be necessary in the 

future and could be replaced by simple biological assessments (quantification of 

Betaproteobacteria). Similarly, the growth of willows after 100 days in highly contaminated soil 

could be predicted by the initial bacterial and fungal community composition and the initial relative 

abundance of specific taxa (Yergeau et al., 2015a). The Zn accumulation by willows growing for 

16 months in a former landfill could be predicted by the relative abundance of specific fungal taxa 

in the rhizosphere after 4 months of growth (Bell et al. 2015). It therefore appears that the 
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composition and relative abundance of the early colonizers of the plant environment are good 

predictors of its future behavior. Creating predictive models could assist in choosing the right plant 

and the right microorganisms for a specific site without the need for labor-intensive and costly 

preliminary trials, and, more importantly, estimate more precisely the time that will be needed for 

complete rhizoremediation. 

 

2.6 Perspectives 

Despite the remarkable advances detailed above, phytoremediation remains a marginal option 

for in situ soil remediation (Mench et al. 2010). The major obstacle to market penetration is that 

many sites to be decontaminated are in peri-urban areas and need to be efficiently 

decontaminated over a short period, which is incompatible with the current practice of in situ 

phytoremediation. Additionally, phytoremediation is rarely suggested as a remediation technique 

by accredited experts because it is believed to be inefficient and because of the inability to 

precisely determine the duration of this biological process as it depends on contaminant and soil 

natures, plant used, environmental conditions and microbial activities (Montpetit et Lachapelle 

2015, 2016). One of the main reasons behind this was the low level of knowledge shown by 

accredited experts in the field of soil remediation partly due to poor communication from scientists 

(Montpetit et Lachapelle 2015, 2016). Therefore, on top of research efforts aiming at better 

understanding the plant–microbe interactions during rhizoremediation, future endeavors should 

also (i) set-up large scale demonstration experiments, potentially using integrated bioremediation 

approaches (Megharaj et Naidu 2017), (ii) partner with environmental consulting firms and 

accredited experts, (iii) develop a genomics-based tool to suggest management strategies and 

predict the duration of phytoremediation and (iv) test novel microbiome management approaches 

applicable at the field scale, such as inocula combining PGPR and microbial degraders (Baez-

Rogelio et al. 2017). 
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3.1 Abstract 

 

Rhizodegradation is a promising cleanup technology where microorganisms degrade soil 

contaminants in the rhizosphere. A symbiotic relationship is expected to occur between plant roots 

and soil microorganisms in contaminated soils that enhance natural microbial degradation in soils. 

However, little is known about how this initial microbiota influences the rhizodegradation outcome 

in a context of different soil microbiotas. Recent studies have hinted that soil initial diversity has 

a determining effect on the outcome of contaminant degradation. To test this, we planted (P) or 

not (NP) balsam poplars (Populus balsamifera) in two soils of contrasting diversity (agricultural 

and forest) that were contaminated or not with 50 mg kg-1 of phenanthrene (PHE). The DNA from 

the rhizosphere of the P and the bulk soil of the NP pots was extracted and the bacterial genes 

encoding for the 16S rRNA, the PAH ring-hydroxylating dioxygenase alpha subunits (PAH-RHDα) 

of gram-positive and gram-negative bacteria, and the fungal ITS region were sequenced to 

characterize the microbial communities. The abundance of the PAH-RHDα genes were quantified 

by real-time quantitative PCR. Plant presence had a significant effect on PHE degradation only in 

the forest soil, whereas both NP and P agricultural soils degraded the same amount of PHE. 

Fungal communities were mainly affected by plant presence, whereas bacterial communities were 

principally affected by the soil type, and upon contamination the dominant PAH degrading 

community was similarly constrained by soil type. Our results highlight the crucial importance of 

soil microbial and physicochemical characteristics in the outcome of rhizoremediation. 

 

3.2 Importance 

 

Polycyclic aromatic hydrocarbon (PAH) are a group of organic contaminants that pose a risk to 

ecosystems' health. Phytoremediation is a promising biotechnology with the potential to restore 

PAH contaminated soils. However, some limitations prevent it from becoming the remediation 

technology of reference, despite being environmentally friendlier than mainstream 

physicochemical alternatives. Recent reports suggest that the original soil microbial diversity is 

the key to harness the potential of phytoremediation. Therefore, this study focused on determining 

the effect of two different soil types in the fate of phenanthrene under balsam poplar remediation. 
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Poplar increased the degradation of phenanthrene in forest, but not in agricultural soil. The fungi 

were affected by poplars, whereas bacteria and PAH degraders were constrained by soil type, 

leading to different degradation patterns between soils. These results highlight the importance of 

performing preliminary microbiological studies of contaminated soils to determine whether plant 

presence could improve remediation rates or not. 
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3.3 Introduction 

 

The expansion of the human population coupled with a burst in industrialization has led to a 

sensible increase in fossil fuel combustion (Jonsson 2012). As a result, there has been an 

increase in all types of pollutant emissions, including polycyclic aromatic hydrocarbons (PAH) 

(Jones et al. 1989; Ravindra et al. 2008). PAH are organic compounds formed by a variable 

number of fused aromatic rings that constitute a priority concern due to their adverse effects on 

environmental (Menzie et al. 1992) and human health (Kim et al. 2013). PAH are ubiquitous in 

the environment and are often found polluting soils (Wilcke 2007). This is of special concern, 

since soil is one of the most important resources upon which many key human economic and 

social activities depend (Robinson et al. 2017).  

To remediate soils, a wide range of clean up technologies have been developed, ranging from 

relatively simple but expensive excavation, transportation, washing and dumping of small affected 

soil areas (Kuppusamy et al. 2016) to more complex but comparatively cheaper phytoremediation 

strategies where the soil is cleaned up by the combined action of plant and microorganisms (Pilon-

Smits 2005). Phytoremediation has proven to be effective to decontaminate soils polluted by PAH 

(Kuppusamy et al. 2017; Lu et Lu 2015; Spriggs et al. 2005; Guo et al. 2018). Among the many 

types of phytoremediation approaches, rhizodegradation is a genuine plant-microbe co-

enterprise, with the potential to completely remove PAH from soils through the action of bacterial, 

fungal and plant enzymes in the rhizospheric environment (Correa-García et al. 2018). Members 

of the Salicaceae family, such as willows and poplars, are often seen as good candidates for 

phytoremediation in view of their deep rooting system, their extremely rapid growth, their large 

evapotranspiration rates, their high genetic diversity, their resistance to biotic and abiotic stresses, 

their ease of clonal propagation through cuttings, and the availability of genetic tools and 

sequenced genomes. For instance, the model species selected here, Populus balsamifera, has 

a wide distribution in Canada and can thus adapt to various (cold) climates and soil types, making 

it an ideal candidate for phytoremediation in Canada. 

Phenanthrene (PHE) is a low molecular weight PAH formed by three fused rings. In Canadian 

soils, background levels of PHE range between 0.05 and 0.14 mg kg-1 in agricultural soils and are 

around 0.03 mg kg-1 in rural soils, whereas in urban areas, the median and maximum 

concentrations measured were 5.7 and 66 mg kg -1, respectively (CCME Canadian Council of 

Ministers of the Environment 2008). However, the highest PAH concentrations in soils (as mixture 

of 16 contaminants) are found near former cocking plants, where values as high as 11,473 mg kg 
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-1, before restoration, have been registered (CCME Canadian Council of Ministers of the 

Environment 2008). PHE is known for its cytotoxic and carcinogenic effects on living organisms 

(Weis et al. 1998; Murray et Penning 2018). Because of this, Canada regulates the amount of 

phenanthrene that can be found in soils depending on the land use. As such, 50 mg kg-1 of 

phenanthrene is the maximum amount that can be found in soil for commercial and industrial uses 

(CCME Canadian Council of Ministers of the Environment 2008). Beyond this threshold, the soil 

is considered contaminated and no activities can be carried out before the soil is remediated. In 

this study, in line with this threshold, soils were contaminated with 50 mg kg-1 of phenanthrene. 

Fortunately, PHE is relatively easy to degrade by a wide range of microorganisms through aerobic 

or anaerobic metabolic pathways (Cerniglia 1993). Most of microbial degraders are bacteria or 

archaea, although PHE degradation has been described among fungi (Haritash et Kaushik 2009; 

Agrawal et al. 2018). Typically, under aerobic conditions the initial step of the bacterial catabolic 

pathways starts with the incorporation of molecular oxygen into the aromatic nucleus by a ring 

hydroxylating dioxygenase (RHD) enzyme system to yield cis dihydrodiol. Cis-dihydrodiol is then 

rearomatized to a diol intermediate that is further transformed by ring-opening dioxygenases into 

catechols and other intermediates. Finally, these catechols can be converted to TCA cycle 

intermediates (Mallick et al. 2011; Cerniglia 1993; Eaton et Chapman 1992). RHD genes are often 

used as markers of PHE degradation, since they catalyze the first step of the degradation process. 

They are multicomponent enzyme systems composed of a large alpha subunit and a small beta 

subunit (Kauppi et al. 1998).The genes coding for the alpha subunit of PAH-RHD form a 

monophyletic group (Habe et Omori 2003), and were consequently used to design PCR primers 

for both Gram negative and Gram positive bacteria (Cébron et al. 2008), providing a useful way 

to track bacterial degraders in PAH contaminated environments.  

Many microorganisms harbor RHD genes such as members of the genera Enterobacter (Cébron 

et al. 2014; Jha et al. 2012; Gonzalez et al. 2018) Sphingomonas (Li et al. 2019; Ding et al. 2012; 

Singha et Pandey 2020) , Burkholderia (Timm et al. 2016; Andreolli et al. 2011; Cébron et al. 

2008; Pagé et al. 2015), Pseudomonas (Wang et al. 2014; Khan et Bano 2016; Cébron et al. 

2014; Timm et al. 2016), Mycobacterium (Hormisch et al. 2004; Chen et al. 2016; Li et al. 2019; 

Guo et al. 2017b) and Polaromonas (Eriksson et al. 2002; Jeon et al. 2004; Ding et al. 2012), 

among others. Moreover, many of these microorganisms have been found to thrive in the 

rhizosphere of many plants (Thomas et al. 2019; Auffret et al. 2015), including trees, which 

explains, in part, the success of phytoremediation approaches. 
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Unravelling the complex microbe-soil-plant relationships within the context of rhizoremediation of 

PAH contaminated soils remains challenging but was suggested to be key to optimizing 

phytoremediation to increase its use (Bell et al. 2014b; Correa-García et al. 2018). Many recent 

studies have demonstrated that the diversity of microbial communities has an important role in 

the degradation prospects in soils (Bell et al. 2013; Bell et al. 2016) and in the rhizosphere of 

various Salicaceae tree species used for phytoremediation (Yergeau et al. 2015a; Bell et al. 

2015). For instance, Bell et al. (2016) showed that a soil with a high initial diversity was more 

efficient at degrading complex hydrocarbon mixture than a soil inoculated with a consortium of 

confirmed hydrocarbon degraders. Furthermore, under high levels of hydrocarbon contamination, 

willows grew better when planted in a diverse bulk soil that was not previously planted than in a 

less diverse rhizospheric soil of a willow that had previously grown well under the same 

contamination conditions (Yergeau et al. 2015a). Taken together these two studies highlight the 

importance of a diverse initial microbial community over a less diverse pre-selected community 

for the successful degradation of hydrocarbon in soils. Other studies have shown that the initial 

community composition also had an importance for the degradation of hydrocarbons in soils. For 

instance, the initial relative abundance of some of the major families of Betaproteobacteria in the 

soil before contamination were significantly correlated to the amount of diesel degraded across a 

range of artic soils (Bell et al. 2013). In another study, the total amount of zinc taken up by willows 

after 16 months of growth was strongly linked to the relative dominance of four fungal taxa in the 

rhizosphere of the plants after 4 months of growth (Bell et al. 2015). Soil microbiological 

characteristics appear to have a determining effect on the degradation of hydrocarbons and on 

the outcome of soil remediation efforts, potentially explaining the variable efficiency of 

phytoremediation in different soils and, consequently, its low retention as a preferred remediation 

technique (Mench et al. 2010).  

Here, we hypothesize that differences in the microbiological characteristics of soil (namely, 

microbial diversity) are a major constrain to PAH rhizoremediation, overriding the rhizosphere 

effect central to this technology. We aimed at determining the response of the microbial 

communities of two different soils to contamination with phenanthrene and its subsequent 

rhizoremediation by poplars. To attain this objective, we designed a pot experiment and 

sequenced the 16S rRNA gene of bacteria and archaea, the ITS1 region of fungi and the PAH-

ring hydroxylating dioxygenase (PAH-RHDα) genes of Gram negative and Gram positive bacteria, 

and determined the residual concentration of phenanthrene after nine weeks of poplar growth.  
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3.4 Material and Methods 

 

3.4.1 Experimental design 

 The experimental design consisted of a full factorial experiment involving three factors: soil 

contamination, presence of the plant, and soil type. The contamination factor consisted of two 

levels: soil contaminated with 50 mg kg-1 dry soil of phenanthrene (PHE) and uncontaminated 

soils (CTRL). Plant presence consisted of either a pot without a plant (NP) or a planted pot (P). 

Finally, the soil type factor consisted of one agricultural and one forest soil. These three factors 

with two levels each produced 8 treatment combinations. The 12 total replicates per treatment 

where arranged in four blocks. Pots were randomly distributed inside blocks. A total of 96 pots 

were placed outside at the Laurentian Forestry Centre (Natural Resources Canada, Sainte-Foy, 

QC, Canada). After planting, the pots were covered with coconut fiber to reduce phenanthrene 

evaporation and photooxidation. The plants were subsequently connected to an automated 

irrigation system and received approximately 400 mL of water every day at 8 am. Phenanthrene 

leakage into the running water was evaluated and judged negligeable for both soils in a 

preliminary experiment (data not shown). Therefore, no water collection system was 

implemented.  

 

3.4.2 Soil and biological material 

 In this experiment, two types of soils were selected: an agricultural soil and a forest soil. The 

agricultural soil was collected from the 15 cm of the upper soil layer from two sites closely situated 

within a family farm located in Ste-Famille de l’Île d’Orléans, Quebec, Canada (GPS coordinates 

site one: 46.941037,-70.974966 and site two: 46.937038, -70.968887). The farm had been 

alternating crops for more than thirty years with rotations including corn, soy, oat, hay, with fallow 

every three years. The forest soil used in this experiment was a mix of two different soils. Two 

thirds (vol/vol) of the forest soil mixture corresponded to soil collected from the upper layer of two 

closely situated forested plots of the Valcartier forest research station located in Saint-Gabriel-de-

Valcartier, Quebec Canada (GPS coordinates for site one: 46.950110, -71.497922 and for site 

two: 46.951730, -71.497097). Due to the high content of organic matter and low mineral 

proportion of this forest soil, 1/3 of garden topsoil was incorporated to the forest soil. This was 
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done in order to better compare the two soil type matrices in terms of physical characteristics. 

The garden topsoil was acquired from a local company (Les developpements Robko Inc., Quebec 

City, Quebec, Canada). All the soils used were thoroughly homogenized prior to sieving (4 mm 

mesh) and before setting the experiment. Physicochemical analyses of the experimental potting 

mixes were performed at AgroEnviroLab, La Pocatière, Quebec, Canada (Tableau Suppl. 1).  

Half of each soil was spiked with 50 mg kg-1 dry soil of phenanthrene according to the following 

protocol. One-tenth of the soil was spiked while leaving the rest untreated. Five hundred mg of 

phenanthrene (Sigma Aldrich) diluted in 100 mL of acetone were applied to 1kg batches of dried 

2 mm sieved soil. The soil spiked this way was left outside protected from direct sunlight for 24 h 

until the acetone was completely evaporated. Then, the spiked batches were thoroughly 

incorporated into 9 kg of uncontaminated soil in a cement mixer until the potting mix reached 

homogeneity. 

The plants used for the experiments were cuttings harvested from the same adult poplar tree. 

Cuttings were propagated following the method described in (Rheault et al. 2020). Briefly, cuttings 

were kept at 4 °C until rooting. Dormancy was disrupted by soaking the cuttings in a rooting 

mixture for a few weeks, then, planted in 500 g of potting media. Subsequently, between the 19th 

and the 21th of July 2017, a total of 48 trees were planted into 6 L pots containing approximately 

5 kg of either agricultural or forest mix soil, PHE or CTRL. Forty-eight extra pots containing only 

soil were used for the non-planted treatments (NP).  

 

3.4.3 Sampling and plant trait measurements 

 The experiment was sampled between the 18th and 20th of September 2017, 9 weeks after 

planting. Aboveground biomass was clipped, collected and kept at 4 °C until biomass 

measurements. For the planted pots, the soil adhering to the roots after a vigorous shaking of the 

root system was considered as “rhizosphere” (P soil). The non-planted soil was collected at a 

depth of approximately 10 cm (NP soil). Soil samples were kept at 4 °C until transportation to the 

lab (around 2 h) where they were placed at -20 °C. Soil samples were used for phenanthrene and 

microbial community analyses. Harvested plants were weighed fresh and again after 24 h at 60 

°C to obtain dry biomass. The remaining contaminated soils were left outdoor for photooxidation 

and complete biodegradation of phenanthrene for 14 months. Following an analytical confirmation 

of the complete disappearance of the phenanthrene, the soil was disposed of as regular soil.  
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3.4.4 Phenanthrene quantification  

Soil samples were analyzed for phenanthrene content at the end of the experiment for both NP 

and P pots. Two phenanthrene measurements were taken per biological replicate. The 

phenanthrene extraction protocol consisted of the following in-house method developed in the 

lab. 

For sample preparation, approximately 4 g of frozen soil were introduced in a screw cap glass 

tube. Nine hundred µL of ethyl acetate were added to each sample together with 3 mL of distilled 

water. Ten ppm of phenanthrene-d10 in 100 µL of ethyl acetate was added as the internal 

standard. Glass tubes containing samples were shaken to thoroughly mix the soil with the organic 

solvent. Next, the tubes were placed in an ultrasonic bath at 60 kHz for 15 min to detach the 

remaining phenanthrene from the soil organic matter. Then, the tubes were placed horizontally in 

a shaker at 300 rpm and left overnight at room temperature. The next day, the tubes were 

centrifuged at 270 g for 10 min. Afterward, the ethyl acetate phase was recovered and further 

centrifuged at 5,000 g for 1 min. Lastly, the ethyl acetate containing the phenanthrene was 

recovered and placed in a GC vial for GC-MS analysis. 

Extracts were analyzed for phenanthrene content with a Trace GC Ultra system (Thermo 

Scientific) equipped with a 30 x 0.25 mm (0.25 µm thickness) DB-5 MS capillary column (Agilent 

J & W capillary GC) and coupled to a Polaris Q benchtop Ion Trap Mass Spectrometer. The 

injector and analyzer temperatures were at 250 °C and 350 °C, respectively. The GC-MS 

temperature program consisted of 2 min hold at 70 °C, increasing temperature to 310 °C at 30 °C 

min-1 followed by 6 min hold at 310 °C. Helium was used as carrier gas at a flow rate of 0.3 

mL/min. The injection volume was 3 µL and the MS scan range was from 70-600 m/z. 

Calibrations curves for the samples were prepared using phenanthrene as a marker. The 

phenanthrene was weighed and dissolved in ethyl acetate at concentrations ranging from 1 ppm 

to 100 ppm. Standard calibration curves were calculated by plotting the peak areas against the 

corresponding concentration of reference. 
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3.4.5 DNA isolation and amplicon library preparation 

DNA was extracted from up to 250 mg of soil using the DNeasy® Powersoil® DNA Isolation kit 

(Qiagen) following the protocol provided. The bead-beating step was carried out on a FastPrep®-

24 (MP Biomedicals) at 6 m/s for 45 s, twice. Bacterial and archaeal V4 regions of the 16S rRNA 

gene were amplified using the primer set 515F (5’- GTGCCAGCMGCCGCGGTAA-3’) – 806R (5’- 

GGACTACHVGGGTWTCTAAT-3’) (Caporaso et al. 2012). The fungal internal transcribed spacer 

region 1 (ITS1) was amplified using the primers ITS1F (5’- CTTGGTCATTTAGAGGAAGTAA-3’) 

– 58A2R (5’- CTGCGTTCTTCATCGAT-3’) (Martin et Rygiewicz 2005). The PAH-RHDa genes 

cluster corresponding to GN bacteria (nahAc, nahA3, nagAc, ndoB, ndoC2, pahAc, pahA3, 

phnAc, phnA1, bphAc, bphA1, dntAc and arhA1) was amplified using the primer set 610F 

(5’- GAG ATG CATACC ACG TKG GTT GGA-3’) and 916R (5’- AGC TGT TGT TCG GGA 

AGAYWG TGC MGT T-3’) and the genes cluster corresponding to GP bacteria (narAa, 

phdA/pdoA2, nidA/pdoA1, nidA3/fadA1) was amplified using the primer set 641F (5’- CGG CGC 

CGA CAA YTT YGT NGG-3’) and 933R (5’- GGG GAA CAC GGTGCC RTG DAT RAA-3’) 

developed elsewhere (Cébron et al. 2008). All microbial regions were amplified in 25 µL volumes 

using 19.125 µL of sterile water, 50 nM BSA, 20mM Taq reaction buffer ( 20mM Tris HCl pH 8.4), 

400 nM (0.5 µL at 20 µM) of each primer, 500 nM of MgCl2, 200 nM dNTP, 0.25 U Taq DNA 

polymerase and 1 µL of DNA template (5-10 ng/µL) on a T100 TM Thermal Cycler (Bio-Rad). 

Thermal cycling conditions for bacteria and archaea were as follows: initial denaturation at 95 °C 

for 5 min; 35 cycles at 95 °C for 30 s, 55 °C for 30 s, 72 °C for 1 min, and a final elongation phase 

at 72 °C for 5 minutes. For fungi, a similar protocol was used except that the annealing 

temperature was at 59 °C and 30 cycles were performed. PAH-RHDa genes also had different 

annealing temperatures set at 57 °C and 54 °C for GN and GP primer sets, respectively for a total 

of 30 cycles. Following amplification, PCR products were cleaned using 16 µL of magnetic beads 

(Agencourt AMPure XP, Beckman Coulter Life Science) following the Illumina’s protocol 16S 

Metagenomic Sequencing Library preparation guide (Part #15044223 Rev. B). Then, 400 nM of 

each Nextera XT unique index primers (2 µL at 5 µM) were added to 5 µL of our PCR product, in 

a PCR mix containing 50 nM BSA, 20 mM Taq reaction buffer ( 20mM Tris HCl pH 8.4), 500 nM 

of MgCl2, 200 nM dNTP, 0.25 U Taq DNA polymerase and 12.175 µL of sterile water. The PCR 

product was tagged under the following thermal cycling conditions: 95 °C initial denaturation 

phase for 5 min, followed by 8 cycles of denaturation at 95 °C for 30 s, annealing at 55 °C for 30 

s, elongation at 68 °C for 30 s, and a final elongation phase at 68 °C during 5 min. The indexed 

amplicons were purified using magnetic beads as described above, and quantified the DNA using 

the Quant-iTTM Picogreen dsDNA Assay kit (Invitrogen). The libraries were combined in an 
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equimolar ratio and sent them for 2 x 250 bp pair-end sequencing on an Illumina Miseq at The 

Genome Quebec Service Center (Montréal, QC, Canada). 

 

3.4.6 Quantification of PAH degrading bacteria (qPCR) 

 The real-time quantitative PCR (qPCR) was conducted on a Stratagene Mx3005P qPCR system 

(Agilent Technologies), associated with the corresponding software MxPro Mx3005P (v4.10; 

Agilent). The qPCR reactions were performed using the primers designed by (Cébron et al. 2008) 

in 20 µL total volume containing 1x iTaq universal SYBR® Green reaction mix supplemented with 

300 µM of each primer (Integrated DNA Technologies™) and 5 µL of DNA template at a 

concentration around 5-10 ng µL-1 or distilled sterile water (negative no template control). 

The amplifications were carried out following the protocol provided in (Cébron et al. 2008) with 

some modifications. Briefly, the first step consisted of denaturation at 95 °C for 5 min followed by 

40 cycles of denaturation at 95 °C for 30 s, annealing for 35 s at either 57 °C (GN) or 54 °C (GP) 

and an elongation step at 72 °C for 75 s, after which the SYBR Green signal intensities were 

measured. At the end of the run, a melting curve analysis was performed where signal intensities 

were measured at 0.5 °C temperature increment every 5 s from 51 to 95 °C. Standards for each 

gene were made from 10-fold dilutions of linearized plasmid containing the gene fragment of 

interest, cloned from amplified soil DNA (Yergeau et al. 2009b). 

At the end of the qPCR run, the threshold line was automatically defined within the logarithmic 

increase phase of the acquired fluorescence data. The Ct values were assessed for all the 

samples and the gene copy numbers were deducted from the standard curve based on the Ct 

value. Efficacy of the qPCRs were of 89.3% (standard curve R2 = 0.998) and 92% (R2 = 0.995) 

for PAH-RHDα GN genes and 90.6% (R2 = 0.995) and 85.8% (R2 = 0.999) for PAH-RHDα GP 

genes. 

 

3.4.7 Bioinformatic analyses 

 Sequences were analyzed by AmpliconTagger (Tremblay et Yergeau 2019). Briefly, raw reads 

were scanned for sequencing adapters and PhiX spike-in sequences. Remaining reads were 

filtered based on quality (Phred) score and remaining sequences were dereplicated/clustered at 

97% identity (16S rRNA and ITS genes) and then processed for generating Operational 
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Taxonomic Units (OTUs) (DADA2 v1.12.1) (Callahan et al. 2016). Chimeras were removed with 

DADA2’s internal removeBimeraDeNovo(method=”consensus”) method followed by UCHIME 

reference (Edgar et al. 2011). OTUs for which abundance across all samples were lower than 5 

were discarded. A global read count summary throughout the pipeline steps is provided in 

Tableau Suppl. 5 for all datasets. OTUs were assigned a taxonomic lineage with the RDP 

classifier (Wang et al. 2007) using an in-house training set containing the complete Silva release 

138 database (Quast et al. 2013) supplemented with eukaryotic sequences from the Silva 

database and a customized set of mitochondria, plasmid and bacterial 16S sequences. For ITS 

OTUs, a training set containing the Unite DB was used (sh_general_release_s_04.02.2020 

version). The RDP classifier assigns a score (0 to 1) to each taxonomic depth of each OTU. Each 

taxonomic depth having a score ≥ 0.5 were kept to reconstruct the final lineage. Taxonomic 

lineages were combined with the cluster abundance matrix obtained above to generate a raw 

OTU table, from which a bacterial organisms OTU table was generated.  

Custom RDP classifier training sets were generated for both PAH-RHD GP and GN amplicon 

data types. Raw reads were processed as described above up to the quality filtering step. Then, 

remaining sequences were dereplicated/clustered at 100%, thus processes for generating 

Amplicon Sequence Variants (ASVs) (DADA2 v1.12.1) (Callahan et al. 2016). 

Each ASV were blasted (BLASTn) against the NCBI nt database (downloaded as of 21st February 

2020) with –max_target_seqs set to 20. Blast output was filtered to keep hits that had an e-value 

<= 1e-20, alignment length of at least 100 bp and alignment percentage of at least 60 percent. 

Taxonomic lineages of each filtered blast hit were fetched from the NCBI taxonomy database 

(version downloaded on December 4th 2019). RDP training sets were generated as described 

(https://github.com/jtremblay/RDP-training-sets). 

 

3.4.8 Statistical analyses 

 Statistical analyses were performed in R (v.3.5.0)(R Core Team 2020), with basic analysis 

performed with the stats package (R Core Team 2020). Normality and homoscedasticity of data 

were calculated with Shapiro-Wilk and Bartlett tests, respectively. When distributions did not attain 

normality, variables were log transformed or converted using a Box-Cox transformation using the 

MASS package (Venables et Ripley 2002). The differences in plant trait results and phenanthrene 

concentration were assessed through univariate analysis of variance using ANOVA followed by 
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post hoc Tukey HSD tests. When transformations did not yield linearity, Kruskal-Wallis analysis 

of the variance was performed instead, with the Dunn tests performed for multiple comparisons. 

Univariate analysis of relative abundance of genera were performed with ANOVA test with White’s 

correction for heteroscedastic data using the car package (Fox et Weisberg 2019). Differences 

were considered significant at the 0.05 level. 

Shannon diversity index and Species Richness were calculated with the otuSummary package 

(Yang 2020). 

Principal coordinate analyses (PCoA) were performed to assess differences in community 

composition and between treatments using normalized OTU or ASV tables with the Bray-Curtis 

dissimilarity index calculated with the vegan package (Oksanen et al. 2019). PERMANOVA 

analyses tested the interaction between treatments in the microbial communities through 999 

permutations using the Adonis function from vegan. All graphs were created with the ggplot2 

package (Wickham et al. 2019). Finally, correlation analysis where performed with the stats 

package.  

 

3.4.9 Data availability 

 The raw sequence data was deposited in the Short Read Archive (SRA) of the National Center 

for Biotechnology Information (NCBI) under the BioProject accession PRJNA666553. 
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3.5 Results 

 

3.5.1 Plant morphological response and phenanthrene degradation  

All the 48 poplar cuttings survived throughout the experiment and were included in the analysis. 

Poplar growth was evaluated as the plant aboveground biomass but neither soil type nor 

contamination had a significant impact on this variable (Figure 3-1A).  

 

Figure 3-1 Boxplots of poplar biomass and phenanthrene presence.  

Phenanthrene degradation was measured as the quantity of remaining phenanthrene after nine 

weeks of incubation and was expressed as absolute mg kg-1 retrieved in soil. The soil type (F = 

79.508, p <0.001), plant presence (F = 9.442, p = 0.004) and the interaction term (F = 8.166, p = 

0.007) were all significant (Figure 3-1B). The interaction term revealed that the effect of soil type 

depended on plant presence. More precisely, in agricultural soils, both P and NP pots showed 

similar degradation, with 1.33 and 1.45 mg kg-1 of phenanthrene left in NP and P pots,  

respectively. In contrast, after nine weeks the non-planted forest soils contained significantly more 

phenanthrene than the planted forest soils (7.97 vs. 3.19 mg kg-1 of phenanthrene; Figure 3-1B).  

 

A) Dried biomass of poplars grown in agricultural and forest soil contaminated with phenanthrene 
(PHE) or not (CTRL); B) Quantification of phenanthrene in agricultural and forest soils after a nine 
weeks of poplar growth in pots (P, for planted) compared to non-planted pots (NP). Different 
letters denote significant differences found with the Tukey HSD post-hoc test (n = 12). 
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Tableau 3-1 Summary of permutational multivariate analysis of variance (PERMANOVA) 
examining differences in microbial composition based on the OTUs of the ITS region for fungi and 
16S RNA gene for total bacteria and ASVs for GN and GP PAH-RHDα genes for bacterial degraders. 

Fungi 
PERMANOVA Df SumsOfSqs MeanSqs F Model R2 Pr(>F) 
soil 1 3.938 3.938 44.745 0.145 0.001 
contamination 1 0.109 0.109 1.234 0.004 0.26 
plant 1 13.526 13.526 153.690 0.497 0.001 
soil:contamination 1 0.174 0.174 1.977 0.006 0.101 
soil:plant 1 1.353 1.353 15.377 0.050 0.001 
contamination:plant 1 0.148 0.148 1.678 0.005 0.157 
soil:contamination:plant 1 0.197 0.197 2.241 0.007 0.078 
Residuals 88 7.745 0.088 NA 0.285 NA 
Total 95 27.189 NA NA 1.000 NA 
Bacteria 
soil 1 12.348 12.348 115.521 0.512 0.001 
contamination 1 0.530 0.530 4.955 0.022 0.004 
plant 1 0.572 0.572 5.353 0.024 0.003 
soil:contamination 1 0.451 0.451 4.221 0.019 0.009 
soil:plant 1 0.460 0.460 4.301 0.019 0.005 
contamination:plant 1 0.165 0.165 1.542 0.007 0.150 
soil:contamination:plant 1 0.169 0.169 1.583 0.007 0.145 
Residuals 88 9.406 0.107 NA 0.390 NA 
Total 95 24.101 NA NA 1.000 NA 
PAH-RHDα GN genes 
soil 1 4.341 4.341 14.912 0.119 0.001 
contamination 1 2.622 2.622 9.007 0.072 0.001 
plant 1 0.283 0.283 0.971 0.008 0.457 
soil:contamination 1 3.091 3.091 10.618 0.085 0.001 
soil:plant 1 0.193 0.193 0.663 0.005 0.811 
contamination:plant 1 0.228 0.228 0.782 0.006 0.659 
soil:contamination:plant 1 0.293 0.293 1.005 0.008 0.401 
Residuals 86 25.034 0.291 NA 0.688 NA 
Total 94 36.402 NA NA 1.000 NA 
PAH-RHDα GP genes       
soil 1 4.900 

 
4.900 
 

16.970 0.146 0.001 
contamination 1 1.230 1.230 4.261 0.037 0.001 
plant 1 0.644 0.644 2.232 0.019 0.014 
soil:contamination 1 0.340 0.340 1.176 0.010 0.176 
soil:plant 1 0.417 0.417 1.446 0.012 0.082 
contamination:plant 1 0.441 0.441 1.528 0.013 0.08 
soil:contamination:plant 1 0.670 0.670 2.322 0.020 0.01 
Residuals 85 24.54 24.54 NA 0.733 NA 
Total 93 36.402 NA NA 1.000 NA 
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Values in bold indicate significant effects. Df, degrees of freedom. SumsOfSqs, sum of squares. 
MeanSqs, Mean squares. Pr(>F), p-value. 

 

 

3.5.2 Fungal diversity  

Shannon diversity index for fungi ranged from 1.599 to 3.646 (Figure 3-2A). The Kruskal-Wallis 

test showed significant differences among treatments (χ² = 17.779, p-value = 0.013). The Dunn 

test showed that this difference was due to significantly higher Shannon diversity in the P CTRL 

forest soils as compared to the NP CTRL and NP PHE agricultural soils and to the NP PHE forest 

soil (Figure 3-2A – Shannon index). The same trends were visible for species richness, but this 

was not statistically significant (Figure 3-2A – Species richness).  

 

3.5.3 Fungal community structure  

Analysis of the beta diversity with the PCoA (Figure 3-2B) based on relative abundance showed 

that the fungal community structured differed between plant presence and soil types. The main 

factor was plant presence (R2 = 49.7%, p = 0.001), followed by the soil type (R2 = 14.5%, p = 

0.001). However, the main plant effect was modulated by the interaction with the soil type factor 

(R2 = 5.0%, p = 0.001). However, contamination, either as a main effect or its interaction with 

other factors had no significant influence on the fungal community structure (Tableau 3-1).  

 More specifically, while the fungal communities found in the NP pots diverged significantly from 

one another depending on the soil type, these communities tended to converge in the P pots. The 

PERMANOVA analysis confirmed this visual interpretation, with plant presence representing the 

main source of variation, followed by first order effect of soil type and the interaction of both factors 

(Tableau 3-1).  

 

3.5.4 Fungal community composition  

A total of 3,099 fungal OTUs were retained after the bioinformatic quality filtering pipeline. As for 

the community structure, the fungal community composition was principally influenced by plant 

presence. As such, the rhizosphere (P) of both PHE and CTRL in forest and agricultural soils 
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were vastly dominated by fungi from the genus Sphaerosporella (Class Pezizomycetes; Figure 3-

2C and Tableau Suppl. 2). The NP pots of both types of soil showed mixed community 

composition, strongly distinct from the P pots. The lower diversity of fungi in the agricultural soil 

could be explained by the prevalence of Mortierellomycotina (Figure 3-2C and Tableau Suppl. 2), 

that accounted for around 45% and 35% of total OTUs in CTRL and PHE agricultural NP pots, 

respectively. In contrast, the presence of Mortierellomycotina in forest soils was lower than 20%, 

whereas Basidiomycota (Tremellomycetes and Agaricomycetes classes) were significantly more 

abundant (Fig 2c and Tableau Suppl. 2). Within the Ascomycota phylum, Leotiomycetes were 

also significantly more abundant in forest than in agricultural soils (Tableau Suppl. 2).  

Some significant but weak correlations were found among some fungal OTUs and the plant 

biomass. The top 10 OTUs had a Pearsons’s correlation coefficient r ranging from 0.395 to 0.331, 

and the OTUs belonged mainly to the Ascomycota phylum.  

The significant correlations found between fungi and phenanthrene concentration in soils at the 

end of the experiment were stronger (Pearsons’s correlation coefficient r between 0.834-0.744). 

The top 10 OTUs presenting positive correlations belonged to the genera: Aspergillus, 

Acrodontium, Imleria, Postia, Umbelopsis, Acrophialophora, Wilcoxina, an unclassified 

Basidiomycota and Leptodontidium (Tableau Suppl. 3).  

 

3.5.5 Bacterial diversity  

A total of 45 archaeal OTUs were found in the soil samples representing a combined relative 

abundance of less than 0.1%, therefore they were not retained for the analyses. 

In terms of bacterial diversity, there were no significant differences between treatments although 

slightly higher values were found in NP PHE soils for the Shannon index (Figure 3-3A - Shannon 

index). For the species richness, the forest soils seemed to present higher number of OTUs in 

PHE pots while the agricultural soils showed higher OTU numbers in CTRL soils (Figure 3-3A - 

Species richness), but, again, this difference was not significant. 
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Figure 3-2 Summary of the fungal community diversity, structure and composition.  

Summary based on OTUs of the ITS region. A) Boxplots of Shannon diversity index and Species 
richness (as observed number of OTUs) by treatment. Different letters denote significant 
differences found with the Tukey HSD post-hoc test. B) Principal coordinates analysis (PCoA) 
based on Bray-Curtis dissimilarity of the relative abundance of fungal OTUs showing the effects of 
contamination, soil type and plant presence on the fungal community structure. C) Fungal 
community composition at the class level. Only taxa with a relative abundance above 0.01 are 
shown. Values are averaged across treatments (n = 12). Legend: NP: non planted pots. P: planted 
pots. CTRL: non contaminated pots. PHE: pots contaminated with 50 mg kg -1 of phenanthrene. 
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3.5.6 Bacterial community structure 

The PCoA based on relative abundance (Figure 3-3B) along with the PERMANOVA analysis 

(Tableau 3-1), showed that the soil type was the main factor shaping the bacterial community (R2 

= 51.2%, p = 0.001), separating agricultural from forest soil samples along the first axis, in sharp 

contrast to what we observed in the fungal community structure. Moreover, plant presence (R2 = 

2.4%, p = 0.003) and the contamination status (R2 = 2.2%, p = 0.004), had minor but significant 

main effects and also modulated the effect of soil type through significant interaction terms (R2 = 

1.9%, p = 0.005 and p = 0.009, respectively; Tableau 3-1). These interaction effects are visible in 

Figure 3-3B, as the bacterial communities found in the agricultural soils all clustered together, 

whereas the bacterial communities of the forest soil were also clustering loosely based on soil 

contamination and plant presence on the second axis of the ordination.  

 

3.5.7 Bacterial community composition 

 A total of 5,716 OTUs were retained from the 16S rRNA gene sequences. From those, the vast 

majority belonged to Bacteria, and only 45 OTUs were Archaea.  

The 5,671 bacterial OTUs were classified in 35 phyla, although the majority of OTUs belonged to 

Proteobacteria, Actinobacteria, Acidobacteria, Bacteroidetes, Chloroflexi, Firmicutes, 

Gemmatimonadetes, Planctomycetes and Verrucomicrobia. Even though agricultural and forest 

soils presented very different community structures (Figure 3-3B), the composition at the phylum 

level was relatively homogeneous among treatments (Figure 3-3C), with a few significant 

differences in terms of the overall relative abundance of phyla (Tableau Suppl. 4).  

In contrast, major differences were observed in the relative abundance at genus levels (Tableau 

3-2). Compared to forest soils, agricultural soils had significantly higher relative abundance of the 

following genera: unclassified uncultured Acidobacteriaceae Subgroup 1 (Acidobacteria, mean of 

14.84% vs 2.52%), HSB OG53-F07FA (Chloroflexi, 8.07% vs 0.12%), DA101 soil group FA 

(Verrucomicrobia, 5.06% vs 0.36%), Candidatus Solibacter (Acidobacteria, 2.40% vs 0.94%) 

Sphingomonas (Alphaproteobacteria, 3.51% vs 2.50%) and Gemmatimonas 

(Gemmatomonadetes 2.40% vs 1.27%), the latest being mostly absent in the forest soils. In 

contrast, the forest soils had significantly higher relative abundances of the genera: Ramlibacter 

(Betaproteobacteria 1.11% vs 4.66%), Geothrix (Acidobacteria, 0.02% vs 5.61%) and Variibacter 

(Alphaproteobacteria, 2.88% vs 4.6%). 
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Figure 3-3 Summary of the bacterial community diversity, structure and composition. 

Summary based on OTUs of the 16 rRNA gene. A) Boxplots of Shannon diversity index and Species 
richness (as observed number of OTUs) by treatment. Different letters denote significant differences 
found with the Tukey HSD post-hoc test. B) Principal coordinates analysis (PCoA) based on Bray-
Curtis dissimilarity of the relative abundance of bacterial OTUs showing the effects of 
contamination, soil type and plant presence on the bacterial community structure. C) Bacterial 
community composition at the class level. Only taxa with a relative abundance above 0.01 are 
shown. Values are averaged across treatments (n = 12). Legend: NP: non planted pots. P: planted 
pots. CTRL: non contaminated pots. PHE: pots contaminated with 50 mg kg -1 of phenanthrene. 
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Also, the forest soils presented some particularities linked to the effects of the contamination and 

plant presence that were absent in agricultural soils, and that explained the different community 

structure captured in the PCoA (Figure 3-3B). For instance, regarding the effect of plant presence, 

Polaromonas (Betaproteobacteria), Aquincola (Betaproteobacteria) and Acidothermus 

(Actinobacteria) were nearly absent from the P pots, while the Acidobacteria subgroup 2CL was 

significantly more abundant in the planted forest soils as compared to the NP soils (Tableau 3-2). 

Moreover, the significant effect of the interaction between plant presence and contamination, was 

greatly explained by the higher mean relative abundance of bacteria from the genus Polaromonas 

(Betaproteobacteria) in NP PHE forest soils (10.95%) compared to the P PHE of forest soils 

(1.46%), while being nearly absent in CTRL pots (Tableau 3-2).  

As it was for fungi, the correlations between bacterial OTUs’ relative abundances and the biomass 

of the plant were weak. The top ten significant positive correlations had a Pearsons’s correlation 

coefficient r ranging from 0.476 to 0.414. These OTUs were diversely classified as 

Alphaproteobacteria, Chloroflexi, Acidobacteria, Armatimonadetes, Actinobacteria, and 

Gammaproteobacteria. The strongest positive correlation involved an OTU from the genus 

Sphingomonas.  

The OTU with the strongest positive correlation with the amount of phenanthrene in soil was a 

member of the Polaromonas genus (Pearsons’s correlation coefficient r = 0.923) which was one 

of the more abundant genera found in NP PHE forest soils. Moreover, the top ten highly correlated 

OTUs all presented very high correlation coefficients (Pearsons’s correlation coefficient r ranging 

from 0.880 to 0.824) and were mostly present in the NP pots (Tableau Suppl. 3). 

Alternatively, the strongest negative correlations between OTUs and phenanthrene 

concentrations in soil, were mostly for OTUs well represented in the agricultural soil (Tableau 

Suppl. 3).  
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Tableau 3-2 Summary of the three-way analysis of the variance (ANOVA) – with White’s 
correction for heteroscedasticity on the relative abundance of the 16S rRNA gene OTUs identified 
at the genus level of bacteria. Values in bold indicate significant effects. Df, degrees of freedom. 
SumsOfSqs, sum of squares. MeanSqs, Mean squares. Pr(>F), p-value. 

Acidobacteria Subgroup 2CL 

 Df F Pr(>F) 
soil 1.000 6.402 0.013 
contamination 1.000 1.200 0.276 
plant 1.000 0.333 0.565 

soil:contamination 1.000 0.232 0.632 
soil:plant 1.000 18.052 <0.001 
contamination:plant 1.000 2.681 0.105 
soil:contamination:plant 1.000 0.236 0.629 
Residuals 88.000  

 

Actinobacteria Acidothermus 

 Df F Pr(>F) 
soil 1.000 202.047 <0.001 
contamination 1.000 2.195 0.142 
plant 1.000 54.144 <0.001 
soil:contamination 1.000 0.606 0.438 
soil:plant 1.000 8.664 0.004 
contamination:plant 1.000 0.034 0.855 
soil:contamination:plant 1.000 2.662 0.106 
Residuals 88.000  

 

Gammaproteobacteria Aquincola 

 Df F Pr(>F) 
soil 1.000 1.083 0.301 
contamination 1.000 29.161 <0.001 
plant 1.000 2.822 0.097 
soil:contamination 1.000 2.972 0.088 
soil:plant 1.000 18.062 <0.001 
contamination:plant 1.000 0.634 0.428 
soil:contamination:plant 1.000 0.034 0.853 
Residuals 88.000  

 

Actinobacteria Pseudarthrobacter 

 Df F Pr(>F) 
soil 1.000 23.154 <0.001 
contamination 1.000 0.165 0.685 
plant 1.000 6.909 0.010 
soil:contamination 1.000 6.797 0.011 
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soil:plant 1.000 3.357 0.070 
contamination:plant 1.000 2.648 0.107 
soil:contamination:plant 1.000 0.531 0.468 
Residuals 88.000  

 

Acidobacteria Geothrix 

 Df F Pr(>F) 
soil 1.000 46.073 <0.001 
contamination 1.000 1.607 0.208 
plant 1.000 1.799 0.183 
soil:contamination 1.000 4.526 0.036 
soil:plant 1.000 1.005 0.319 
contamination:plant 1.000 0.004 0.947 
soil:contamination:plant 1.000 0.710 0.402 
Residuals 88.000  

 

Betaproteobacteria Massilia 

 Df F Pr(>F) 
soil 1.000 0.038 0.847 
contamination 1.000 6.642 0.012 
plant 1.000 1.497 0.224 
soil:contamination 1.000 1.138 0.289 
soil:plant 1.000 3.685 0.058 
contamination:plant 1.000 0.491 0.486 
soil:contamination:plant 1.000 2.378 0.127 
Residuals 88.000  

 

Betaproteobacteria Polaromonas 

 Df F Pr(>F) 
soil 1.000 71.821 <0.001 
contamination 1.000 0.612 0.436 
plant 1.000 0.173 0.679 
soil:contamination 1.000 4.101 0.046 
soil:plant 1.000 10.727 0.002 
contamination:plant 1.000 1.798 0.183 
soil:contamination:plant 1.000 10.349 0.002 
Residuals 88.000  

 

Alphaproteobacteria Variibacter 

 Df F Pr(>F) 
soil 1.000 67.316 <0.001 
contamination 1.000 0.057 0.811 
plant 1.000 9.031 0.003 
soil:contamination 1.000 1.088 0.300 
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soil:plant 1.000 8.056 0.006 
contamination:plant 1.000 0.200 0.656 
soil:contamination:plant 1.000 2.349 0.129 
Residuals 88.000  

 

Alphaproteobacteria Sphingomonas 

 Df F Pr(>F) 
soil 1.000 8.023 0.006 
contamination 1.000 5.332 0.023 
plant 1.000 12.001 <0.001 
soil:contamination 1.000 5.730 0.019 
soil:plant 1.000 1.643 0.203 
contamination:plant 1.000 0.407 0.525 
soil:contamination:plant 1.000 1.358 0.247 
Residuals 88.000  

 

Betaproteobacteria Ramlibacter 

 Df F Pr(>F) 
soil 1.000 133.801 <0.001 
contamination 1.000 29.482 <0.001 
plant 1.000 0.486 0.488 
soil:contamination 1.000 4.124 0.045 
soil:plant 1.000 4.620 0.034 
contamination:plant 1.000 3.097 0.082 
soil:contamination:plant 1.000 0.673 0.414 
Residuals 88.000  

 

Gemmatimonadetes Gemmatimonas 

 Df F Pr(>F) 
soil 1.000 57.249 <0.001 
contamination 1.000 9.794 0.002 
plant 1.000 1.408 0.239 
soil:contamination 1.000 0.023 0.879 
soil:plant 1.000 1.705 0.195 
contamination:plant 1.000 0.266 0.608 
soil:contamination:plant 1.000 2.930 0.090 
Residuals 88.000  

 

Acidobacteria Candidatus Solibacter 

 Df F Pr(>F) 
soil 1.000 299.754 <0.001 
contamination 1.000 1.219 0.273 
plant 1.000 28.450 <0.001 
soil:contamination 1.000 0.019 0.892 
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soil:plant 1.000 10.756 0.001 
contamination:plant 1.000 0.290 0.591 
soil:contamination:plant 1.000 0.392 0.533 
Residuals 88.000  

 

Verrucomicrobia DA101 soil groupFA 

 Df F Pr(>F) 
soil 1.000 603.476 <0.001 
contamination 1.000 3.051 0.084 
plant 1.000 0.018 0.894 
soil:contamination 1.000 0.228 0.634 
soil:plant 1.000 19.820 <0.001 
contamination:plant 1.000 0.037 0.849 
soil:contamination:plant 1.000 0.643 0.425 
Residuals 88.000  

 

Chloroflexi HSB OF53 F07FA 

 Df F Pr(>F) 
soil 1.000 580.036 <0.001 
contamination 1.000 0.273 0.603 
plant 1.000 20.951 <0.001 
soil:contamination 1.000 0.170 0.681 
soil:plant 1.000 1.232 0.270 
contamination:plant 1.000 2.152 0.146 
soil:contamination:plant 1.000 0.000 0.993 
Residuals 88.000  

 

Acidobacteria uncultured Acidobacteriaceae Subgroup 1  

 Df F Pr(>F) 
soil 1.000 605.363 <0.001 
contamination 1.000 0.201 0.655 
plant 1.000 11.038 0.001 
soil:contamination 1.000 1.004 0.319 
soil:plant 1.000 11.469 0.001 
contamination:plant 1.000 3.830 0.054 
soil:contamination:plant 1.000 0.019 0.891 
Residuals 88.000  
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3.5.8 PAH-RHDα GN gene diversity 

 Three phyla were found in the PAH-RHDα GN gene dataset: Bacteroidetes (aggregated with 

other phyla under “Other Bacteria” in Fig 4c), Firmicutes (“Bacilli - Lysinibacillus” in Figure 3-4C) 

and Proteobacteria. When looking at the Shannon diversity index, the mean values ranged from 

2.442 to 3.801 with significant differences among treatments (Figure 3-4A). For P and NP 

agricultural soils, PAH-RHDα GN Shannon diversity was significantly higher in the PHE soils 

compared to their corresponding CTRL (Figure 3-4A). This pattern was similar for forest soils, but 

not statistically significant.  

Similar trends were observed for species richness (Figure 3-4A), with the number of ASVs 

significantly higher in the PHE agricultural soil as compared to the CTRLs, for both the P and the 

NP pots. 

3.5.9 PAH-RHDα GN gene community structure 

The PCoA of the PAH-RHDα GN gene dataset showed that, in CTRL soils, all the samples 

clustered more or less together, but that in the presence of contaminant, the PAH-RHDα GN 

communities of the two soil types clustered separately, at the two opposite ends of the first axis 

(Figure 3-4B). PERMANOVA analysis corroborated the significant effects of soil type (R2 = 11.9%, 

p = 0.001), contamination (R2 = 7.2%, p value = 0.001) and the interaction of soil type and 

contamination (R2 = 8.5%, p = 0.001), and a lack of effect for the presence of plants and the 

related interactions (Tableau 3-1). 

3.5.10 PAH-RHDα GN gene community composition 

 The community composition of PAH-RHDα GN genes reflected well the results of the PCoA and 

PERMANOVA, with similar communities across all treatments for the CTRL treatment, and largely 

different communities between the two soil types under PHE conditions (Figure 3-4C). The PHE 

agricultural soils were dominated by the Betaproteobacteria genera Comamonas and Ralstonia, 

whereas in the PHE forest soils, the Betaproteobacteria genus Delftia replaced Ralstonia (Figure 

3-4C and Tableau 3-3).  
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Figure 3-4 Summary of the diversity, structure and composition of GN degraders. 
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For phenanthrene concentrations, we found significant positive correlations with the relative 

abundance of various Delftia spp., (Pearsons’s correlation coefficient r ranging from 0.537 to 

0.515), and significant negative correlations with the relative abundance of two Ralstonia spp. 

(Pearsons’s correlation coefficient r -0.421 and -0.426) and various Comamonas spp. (Pearsons’s 

correlation coefficient r ranging from -0.410 to -0.398) (Supp. Tableau 3).  

 

Tableau 3-3 Summary of the three-way analysis of the variance (ANOVA) – with White’s 
correction for heteroscedasticity on the relative abundance of PAH-RHDα amplicon ASVs identified 
at the genus level of Gram-negative and Gram-positive bacteria. Values in bold indicate significant 
effects. Df, degrees of freedom. SumsOfSqs, sum of squares. MeanSqs, Mean squares. Pr(>F), p-
value. 

PAH-RHDa Gram Negative 
Betaproteobacteria Comamonas 
  Df F P value 
soil 1 0.9105 0.34314 
contamination 1 6.7655 0.01124 
plant 1 0.1857 0.66782 
soil:contamination 1 1.3443 0.25006 
soil:plant 1 0.3172 0.57499 
contamination:plant 1 0.8946 0.34735 
soil:contamination:plant 1 1.5475 0.21749 
Residuals 73 

 
  

Betaproteobacteria Ralstonia 
  Df F P value 
soil 1 0.9909 0.32281 
contamination 1 7.163 0.009184 
plant 1 2.0175 0.159747 
soil:contamination 1 25.5137 <0.001 

Summary of PAH-degrading bacterial communities based on ASVs of the PAH-RHDα GN genes. A) 
Boxplots of Shannon diversity index and Species Richness (observed number of ASVs) by 
treatment. Letters denotate significant differences found with the Tukey HSD post-hoc test. B) 
Principal coordinates analysis (PCoA) based on Bray-Curtis dissimilarity of the relative 
abundance of the PAH-RHDα GN ASVs showing the effects of contamination, soil type and plant 
presence on the PAH-degrading Gram-negative bacterial community structure. C) PAH-degrading 
Gram-negative bacterial community composition at the class level. Only taxa with a relative 
abundance above 0.01 are shown. Values are averaged across treatments (n = 12). D) PAH-RHDα 
GN gene copy numbers determined by real-time PCR quantification on DNA. Legend: NP: non 
planted pots. P: planted pots. CTRL: non contaminated pots. PHE: pots contaminated with 50 mg 
kg -1 of phenanthrene. 
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soil:plant 1 0.2757 0.601121 
contamination:plant 1 0.2601 0.611605 
soil:contamination:plant 1 1.4116 0.238641 
Residuals 73     
Betaproteobacteria Delftia 
  Df F P value 
soil 1 30.7704 <0.001 
contamination 1 1.6399 0.204396 
plant 1 0.016 0.899766 
soil:contamination 1 8.4392 0.004857 
soil:plant 1 0.0143 0.90525 
contamination:plant 1 0.4815 0.489946 
soil:contamination:plant 1 0.0542 0.816595 
Residuals 73     
PAH-RHDa Gram Positive 
Actinobacteria Microbacterium 
  Df F P value 
soil 1 17.863 <0.001 
contamination 1 0.968 0.329 
plant 1 1.155 0.287 
soil:contamination 1 4.273 0.043 
soil:plant 1 15.902 <0.001 
contamination:plant 1 2.338 0.132 
soil:contamination:plant 1 7.418 0.009 
Residuals 58 

 
  

Actinobacteria Mycobacterium 
  Df F P value 
soil 1 1.478 0.229 
contamination 1 43.171 <0.001 
plant 1 7.798 0.007 
soil:contamination 1 4.302 0.043 
soil:plant 1 3.534 0.065 
contamination:plant 1 0.193 0.662 
soil:contamination:plant 1 8.304 0.006 
Residuals 58     
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3.5.11 PAH-RHDα GN gene abundance 

 The abundance of PAH-RHDα GN genes was significantly affected by soil type (F = 74.64, p < 

0.001), contamination (F = 37.968, p < 0.001) and the interaction between these two factors (F = 

11.142, p < 0.001). Both NP and P PHE forest soils harbored significantly more of PAH-RHDα 

GN gene copies than agricultural samples and CTRL forest samples (Figure 3-4D).  

 

3.5.12 PAH-RHDα GP gene diversity 

 The Shannon diversity of the PAH-RHDα GP genes was generally higher in the forest soils as 

compared to the agricultural soils (Figure 3-5A). Kruskal-Wallis tests showed that the differences 

among treatments were significant (χ² = 65.466, p-value < 0.001), and the Dunn’s test revealed 

that the P and NP CTRL agricultural soils had a significantly lower diversity than all the other 

treatments, except for the P PHE agricultural soils (Figure 3-5A). The trends for the abundance 

of ASVs observed were similar, with the P and NP CTRL agricultural soils showing a significantly 

lower abundance of PAH-RHDα GP ASVs compared to all the forest soil treatments. 

 

3.5.13 PAH-RHDα GP gene community structure 

 The PCoA ordination of the PAH-RHDα GP gene dataset showed a strong differentiation 

between the community structure of the two soil types (R2 = 14.6%, p = 0.001). The main effects 

of contamination (R2 = 3.7%, p value = 0.001) and plant presence (R2 = 1.9%, p = 0.019) were 

also significant, as well as the interaction between the three factors (R2 = 2.0%, p = 0.01; Tableau 

3-1). For the forest treatment, there was a clear separation between the communities in NP and 

P pots, but not so much between the PHE and CTRL communities. In contrast, for the agricultural 

treatment, the PHE and CTRL communities were distinct from one another, but we also observed 

a separation of the NP and P communities on the first (CTRL) or second (PHE) axis of the 

ordination (Figure 3-5B).  
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Figure 3-5 Summary of the diversity, structure and composition GP degraders.  
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3.5.14 PAH-RHDα GP gene community composition 

All the treatments, regardless of soil type, plant presence or contamination status were dominated 

by Microbacterium spp. ASVs (Actinobacteria) that accounted for more than 50% of the total  

amplicon sequences recovered for the PAH-RHDα GP genes (Figure 3-5C). The other 50% of 

ASVs were divided among the phyla Actinobacteria, Proteobacteria and other unclassified 

Bacteria. The difference between the PHE agricultural P and NP pots observed in the PCoA could 

be due to the higher relative abundance of Mycobacterium (Actinobacteria) in the P PHE 

agricultural soils (Figure 3-5C and Tableau 3-3). Also in accordance with the trends observed in 

the PCoA, the two different soil types showed different PAH-RHDα GP community compositions 

(Figure 3-5C).  

The top 10 most positive significant correlations with phenanthrene concentrations were for some 

Microbacterium and undefined Actinobacteria showing Pearsons’s correlation coefficient r 

ranging from 0.505 to 0.599 (Tableau Suppl. 3). In this case, no significant negative correlations 

were found. 

 

3.5.15 PAH-RHDα GP gene abundance 

 There was a highly significant main effect of soil type (F = 72.674, p < 0.001), and of plant 

presence (F = 10.523, p = 0.002) but not of contamination on the number of PAH-RHDα GP gene 

copies (Figure 3-5D). Forest soils showed higher numbers of PAH-RHDα GP genes than the 

agricultural soils, whereas the P pots harbored generally higher abundance of GP gene copies 

compared to the NP pots (Figure 3-5D).  

 

Summary of PAH-degrading bacterial communities based on ASVs of the PAH-RHDα GP genes. 
A) Boxplots of Shannon diversity index and Species Richness (observed number of ASVs) by 
treatment. Letters denotate significant differences found with the Tukey HSD post-hoc test. B) 
Principal coordinates analysis (PCoA) based on Bray-Curtis dissimilarity of the relative 
abundance of the PAH-RHDα GP ASVs showing the effects of contamination, soil type and plant 
presence on the PAH-degrading Gram-positive bacterial community structure. C) PAH-degrading 
Gram-positive bacterial community composition at the class level. Only taxa with a relative 
abundance above 0.01 are shown. Values are averaged across treatments (n = 12). D) PAH-RHDα 
GP gene copy numbers determined by real-time PCR quantification on DNA. Legend: NP: non 
planted pots. P: planted pots. CTRL: non contaminated pots. PHE: pots contaminated with 50 
mg kg -1 of phenanthrene. 
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3.6 Discussion 

 

Recent studies have suggested that the initial soil diversity was linked to the outcome of soil 

remediation and phytoremediation(Bell et al. 2013; Bell et al. 2015; Bell et al. 2016; Yergeau et 

al. 2015a). Similarly, the initial soil diversity has been pointed as responsible for the variable 

efficiency of phytoremediation in practice (Mench et al. 2010). Based on those studies, we had 

hypothesized that differences in the microbiological characteristics of soil are a major constrain 

to PAH rhizoremediation, overriding the rhizosphere effect central to this technology. Although it 

is difficult to completely disentangle the effects of soil physicochemical and microbiological 

characteristics with our experimental design, our results confirmed that soil types had a major 

influence on the microbial communities and degradation functions, which resulted in different 

remediation patterns of phenanthrene. Indeed, soil type constrained the response of the general 

bacterial community to the rhizosphere effect and to contamination, with shifts mostly visible for 

the forest soil. Similarly, for both hydrocarbon-degradation functional genes targeted, the 

response of the community to contamination was constrained by soil type. These microbiological 

differences were mirrored in the phenanthrene degradation, which was significantly higher in the 

agricultural soil, with no rhizosphere effect, and lower in the forest soil, where the presence of 

plant significantly decreased contaminant concentrations. In contrast, fungal communities 

responded strongly to the rhizosphere effect, regardless of soil type and contamination, and a soil 

type effect was only visible in the absence of a plant.  

In terms of phenanthrene degradation, the agricultural soil outperformed the forest soil. However, 

there were no significant differences in phenanthrene degradation in planted and unplanted pots 

for the agricultural soil. Both treatments efficiently degraded nearly 98% of the spiked 

phenanthrene at the end of the 9th week, suggesting that the mere fact of distributing the soil in 

pots and watering them stimulated the microbial degradation enough, so that the poplar trees had 

no effect in agricultural soils. On the contrary, significant differences in the degradation of 

phenanthrene were observed between forest planted and unplanted pots. In the unplanted pots, 

we observed a mean total degradation around 80% as compared to 90-95% in the planted pots. 

This means that the effectiveness of rhizoremediation is strongly influenced by the soil type and 

its initial microbial diversity. Although we did not measure the initial soil microbial communities, 

the strong differences in fungal and bacterial communities observed in the control unplanted pots 

at the end of the experiment suggest that the soils initially harbored very different microbial 

communities. Some soils appear to effectively degrade phenanthrene and potentially other PAH 
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through the action of the microbial communities alone, without the need to introduce a plant to 

shift the microbial communities, whereas other soils with a different bacterial diversity and 

physicochemical characteristics may need stimulation from a plant in order to more effectively 

degrade phenanthrene. Other studies had already shown the divergences that occur during 

remediation of organic compounds (Bundy et al. 2002), with communities of microbial degraders 

being significantly different depending on the soil type and the original microbial diversity. When 

it comes specifically to PAH, the response of different soil microbial communities was also 

divergent, with groups of different microbial degraders arising when exposed to PAH alone or in 

co-contamination (Sawulski et al. 2015). These contrasting observations may result from the initial 

soil microbial diversity, which might explain the variable efficiency of phytoremediation across 

different sites.  

Ideally for rhizoremediation to work across sites with different soil types, the rhizosphere effect 

should be stronger than the soil effect. Maybe poplars do not offer this level of rhizosphere effect 

for PAH decontamination. Nevertheless, it is important to notice that we used a single pure 

contaminant in this study, which is rarely the case in non-experimental conditions. Other studies 

with this and other plant species have shown the overriding effect of soil characteristics on 

bacterial communities in a variety of studies, as compared to plant characteristics (Yergeau et al. 

2009b; Azarbad et al. 2020; Bell et al. 2014a). Alternatively, as fungi were shown here and 

elsewhere to be generally more affected by plant characteristics (Yergeau et al. 2015a) and 

identity (Boeraeve et al. 2018), rhizoremediation based on fungi could be more successful across 

various soil types. However, metatranscriptomic studies have shown that hydrocarbon 

degradation genes are mainly expressed by bacteria during rhizoremediation using willows 

(Gonzalez et al. 2018; Yergeau et al. 2014; Yergeau et al. 2018). 

Even though the community composition of PAH GN degraders was similar in control soils for 

both soil types, the communities widely differed when soils were contaminated, with Ralstonia 

and Comamonas dominating in the agricultural soils versus Comamonas and Delftia dominating 

in the forest soils. The divergence we observed in our results depending on the soil type is in 

agreement with the findings of other studies (Bundy et al. 2002; Sawulski et al. 2015). This is a 

good example of functional redundancy that is one of the trademark aspect of soil diversity 

(Dunlevy et al. 2013) and can be defined as the coexistence of multiple distinct taxa or genomes 

capable of performing the same biochemical function (Louca et al. 2018). The relationship 

between biological diversity and ecological processes is far from being completely understood at 

a mechanistic level (Louca et al. 2018). Our study has shown that even in the context where there 
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is an important functional redundancy among PAH degraders, the outcome at the process level, 

namely degradation of phenanthrene, varies widely among different soils. Similar results were 

previously reported, where two different soils showed specific degradation patterns for 

phenanthrene (Ding et al. 2012). Conversely, in the unplanted pots, PAH degrader communities 

were similar for both soil types, but resulted in different degradation rates of phenanthrene, 

pointing toward an interaction between degrader communities and soil physicochemical 

characteristics or other microbial communities. Taken together, these results suggest that not all 

degraders are equal, and that depending on the pool of degraders in the original soil, of the soil 

physicochemical and microbiological characteristics and on the level of influence of the plant on 

the degraders, the outcome of the remediation will vary for similar levels of degrader diversity. 

Interestingly, Lysinibacillus (Firmicutes), a well-known Gram-positive bacteria, was amplified in 

control soils using the PAH-RHDa Gram-negative primer set. The genus Lysinibacillus contains 

some species capable of degrading hydrocarbons and phenanthrene (Li et al. 2020; Ifeoluwa et 

al. 2020). However, to our knowledge, this is the first time Lysinibacillus has been amplified with 

the PAH-RHDa Gram-negative primer set. It could well be that the sequence of the PAH-RHDa 

of Lysinibacillus presents enough homology to the primer sequence to allow for annealing with 

the Gram-negative primer set.  

The bacterial community was mainly shaped by the soil type, but the contamination and the 

presence of a plant also influenced the community structure and composition. These effects were 

not evident at the phylum level but were clearly visible at finer taxonomical levels. For instance, 

Polaromonas and Sphingomonas were relatively more abundant in the PHE soils, in line with 

previous reports (Ding et al. 2012). Polaromonas is a genus containing known hydrocarbon 

degrading species such as P. naphthalenivorans (Cébron et al. 2011; Jeon et al. 2004; Ding et 

al. 2012), and it was accordingly positively correlated with the phenanthrene concentrations in 

soils as it was found mainly in non-planted forest soils, where the phenanthrene degradation was 

probably still ongoing. Based on our qPCR quantification of PAH-RHDa GP genes, PAH 

degraders were significantly more abundant in planted pots as compared to unplanted pots, 

regardless of the contamination status of the soil. This agrees with previous studies that reported 

higher abundance of hydrocarbon degradation genes and transcripts in the rhizosphere of plants, 

even in the absence of contaminant (Cébron et al. 2011), which was suggested to be linked with 

the structural similarity between several plant secondary metabolites present in root exudates and 

PAH (Singer et al. 2003). In contrast, the rhizosphere effect on PAH-RHDa GN genes was 

stronger in the contaminated soils, an effect that had been previously reported (Yergeau et al. 
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2014). Moreover, the soil contamination has also been found to override the willow rhizosphere 

effect on transcript abundance patterns in field studies (Yergeau et al. 2018). 

In contrast to bacterial and to PAH degrader communities, fungal communities were very strongly 

influenced by the presence of poplar and not so much by contamination. These results suggest 

that the fungal community is relatively stable when it comes to responding to stress caused by 

phenanthrene contamination, both in the rhizosphere of poplars and in the absence of plants. 

Most importantly, the convergence from strikingly different fungal communities in the absence of 

plants towards the more homogeneous communities found in rhizosphere indicate a strong plant 

effect. The main reason behind this trend was the complete dominance of the ectomycorrhizal 

fungus Sphaerosporella in the rhizosphere of poplars across all treatments. This fungus has been 

found to dominate the rhizosphere of various Salicaceae tree species in a range of pot and field 

experiments involving remediation of different contaminants. For instance, (Dagher et al. 2020) 

found that willow (Salix miyabeana clone SX67) inoculation with Sphaerosporella brunnea alone 

was capable of significantly improving biomass production and Ba, Zn and Cd phytoextraction 

with bioaccumulation in the shoot plant biomass, and an additional decrease of Cu, Pb and Sn 

concentrations in soil. However, (Bell et al. 2015) reported that early colonization by S. brunnea 

negatively impacted the Zn accumulation efficiency of willows. In another study, the relative 

abundance of S. brunnea was positively correlated with the shoot biomass of willows (Yergeau et 

al. 2015a). In (Tardif et al. 2016), S. brunnea showed an increase in its relative abundance in the 

rhizosphere of willows with increasing petroleum hydrocarbon concentrations. Similarly, willows 

were shown to associate more strongly with Sphaerosporella when growing in highly 

contaminated fields of Canada, but this trend was only visible for North American willows and not 

for Asian or European genotypes (Bell et al. 2014a). Therefore, it appears that Sphaerosporella 

plays a growth promoting or stress relieving role for Salicaceae growing in contaminated soils, 

supporting the idea of a dual effect of the microbial community in rhizoremediation processes 

where some elements would play a degradative role while others would stimulate the plant growth 

via direct plant growth promotion, or by relieving stress (Correa-García et al. 2018). Even though 

this is not directly related to the degradation of contaminants, it is still of the outmost importance 

for rhizoremediation, as this technology is only effective where roots penetrate the soil, and an 

impaired growth is likely to reduce its efficiency. In the present study, since Sphaerosporella 

colonized all the rhizospheres regardless of the soil type or the contamination status, it is difficult 

to conclude to any positive effects on poplar growth and tolerance to contamination stress. One 

indication is that poplars did not present any visible stress response to phenanthrene exposition 

and produced equal amounts of biomass in the contaminated and non-contaminated pots. 
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Alternatively, it could also be that the concentration of phenanthrene used was not high enough 

to trigger a strong stress response that would hinder plant development, as observed in previous 

studies (Hultgren et al. 2010; Kuhn et al. 2004; Ballach et al. 2003). Yet again, other microbes in 

the rhizosphere could also have contributed by degrading enough phenanthrene in the proximity 

of the roots to allow for plant roots to grow without contaminant stress (Correa-García et al. 

2018).Finally, the lack of apparent response of fungi to phenanthrene contamination could be well 

due to the presence of relic DNA in the soil, which could have obscured this and other results. 

However, previous studies came up with similar conclusions using methods that are not affected 

by relic DNA such as metatranscriptomics, which suggests that the trend observed here are most 

probably due to live organisms and not to the sequencing of relic DNA.  

In conclusion, rhizoremediation using poplars significantly improved the degradation of 

phenanthrene in forest soil, but not in agricultural soil. The fungal communities were the only ones 

strongly affected by the presence of poplar, whereas the effect of poplar on the diversity, 

composition, and abundance of the total bacterial and PAH degrader communities was strongly 

constrained by soil type, probably leading to this different degradation patterns between soils. 

This has important implications for rhizoremediation since these results highlight the importance 

of preliminary microbiological or physicochemical studies of contaminated soils in order to 

determine whether plant presence could improve remediation rates. Further studies could 

improve the predictive power of such preliminary analyses, leading to a wider adoption of this 

green remediation technology.  
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4.1 Abstract 

 

The aim of this study was to determine whether the complexity of the animal soil food web (SFWC) 

is a significant factor influencing the soil microbial communities, the productivity of the willow, and 

the degradation rates of 100 mg kg-1 phenanthrene contamination. The SFWC treatment had 

eight levels: just the microbial community (BF), or the BF with nematodes (N), springtails (C), 

earthworms (E), CE, CN, EN, CEN. After eight weeks of growth, the height and biomass of willows 

were significantly affected by the SFWC, whereas the amount of phenanthrene degraded was not 

affected, reaching over 95% in all pots. SFWC affected the structure and the composition of the 

bacterial, archaeal and fungal communities, with significant effects of SFWC on the relative 

abundance of fungal genera such as Sphaerosporella, a known willow symbiont during 

phytoremediation, and bacterial phyla such as Actinobacteriota, containing many PAH degraders. 

These SFWC effects on microbial communities were not clearly reflected in the community 

structure and abundance of PAH degraders, even though some degraders related to the 

Actinobacteriota and the diversity of Gram-negative degraders were affected by the SFWC 

treatments. Overall, our results suggest that, under our experimental conditions, SFWC does not 

affect significantly willow phytoremediation outcomes.  
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4.2 Introduction 

 

Polycyclic aromatic hydrocarbons (PAH) are organic compounds originating from the incomplete 

combustion of organic matter. They are considered as contaminants in the environment (Jones 

et al. 1989; Ravindra et al. 2008), especially in soils (Wilcke 2007), due to their well-documented 

detrimental effects on ecosystems (Menzie et al. 1992). Phenanthrene (PHE) is a PAH formed by 

three fused benzenic rings. It has been widely used as a model molecule, alone or with other 

PAHs in degradation experiments (Li et al. 2019; Menzie et al. 2016; Sun et al. 2010; Lu et al. 

2019). 

Phytoremediation is a green technology that has demonstrated a significant potential to tackle 

PAH contamination (Kuppusamy et al. 2017; Spriggs et al. 2005; Guo et al. 2018; Lu et Lu 2015; 

Pilon-Smits 2005). Rhizoremediation, the  process where microorganisms are stimulated to 

degrade contaminants in the rhizosphere environment by root exudates (Correa-García et al. 

2018), is one of the main phytoremediation approaches used to degrade PAH.  In the Canadian 

geographical and climatic context, several species from the Salicaceae family have been proven 

to be successful for the phytoremediation of hydrocarbons (Yergeau et al. 2014; Tardif et al. 2016; 

Yergeau et al. 2015a; Yergeau et al. 2018; Gonzalez et al. 2018), including PHE (Correa-García 

et al. 2021). Moreover, willows are especially interesting for phytoremediation  in view of their 

rapid growth, deep root systems, resistance to biotic and abiotic stressors and the facility to 

propagate plants through cuttings.  

Several microorganisms can metabolize PHE and other PAH (Cerniglia 1993). Under aerobic 

conditions, PHE is catabolized into catechols that can be converted to TCA cycle intermediates 

(Cerniglia 1993; Eaton et Chapman 1992; Mallick et al. 2011). This degradation process starts 

with the incorporation of a molecular oxygen into one of PHE aromatic nucleus by a ring 

hydroxylating dioxygenase (RHD) multicomponent  enzyme system (Kauppi et al. 1998). The 

genes coding for the alpha subunit of the PAH-RHD form a monophyletic group (Habe et Omori 

2003). Hence, these genes are often used to monitor bacterial degrader communities in PAH 

contaminated environments using PCR primers designed for either Gram-negative or Gram-

positive bacteria (Cébron et al. 2008). Many bacteria contain RHD genes are commonly found in 

the root systems of Salicaceae trees (Correa-García et al. 2021; Bell et al. 2014a; Khan et al. 

2014; Bell et al. 2015; Pagé et al. 2015). However, the outcome of phytoremediation often remains 

unpredictable and variable (Correa-García et al. 2018; Bell et al. 2014b). This variability is partially 
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due to the initial soil microbial community composition and diversity (Bell et al. 2013; Bell et al. 

2015; Yergeau et al. 2015a) and soil physicochemical characteristics (Correa-García et al. 2021).  

Interestingly, both factors can be affected by soil animal communities. For instance, collembolans 

and nematodes feed on soil bacteria, fungi and secondary roots, which can stimulate the growth 

of specific microbial taxa  (Crowther et al. 2011; Endlweber et al. 2009; Erktan et al. 2020b; Erktan 

et al. 2020a). Collembolans and nematodes were also shown to stimulate the growth of secondary 

plant roots mainly through changes in the availability of nutrients (Alphei et al. 1996; Ngosong et 

al. 2014; Endlweber et Scheu 2006). Earthworms, as ecosystem engineers, have a significant 

impact on soil physicochemical characteristics, due to their role in organic matter degradation, 

nutrient turnover, soil oxygenation and microbial  movement between the bulk soil and the 

rhizosphere (Spain et al. 1992; Bartlett et al. 2010; Lavelle et Spain 2001; Yang et van Elsas 

2018). 

Consequently, collembolans, nematodes, earthworms and the rest of the soil fauna may have an 

interesting, yet unexplored, role to play in the rhizoremediation of PAH (Li et al. 2015; Zeb et al. 

2020), probably through changes in soil microbial communities and/or soil physicochemical 

properties. Still, just a few studies have explore the role of soil fauna during remediation of PAH, 

and the majority of the experiments have only considered single species or single ecological 

groups (Jing et al. 2017; Zhou et al. 2019). However, many animals groups survive in 

contaminated soil matrices (Zavala-Cruz et al. 2013; Jing et al. 2017; Sun et al. 2017; Delgado-

Balbuena et al. 2016). Despite these hints, little is known about the possible effect of trophic 

complexity of soil food webs in the fate of PAH in soils. In view of their essential roles in soil 

ecosystems, soil animals and the complexity of their food web interactions could also affect the 

outcome of phytoremediation. 

Here, we hypothesized that more complex soil food webs result in more efficient 

phytoremediation. Specifically, we hypothesized that more complex food webs under 

phenanthrene contamination would result in 1) larger plants, 2) larger shifts in microbial 

communities when compared to non-contaminated controls and, consequently, 3) more 

degradation. Therefore, we aimed at determining the response of microbial communities and 

willow trees to increasingly complex soil animal food webs during PHE rhizoremediation. We 

performed a PHE rhizoremediation pot experiment consisting of a full factorial combination of 

collembolans, nematodes and earthworms presence/absence. After eight weeks of willow growth, 

the 16S rRNA gene of Bacteria and Archaea, the ITS1 region of Fungi and the PAH-RHDα genes 

of Gram-negative and Gram-positive bacteria were sequenced, the absolute abundance of PAH-
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RHDα genes was measured and the willow height and biomass and the residual concentration of 

phenanthrene were determined.  
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4.3 Material and Methods 

 

4.3.1 Soil and biological material 

The soil used was acquired from Savaria Matériaux paysagers Ltée (Laval, QC, Canada) and it 

was subjected to gamma irradiation at a dose ranging from 12.4 to 24.8 kGy by Nordion (Laval, 

QC, Canada) to significantly reduce the community of soil dwelling invertebrates whilst preserving 

a significant fraction of the microbial diversity and abundance (McNamara et al. 2003). The 

irradiated soil was subjected to funnel extractions with heat irradiation to confirm the effectiveness 

of the gamma irradiation. No invertebrates were recovered after 48h of extraction, thus confirming 

the almost complete reduction of living soil invertebrates’ communities. A wet extraction to recover 

nematodes was not performed since previous experiments report recovering 100% empty 

carcases of nematodes several weeks after soil irradiation with doses as low as 3 kGy  

(Gebremikael et al. 2015; Buchan et al. 2012). The control potting mix was prepared by mixing 

perlite and the irradiated soil in a proportion of 1:2 (v:v) to improve permeability and prevent soil 

compaction. For the contaminated soil, after gamma irradiation, the soil was spiked with 100 

mg·kg-1 dry soil of phenanthrene according to the following protocol. Batches of 1 kg of dried, 2 

mm sieved soil were spiked with 1 g of phenanthrene (Sigma Aldrich) diluted in 100 mL of 

acetone. Batches of control soil were also spiked with acetone alone. The spiked soil was left in 

a chemical hood for 48h until the acetone was completely evaporated. Then, the spiked 1 kg 

batches (contaminated or control) were thoroughly incorporated into 9 kg of uncontaminated soil 

in a cement mixer. After that, perlite was incorporated to the soil in a proportion of 1:2 (v:v) and 

continued mixing until the potting mix reached homogeneity.  

Willow cuttings (Salix pururea cv. FishCreek) were acquired from Agro Énergie (Saint-Roch-de-

l’Achigan, Quebec, Canada). Prior to planting, willow cuttings were pre-soaked by submerging 

80% of their length in tap water at room temperature for one week. Cuttings showing signs of 

disruption of dormancy (greener buds, incipient root tips) were selected for the experiment.  

Aporrectodea caliginosa adult earthworm specimens with a fully developed clitellum were 

collected in April 2018 on the INRS campus and were kept in soil microcosms composed of 

20x20x12 cm plastic boxes containing 500 g of 2 mm sieved soil with a pierced cover. Up to 10 

adult earthworms were kept in each microcosm. This system was enriched with 100 g of cattle 

manure and the soil humidity was kept at 30% by weighing the boxes and adding the 
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corresponding amount of tap water every two weeks. Five adults presenting a fully developed 

clitellum were deposited at the surface of the corresponding pots. 

Adult nematodes from Caenorhabditis sp. were isolated from a decomposing earthworm in our 

soil microcosms. Isolation in agar culture plates, identification and culture conditions for the 

nematodes were carried out as described in (Barrière et Félix 2006). Briefly, the decomposing 

earthworm body where the nematodes were found was placed in a standard Nematode Growth 

Medium (NGM) agar Petri dish containing an E. coli OP50 lawn (Brenner 1974). The Petri dish 

was moistened with sterile water to facilitate migration. Up to 30 individual worms were collected 

from the bacterial lawn after times ranging from 15 min to 2 h and placed with a worm picker into 

a new individual agar plate. The Petri dishes were kept at room temperature. After 7 days, 

Caenorhabditis sp. worms were identified under the dissecting microscope discriminating the 

different families by their oral apparatus, the color of the intestinal cell contents (light brown) and 

the central position of the vulva. Cultures were maintained by transferring nematodes every 2-4 

days into a fresh agar plate for 2 weeks prior to the beginning of the experiment. A water solution 

of nematodes was prepared and 5 mL of it, containing approximately 5,000 individuals of all ages, 

were inoculated into the soil. This amount was calculated by mounting 10 µL of the solution in a 

slide and counting individuals under the stereoscope. A total of 4 slides were mounted and used 

to calculate the mean. The number of observed individuals ranged between 8 and 12 per slide. 

Springtails from Tomocerus sp. and Folsomia candida were used as the collembolans 

representatives. Tomocerus culture were purchased at Magazoo (Montréal, QC, Canada). 

Folsomia springtails were extracted from the same soil used in this experiment through heat 

irradiation with a funnel and kept in culture conditions at room temperature for 2 weeks prior to 

the beginning of the experiment. The springtail cultures consisted of coconut fiber and charcoal 

moistened once a week in 500 mL tubular plastic containers with a pierced lid covered with light 

filter paper to allow air exchange. Before inoculation, springtail cultures were placed at 4 °C 

overnight to reduce their metabolic rate and allow handling of the colonies (Cooper 2011). The 

colonies were mixed, including the substrate, and were subsequently divided in 55 individual bags 

of approximately 100 g. Springtails of 4 bags were extracted (funnel extraction with a clamped 

rubber tube for 24 h under incandescent lamp) and counted, showing that each bag contained 

approximately 200 to 250 individuals. To keep the springtails anesthetised, the bags were kept at 

4 °C in ice until inoculation where one bag per pot was used. 
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4.3.2 Experimental design 

A full factorial experiment consisting of three factors was implemented: contamination, food web 

complexity and plant compartment. The contamination treatment consisted of two levels: soils 

contaminated with 100 mg·kg-1 dry soil of phenanthrene (PHE) and an uncontaminated control 

soil (CTRL). The soil was gamma-irradiated to allow for the control of the food web complexity 

treatment (see below for more details). The food web complexity treatments consisted of eight 

levels: bacteria and fungi as control (BF, the irradiated soil only), the irradiated soil with added 

springtails (C), nematodes (N) or earthworms (E), and all the possible two and three animal 

combinations (CE, CN, EN, CEN). Microbial communities and phenanthrene concentrations were 

evaluated in two soil compartments: bulk (Bulk) and rhizosphere (Rhizo) soils. The two first factors 

(contamination and food web complexity) resulted in 16 soil treatments that were used for the pot 

experiment. The pots were arranged in six experimental blocks, wherein the 16 treatments were 

randomly distributed, for a total of 96 pots that were placed outside at the Centre Armand Frappier 

Santé Biotechnologie (INRS, Laval, QC, Canada, GPS coordinates 45.541393, -73.716980). One 

cutting was planted per six-liter pot containing approximately 4 kg of potting mix on the 7th and 8th 

of August 2018. Animals were added at the surface of the potting mix (N and E) or at 5 cm under 

the surface (C), immediately after the cuttings were planted. Immediately after that, pots were 

covered with coconut fiber to prevent animals from escaping and to reduce phenanthrene 

evaporation and photooxidation. Then, the pots were connected to an automated drip irrigation 

system and received approximately 400 mL of water every day at 8 am.  

 

4.3.3 Sampling and plant trait measurements 

The experiment was sampled between the 1st and 4th of October 2018, after approximately 8 

weeks of plant growth. Plant height and the number of shoots were measured prior to clipping 

aboveground shoot biomass (excluding the original cutting). Afterwards, the cuttings with the 

attached roots were taken out from the pots and rhizosphere and bulk soil samples were collected 

for microbial community analysis and phenanthrene concentration measurements as described 

in (Correa-García et al. 2021), resulting in 192 soil samples. Soil samples were kept at 4 °C until 

transportation to the lab (around 2 h) where they were placed at -20 °C. For all plants harvested, 

aboveground willow biomass was weighed fresh, oven-dried for 24 h at 60 °C and weighed again 

to recover dried biomass and aboveground water content values. Root biomass was collected 

sieving at 2 mm all the soil from every pot to ensure recovery of the maximum amount of root 
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biomass. Roots collected were subsequently cleaned from perlite and adhered soil, then dried 

and weighed. The objective of our study was not to determine the effects of PHE on the survival 

and fitness of soil invertebrates, therefore no animal extraction was performed. However, the 

presence of variable numbers of surviving E and C was visually confirmed on the pots receiving 

these treatments at the end of the experiment. 

 

4.3.4 Phenanthrene quantification 

Phenanthrene concentration was measured in the rhizosphere and bulk soil samples taken at the 

end of experiment. Two phenanthrene measurements were taken per biological replicate. The 

phenanthrene extraction protocol consisted on an in-house method developed in the lab and 

described in Correa-Garcia (2021). Briefly, approximately 4 g of frozen soil were mixed with 900 

µL of ethyl acetate, 3 mL of distilled water and 10 ppm of phenanthrene-d10 in 100 µL of ethyl 

acetate used as internal standard. Next, soil samples were placed in an ultrasonic bath at 60 kHz 

for 15 min to detach the phenanthrene from the soil organic matter. Then, soil samples were 

shaken overnight at 300 rpm on an incubator at room temperature. The next day, the samples 

were centrifuged at 270 g for 10 min, then the ethyl acetate organic phase was recovered avoiding 

the water phase. The organic phase was further purified by centrifugation at 5,000 × g for 1 min. 

Lastly, the ethyl acetate containing the phenanthrene was recovered and placed in a GC vial for 

GC-MS analysis. Soil leftovers were dried to obtain the final concentration of phenanthrene in 

each sample, expressed as mg kg-1.  

Phenanthrene extracts were analyzed with a Trace GC Ultra system (Thermo Scientific) equipped 

with a 30 x 0.25 mm (0.25 µm thickness) DB-5 MS capillary column (Agilent J & W capillary GC) 

and coupled to a Polaris Q benchtop Ion Trap Mass Spectrometer. The injector and analyzer 

temperatures were set at 250°C and 350°C, respectively. The GC-MS temperature program 

consisted in 2 min hold at 70°C, increasing temperature to 310°C at 30 °C min-1 followed by 6 min 

hold at 310°C. Helium was used as carrier gas at a flow rate of 0,3 mL/min. The injection volume 

was 3 µL. MS scan range was set at 70-600 m/z. 

Calibrations curves for the samples were prepared using phenanthrene as marker. The 

phenanthrene was weighed and dissolved in ethyl acetate to produce a series of concentrations 

ranging from 1 ppm to 100 ppm. Standard calibration curves were calculated by plotting the peak 

areas against the corresponding concentration of reference. 
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4.3.5 Microbial community composition: DNA isolation and library 
preparation 

Two hundred fifty mg of either bulk or rhizosphere soil per sample were transferred to a 2 mL 

Powerbead Pro tube containing zirconium beads. DNA was then homogenized in a FastPrep®-

24 (MP Biomedicals) at 6 m/s for two times 45 s. After homogenization, DNA was extracted using 

the DNeasy® Powersoil® kit (Qiagen) following the protocol provided. Bacterial and archaeal V3-

V4 regions of the 16S rRNA gene were amplified using the primer set 515F (5’- 

GTGCCAGCMGCCGCGGTAA-3’) – 806R (5’- GGACTACHVGGGTWTCTAAT-3’) (Caporaso et 

al. 2012). The fungal communities were targeted using the internal transcribed spacer region (ITS) 

with the primer set ITS1F (5’- CTTGGTCATTTAGAGGAAGTAA-3’) – 58A2R (5’- 

CTGCGTTCTTCATCGAT-3’) (Martin et Rygiewicz 2005). The PAH-RHDa gene cluster 

corresponding to Gram negative (GN) bacteria was amplified using the primer set 610F (5’- GAG 

ATG CATACC ACG TKG GTT GGA-3’) and 916R (5’- AGC TGT TGT TCG GGA AGAYWG TGC 

MGT T-3’) and the gene cluster corresponding to Gram positive (GP) bacteria was amplified using 

the primer set 641F (5’- CGG CGC CGA CAA YTT YGT NGG-3’) and 933R (5’- GGG GAA CAC 

GGTGCC RTG DAT RAA-3’) (Cébron et al. 2008). All microbial regions were amplified in 25 µL 

volumes containing 19.125 µL of sterile water, 50 nM BSA, 20mM Taq reaction buffer (20mM Tris 

HCl pH 8.4), 400 nM (0.5 µL at 20 µM) of each primer, 500 nM of MgCl2, 200 nM dNTP, 0.25 U 

Taq DNA polymerase and 1 µL of DNA template (10 - 20 ng). Thermal cycling conditions were as 

follows: for bacteria and archaea, initial denaturation at 95°C for 5 min; 35 cycles at 95°C for 30 

s, 55°C for 30 s, 72°C for 1 min, and a final elongation phase at 72°C for 5 minutes. For fungi, the 

annealing temperature was set at 59°C instead of 55°C, and the number of cycles at 30 instead 

of 35. PAH-RHDa genes had annealing temperatures set at 57°C and 54°C for GN and GP primer 

sets, respectively and a total of 30 cycles. PCRs were performed in a T100 TM Thermal Cycler 

(Bio-Rad). PCR products were cleaned using 16 µL magnetic beads (Agencourt AMPure XP, 

Beckman Coulter Life Science) following the Illumina’s protocol “16S Metagenomic Sequencing 

Library preparation” guide (Part #15044223 Rev. B). Then, 400 nM of each Nextera XT unique 

index primers (2 µL at 5 µM) were added to 5 µL of our PCR product, in a PCR mix containing 50 

nM BSA, 20mM Taq reaction buffer (20mM Tris HCl pH 8.4), 500 nM of MgCl2, 200 nM dNTP, 

0.25 U Taq DNA polymerase and 12.175 µL of sterile water. The PCR products were tagged 

under the following thermal cycling conditions: 95°C initial denaturation phase for 5 min, followed 

by 8 cycles consisting of 95°C denaturation for 30 s, annealing at 55°C for 30 s, elongation at 
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68°C for 30 s, and a final elongation phase at 68°C during 5 min. The indexed amplicons were 

purified using magnetic beads as described above and quantified using Quant-iTTM Picogreen 

dsDNA Assay kit (Invitrogen). The different amplicons were then combined at an equimolar ratio 

and sent to be sequenced (2 x 250 bp) on an Illumina Miseq sequencer at the Centre d’expertise 

et de services Génome Québec (Montréal, QC, Canada). 

 

4.3.6 Real-time PCR quantification of PAH degrading genes  

The real-time quantitative PCR (qPCR) was conducted on a Stratagene Mx3005P qPCR system 

(Agilent Technologies), associated with the corresponding software MxPro Mx3005P (v4.10; 

Agilent). The qPCR reactions were performed using the primers designed by Cébron et al. (2008) 

in 20 µL total volume containing 1x iTaq universal SYBR® Green reaction mix supplemented with 

300 µM of each primer (Integrated DNA Technologies™) and 5 µL of DNA template at a 

concentration around 5-10 ng µL-1 or distilled sterile water (negative no template control). 

The amplifications were carried out following the protocol provided in Cébron et al. (2008) with 

some modifications. Briefly, the first step consisted of denaturation at 95°C for 5 min followed by 

40 cycles of denaturation at 95°C for 30 s, annealing for 35 s at either 57°C (GN) or 54°C (GP) 

and an elongation step at 72°C for 75 s, after which the SYBR Green signal intensity was 

measured. At the end of the run, a melting curve analysis was performed where signal intensity 

was measured at 0.5 °C temperature increment every 5 s from 51 to 95 °C. Standards for each 

gene were made from 10-fold dilutions of linearized plasmid containing the gene fragment of 

interest, cloned from amplified from soil DNA (Yergeau et al. 2009). 

At the end of the qPCR run, the threshold line was automatically defined within the logarithmic 

increase phase of the acquired fluorescence data. The Ct values were assessed for all the 

samples and the gene copy numbers were deducted from the standard curve based on the Ct 

value. Efficacy of the qPCRs were of 59.0% (standard curve R2 = 0.994) and 58.9% (R2 = 0.986) 

for PAH-RHDα GN bulk soil genes; 49.6% (R2 = 0.994) and 58.9% (R2 = 0.986) for PAH-RHDα 

GN rhizosphere soil genes; and 84.0% (R2 = 0.997) and 85.0% (R2 = 0.996) for PAH-RHDα GP 

bulk soil genes and 88.1% (R2 = 1.000) and 85.0% (R2 = 0.996) for PAH-RHDα GP rhizosphere 

soil genes. 
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4.3.7 Bioinformatic analyses 

Sequences were analyzed using AmpliconTagger (Tremblay et Yergeau, 2019). Briefly, raw reads 

were scanned for sequencing adapters and PhiX spike-in sequences. Remaining reads were 

filtered based on quality (Phred) score and remaining sequences were dereplicated/clustered at 

100% identity and then processed for generating Amplicon Sequence Variants (ASV; DADA2 

v1.12.1; Callahan et al. 2016). Chimeras were removed with DADA2’s internal 

removeBimeraDeNovo(method=”consensus”) method followed by UCHIME reference (Edgar et 

al., 2011). ASV for which abundance across all samples were lower than 5 were discarded. A 

global read count summary throughout the pipeline steps is provided in Tableau Suppl. 6 for all 

datasets. ASV were assigned a taxonomic lineage with the RDP classifier (Wang et al. 2007) 

using an in-house training set containing the complete Silva release 138 database (Quast et al. 

2013) supplemented with eukaryotic sequences from the Silva database and a customized set of 

mitochondria, plasmid and bacterial 16S sequences. For ITS ASV, a training set containing the 

Unite DB was used (sh_general_release_s_04.02.2020 version). The RDP classifier assigns a 

score (0 to 1) to each taxonomic depth of each ASV. Each taxonomic depth having a score ≥ 0.5 

were kept to reconstruct the final lineage. Taxonomic lineages were combined with the cluster 

abundance matrix obtained above to generate a raw ASV table, from which a bacterial/fungal 

organisms ASV table was generated.  

Custom RDP classifier training sets were generated for both PAH-RHDα GP and GN amplicon 

data types. Raw reads were processed as described above up to the quality filtering step and 

remaining sequences were dereplicated/clustered at 100%, thus processes for ASV (DADA2 

v1.12.1) (Callahan et al. 2016). 

Each ASV were blasted (BLASTn) against the NCBI nt database (downloaded on February 21, 

2020) with –max_target_seqs set to 20. Blast output was filtered to keep hits that had an e-value 

<= 1e-20, alignment length of at least 100 bp and alignment percentage of at least 60 percent. 

Taxonomic lineages of each filtered blast hit were fetched from the NCBI taxonomy database 

(version downloaded on December 4, 2019). RDP training sets were generated as described 

(https://github.com/jtremblay/RDP-training-sets). 

 



126 

4.3.8 Statistical analyses 

Statistical analyses were performed in R (v.3.5.0) (R Core Team 2020), with basic analysis 

performed with the stats package (R Core Team 2020). Normality and homoscedasticity of data 

were verified with Shapiro-Wilk and Bartlett tests, respectively. When distributions did not attain 

normality, variables were log transformed or square root transformed. The differences in plant 

trait results, qPCR quantifications and phenanthrene concentration were assessed using ANOVA 

followed by post hoc Tukey HSD tests. When transformations did not yield normality, Kruskal-

Wallis analysis of variance was performed instead, with the Dunn test for multiple comparisons. 

Univariate analysis of the relative abundance of genera were performed with ANOVA test with 

White’s correction for heteroscedastic data using the car package (Fox et Weisberg 2019). 

Differences were considered significant at the 0.05 level. 

Shannon H’ diversity index and Species Richness (observed number of ASV) were calculated 

with the otuSummary package (Yang 2020) and tested with univariate ANOVA. 

Principal coordinate analyses (PCoA) were performed to assess differences in community 

composition and between treatments using normalized ASV tables with the Bray-Curtis 

dissimilarity index calculated using the vegan package (Oksanen et al. 2019). PERMANOVA 

analyses tested the interaction between treatments in the microbial communities through 999 

permutations using the Adonis function from the vegan package. PCoA and relative abundance 

graphs were created with the ggplot2 package (Wickham et al. 2019) and percentage changes in 

diversity indexes using Microsoft Excel.  

 

4.3.9 Data deposition 

Raw sequencing reads were deposited in the NCBI SRA under BioProject accession  

PRJNA700608. 
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4.4 Results 

 

4.4.1 Plant biomass and phenanthrene concentration 

The willow shoot fresh biomass was mainly influenced by contamination (F = 17.806, p <0.001), 

with CTRL presenting significantly higher biomass values (from 50.542 g in CEN to 37.773 g in 

N) than PHE pots (44.510 g in CEN to 24.167 g in BF; Tableau 4-1). Generally, the willows with 

the highest biomass were growing in the CTRL soil, apart from the CEN PHE willows, which had 

the third highest biomass of all treatments (Tableau 4-1). The soil food web complexity (SFWC) 

was also a significant factor (F = 3.531, p value = 0.002), with higher biomass values in the CEN 

treatment for both contamination levels.  

Tableau 4-1 Mean and standard deviation for willow morphological traits. Letters denote 
significantly different groups as stated by the Tukey post hoc test.  

Legend: SFWC: Soil food web complexity; Cont: contamination; CTRL: control pots; PHE: phenanthrene 
contaminated pots. BF: naturally present Fungi and Bacteria. CEN: BF and collembola, earthworms and 
nematodes; C: BF and collembola; N: BF and nematodes; E: BF and earthworms; CE: BF and collembola 
and earthworms; CN: BF and collembola and nematodes and EN: BF and earthworms and nematodes.  

 

SFWC  Cont. 
Fresh aerial biomass 

(g) Total dry biomass (g) Height (cm) 

mean   std   mean   std   mean   std 
BF CTRL 39.771 ± 9.989 ab 16.379 ± 4.852 ab 96.500 ± 7.423 ab 

 PHE 24.166 ± 4.149 b 9.670 ± 2.177 b 76.167 ± 5.307 b 

CEN  CTRL 50.542 ± 17.757 a 19.062 ± 7.321 a 96.833 ± 10.534 ab 

 PHE 44.510 ± 13.843 ab 16.066 ± 4.336 ab 90.333 ± 16.464 ab 

C CTRL 40.752 ± 6.718 ab 16.540 ± 3.305 ab 91.750 ± 8.507 ab 

 PHE 31.013 ± 5.053 ab 12.041 ± 2.165 ab 81.667 ± 13.397 ab 

N CTRL 37.773 ± 5.857 ab 14.305 ± 3.144 ab 89.500 ± 4.806 ab 

 PHE 29.856 ± 16.586 ab 11.400 ± 6.149 ab 81.667 ± 23.036 ab 

E CTRL 44.483 ± 7.462 ab 17.028 ± 2.986 ab 91.750 ± 5.707 ab 

 PHE 39.862 ± 8.949 ab 14.949 ± 3.523 ab 92.417 ± 6.829 ab 

CE CTRL 41.609 ± 13.081 ab 16.373 ± 6.874 ab 91.917 ± 7.697 ab 

 PHE 39.886 ± 5.249 ab 15.512 ± 3.207 ab 87.667 ± 12.242 ab 

CN CTRL 40.651 ± 13.615 ab 15.760 ± 5.488 ab 95.083 ± 8.857 ab 

 PHE 30.841 ± 8.299 ab 12.343 ± 3.167 ab 87.000 ± 7.239 ab 

EN CTRL 47.372 ± 13.038 a 17.830 ± 4.930 ab 99.167 ± 11.839 a 

 PHE 36.539 ± 7.378 ab 13.324 ± 2.166 ab 87.500 ± 7.342 ab 
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Total dry biomass was significantly higher for willows growing in CTRL soils (from 19.062 g in 

CEN to 14.305 g in N) than in PHE soils (16.066 g in CEN to 6.670 g in BF) (F = 19.725, p value 

< 0.001; Tableau 4-1). SFWC also had a significant effect on willow total dry biomass (F = 2.147, 

p value = 0.048). Here again, the PHE CEN willows had similar biomass to willows growing in 

CTRL soil, and all willows growing in PHE soils with earthworms had higher total biomass than 

the willows growing in PHE soils without earthworms (Tableau 4-1). Only the total biomasses of 

the CRTL CEN and the PHE BF treatments were significantly different in post-hoc tests.  

Contamination was the only factor significantly affecting the willow height (F = 15.176, p < 0.001). 

Again, in general, CTRL plants (from 99.167 cm in EN to 89.500 cm in N) were higher than PHE 

plants (from 92.417 cm in E to 76.167 cm in BF), but, here again, willows growing in PHE soil in 

the presence of earthworms were taller than in the absence of earthworms (Tableau 4-1). For the 

three plant parameters, only BF PHE was significantly lower than the best performers of the CTRL 

groups (Tableau 4-1).  

Figure 4-1 Phénanthrène quantification after 8 weeks of growth. 
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Quantification of phenanthrene (as mg kg -1 soil) in bulk and rhizosphere soil compartments for all 
soil food web complexity (SFWC) treatments. No significant differences were found (n = 6). Legend: 
SFWC levels: BF = only naturally present Bacteria and Fungi; CEN = BF plus added collembola, 
nematodes and earthworms; C = BF and added collembola; N = BF and added nematodes; E = BF 
and added earthworms; CE = BF and added collembola and earthworms; CN = BF and added 
collembola and nematodes; EN = BF  and added nematodes and earthworms. 



129 

There were significant differences in terms of phenanthrene degradation between compartments 

(F = 8.721, p = 0.004), with slightly more phenanthrene degraded in the bulk soil. There was also 

a nearly significant effect of the compartment x SFWC interaction term (F = 1.848, p = 0.091). 

However, these differences were not biologically significant, since the highest phenanthrene value 

retrieved was of 3.99 mg kg-1 and the lowest 0.89 mg kg-1 (Figure 4-1), representing overall 

degradation rates ranging between 96 and 99% of the 100 mg kg-1 phenanthrene applied, both in 

the bulk and rhizosphere soils.  

 

4.4.2 Microbial community diversity 

The median values for the Shannon H’ diversity index and the number of observed ASV for all 

treatments and soil compartments are presented in Tableau 4-2 and the statistical analysis on 

the observed number of ASV are presented in the Tableau Suppl. 7. The contamination and the 

soil compartment significantly affected the fungal Shannon H’ diversity, but the SFWC treatment 

also had a minor effect (Tableau 4-3). The mean Shannon H´ diversity was the highest in N (1.79) 

and CEN (1.66) soils, whilst the lowest was CN (0.96). In general, PHE and bulk soils had lower 

fungal Shannon H’ diversity.  

The bacterial and archaeal Shannon H’ diversity was significantly influenced by contamination 

and the soil compartment (Tableau 4-3). PHE pots and rhizosphere soils were more diverse as 

compared to CTRL and bulk compartments. Interestingly, the rhizosphere of PHE CN (5.58), CEN 

(5.48), CE (5.45) and EN (5.44) had the highest Shannon H’ diversity (other values raging from 

5.41 to 4.72). However, the only two significantly different treatments in post-hoc tests were the 

rhizosphere of PHE CN treatments, compared to the bulk of CTRL C (Tableau 4-2).  

The Shannon H’ diversity of Gram-negative bacterial PAH degraders experienced a significant 

effect of the triple interaction term (Tableau 4-3). In this sense, the bulk of PHE CEN presented 

the highest median Shannon H’ diversity (Tableau 4-2), followed by the rhizosphere of PHE CEN 

and the rhizosphere of CTRL BF.  

Regarding the Gram-positive bacterial degraders, the Shannon H’ index was also significantly 

higher in the PHE pots and the rhizosphere soil compartment (Tableau 4-3), in line with the results 

for the Bacteria and Archaea general community. All the treatments with nematodes (N) had the 

highest absolute diversity (Tableau 4-2).  
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Tableau 4-2  Median Shannon H’ diversity and median ASV numbers used in the calculation of 
the percentage change presented in Figure 4-2 and Figure Suppl. 1. Legend as in Tableau 1. 

  ITS  
gene 
 (n=6) 

16S rRNA  
gene  
(n=6) 

PAH - RHD 
Gram 

Negative 
gene 
 (n=6) 

PAH - RHD 
Gram Positive 

gene 
 (n=6) 

 H’    ASV   H’    ASV  H’    ASV  H’    ASV 
BF bulk CTRL 1.480 75 5.045 463 2.766 29.5 4.944 227 
BF bulk PHE 0.746 53.5 5.446 473.5 3.466 62.5 5.127 242 
BF rhizosphere CTRL 1.617 108 5.350 535 3.496 51 5.108 281.5 
BF rhizosphere PHE 1.643 136.5 5.215 498 3.360 40.5 5.572 409.5 
CEN bulk CTRL 2.102 82 4.920 337 2.581 20 4.854 189.5 
CEN bulk PHE 0.944 50 5.411 473 3.580 52.5 5.197 225 
CEN rhizosphere CTRL 2.835 153 5.175 482 3.050 35.5 5.035 218.5 
CEN rhizosphere PHE 1.435 92 5.304 557 3.499 49.5 5.607 410 
C bulk CTRL 1.233 61.5 4.723 342.5 2.675 17.5 4.674 137 
C bulk PHE 0.723 34.5 5.118 371.5 3.288 46 5.017 209 
C rhizosphere CTRL 1.255 97 5.189 455.5 3.267 37 5.242 281 
C rhizosphere PHE 1.101 87 5.312 477.5 3.479 50 5.585 409.5 
N bulk CTRL 2.428 91 5.037 377 3.276 42 4.758 164 
N bulk PHE 0.555 29.5 5.391 502 3.121 38.5 5.158 249 
N rhizosphere CTRL 1.594 162 5.211 495.5 2.727 20 5.330 301.5 
N rhizosphere PHE 1.557 153.5 5.463 533.5 3.484 54.5 5.633 436 
E bulk CTRL 1.056 75.5 5.207 418.5 3.152 28.5 4.781 158 
E bulk PHE 0.669 39.5 5.330 477 3.447 52 5.163 230 
E rhizosphere CTRL 2.410 120 5.222 522 2.588 22.5 4.933 185 
E rhizosphere PHE 0.793 105 5.338 481 3.387 41 5.519 360 
CE bulk CTRL 1.170 63 4.990 405.5 3.037 25 4.966 211.5 
CE bulk PHE 0.835 33 5.311 429 3.063 31.5 5.479 328 
CE rhizosphere CTRL 2.093 104 5.258 472.5 2.880 27.5 5.038 263 
CE rhizosphere PHE 1.262 108 5.428 552 3.472 55 5.584 432.5 
CN bulk CTRL 0.828 40 4.910 337 3.025 47.5 4.692 149.5 
CN bulk PHE 0.658 28.5 4.914 315.5 3.178 32.5 5.233 243.5 
CN rhizosphere CTRL 1.225 113.5 5.350 462 2.911 33.5 5.370 355 
CN rhizosphere PHE 0.843 98.5 5.619 571.5 3.394 44 5.680 457 
EN bulk CTRL 0.949 49 5.221 461 3.376 53 4.811 162.5 
EN bulk PHE 0.530 25.5 5.323 458 3.404 55.5 5.135 209 
EN rhizosphere CTRL 0.894 79 5.225 523.5 2.896 26.5 5.051 221 
EN rhizosphere PHE 0.841 98 5.533 574.5 3.408 48 5.659 430 
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Tableau 4-3 Summary of the ANOVA on the Shannon diversity. 

Fungi Df Sum Sq Mean Sq F value Pr(>F) 
SFWC 7 13.89 1.985 1.882 0.076 . 
contamination 1 18.3 18.299 17.351 <0.001 *** 
compartment 1 5.87 5.869 5.565 0.020 * 
SFWC:contamination 7 2.52 0.361 0.342 0.934   
SFWC:compartment 7 1.6 0.228 0.217 0.981   
contamination:compartment 1 0.92 0.916 0.868 0.353   
SFWC:contamination:compartment 7 2.16 0.309 0.293 0.956   
Residuals 160 168.74 1.055       
Bacteria and Archaea Df Sum Sq Mean Sq F value Pr(>F) 
SFWC 7 0.039 0.006 1.116 0.355   
contamination 1 0.136 0.136 27.074 <0.001 *** 
compartment 1 0.086 0.086 17.085 <0.001 *** 
SFWC:contamination 7 0.025 0.004 0.711 0.663   
SFWC:compartment 7 0.042 0.006 1.196 0.308   
contamination:compartment 1 0.002 0.002 0.332 0.565   
SFWC:contamination:compartment 7 0.016 0.002 0.464 0.859   
Residuals 159 0.799 0.005       
PAH-RHD Gram Negative Df Sum Sq Mean Sq F value Pr(>F) 
SFWC 7 0.5 0.072 0.304 0.951   
contamination 1 6.23 6.226 26.486 <0.001 *** 
compartment 1 0.01 0.01 0.043 0.836   
SFWC:contamination 7 0.68 0.097 0.411 0.895   
SFWC:compartment 7 1.34 0.192 0.816 0.575   
contamination:compartment 1 0.24 0.236 1.005 0.318   
SFWC:contamination:compartment 7 3.91 0.558 2.375 0.025 * 
Residuals 159 37.38 0.235       
PAH-RHD Gram Positive Df Sum Sq Mean Sq F value Pr(>F) 
SFWC 7 0.0624 0.0089 1.103 0.364   
contamination 1 0.723 0.723 89.547 <0.001 *** 
compartment 1 0.4619 0.4619 57.204 <0.001 *** 
SFWC:contamination 7 0.0414 0.0059 0.733 0.644   
SFWC:compartment 7 0.0862 0.0123 1.525 0.162   
contamination:compartment 1 0.0215 0.0215 2.667 0.104   
SFWC:contamination:compartment 7 0.0122 0.0017 0.215 0.982   
Residuals 157 1.2677 0.0081       
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4.4.3 Microbial community structure 

The fungal community structure was mainly shaped by contamination (R2 = 5.3%, p < 0.001), and 

the soil food web complexity (SFWC; R2 = 6.1%, p = 0.007; Figure 4-2A). The PCoA showed 

CTRL (left side) and PHE (right side) pots dispersed along the first axis. The second axis allowed 

for a greater dissemination of CTRL fungal community structures, compared to PHE pots (Figure 

4-2A), along with the separation of pots containing collembolans (C and CN) from the ones 

containing earthworms and/or nematodes (E, N, CE and EN). 

For Bacteria and Archaea, the PERMANOVA analysis (Figure 4-2B), showed that the 

contamination (R2 = 11.0%, p < 0.001), the soil compartment (R2 = 3.4%, p < 0.001) and the SFWC 

treatment (R2 = 4.4%, p = 0.002), had all significant main effects on the community structure. In 

addition, the effect of the contamination was modulated by the soil compartment (R2 = 0.7%, p = 

0.034). Most of these effects are visible in the PCoA (Figure 4-2B), as the communities separate 

along the first axis in two clear groups, with CTRL soils on the left and PHE soil on the right. These 

clusters further separate between the rhizosphere and bulk soil samples along the second axis. 

As for the interaction between the contamination and the soil compartment, the samples within 

the bulk soil and the rhizosphere of the CTRL treatments were more dispersed than the samples 

from bulk and rhizosphere of the PHE treatment, respectively. The changes in the community 

structure caused by the SFWC were not evident on the first two axis of the ordination and the 

specific effects are presented in the community composition section of this manuscript. 

The PERMANOVA analysis of the PAH-RHDα GN gene dataset showed that contamination was 

the only factor significantly affecting the community structure (R2 = 12.3%, p < 0.001; Figure 4-

2C). As opposed to the ordination of the bacterial and archaeal community structures, the PAH-

RHDα GN gene dataset did not cluster into clearly identifiable groups. However, it is possible to 

detect some separation between PHE (right) and CTRL (center-left).  

 

 

Based on the ASVs of the ITS region for fungi, the 16S rRNA gene for total bacterial and archaea, 
and ASVs for Gram-negative and Gram-positive PAH-RHDa genes for bacterial degraders. 
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Figure 4-2 Microbial community structure: PCoAs and PERMANOVAs. 
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Finally, the PCoA ordination of the PAH-RHDα GP gene dataset showed a stronger separation 

between PHE (bottom) and CTRL (top) communities (Figure 4-2D). Again, the main effect shaping 

the community structure was the contamination level (R2 = 7.9%, p < 0.001), but the compartment 

(R2 = 4.0%, p < 0.001) and its interaction with contamination (R2 = 1.1%, p < 0.001; Figure 4-2D) 

had also significant effects (Figure 4-2D).  

4.4.4 Community composition 

A total of 5,408 fungal ASVs were retained after the bioinformatic pipeline. As for the community 

structure, the fungal community composition was principally influenced by contamination. The 

ASV were classified in 14 phyla, with Ascomycota being the principal phylum. These phyla were 

further classified in 41 classes and 599 genera. Out of this, 14 genera had a relative abundance 

higher than 0.5%, and accounted in average for 67.44 to 98.83% of the total ASV in each 

treatment combination. However, most pots were vastly dominated by the genus Sphaerosporella 

(Class Pezizomycetes; Figure 4-3A). The contamination significantly decreased the relative 

abundances of Alternaria, Cladosporium, Cystobasidium, Gibberella, Mortierella, other 

Ascomycota, other Fungi, other Ostropales, Rhodotorula and Zopfiella and only increased the 

relative abundance of Sphaerosporella (Figure 4-3A and Tableau Suppl. 8). The soil compartment 

affected the relative abundance of fewer genera, with the bulk soil harboring relatively more 

Cystobasidium and Rhodotorula whereas the relative abundance of Mortierella, other 

Ascomycota and other Fungi was higher in the rhizosphere (Figure 4-3A and Tableau Suppl. 8). 

Some genera were influence by the SFWC treatment. Chaetomium, Sphaerosporella and 

Zopfiella were significantly affected by the SFWC treatment, whereas Cystobasidium, other 

Principal coordinate analysis (PCoA) based on Bray-Curtis dissimilarity of the relative abundance 
of ASV showing the effects of contamination, soil food complexity treatment, soil compartment and 
the respective interactions of these three factors on the community structures of A) Fungi (based 
on the ITS region); B) Bacteria and Archaea (based on the 16S rRNA gene); C) Gram Negative 
bacterial degraders (based on the PAH-RHDα GN gene) and D) Gram Positive bacterial degraders 
(based on the PAH-RHDα GP gene). Below each PCoA there is the summary table of the 
permutational multivariate analysis of variance (PERMANOVA) examining the differences in the 
microbial communities based on the above-mentioned factors. Legend: SFWC levels: BF = only 
naturally present Bacteria and Fungi; CEN = BF plus added collembola, nematodes and earthworms; 
C = BF and added collembola; N = BF and added nematodes; E = BF and added earthworms; CE = 
BF and added collembola and earthworms; CN = BF and added collembola and nematodes; EN = BF  
and added nematodes and earthworms; con.bul: bulk compartment in control pot; con.rhi: 
rhizosphere compartment in control pot; phe.bul: bulk compartment in phenanthrene contaminated 
pot and phe.rhi: rhizosphere compartment in phenanthrene contaminated pot. 

 



135 

Ascomycota and other Fungi were marginally affected (Figure 4-3A and Tableau Suppl. 8). The 

relative abundance of Chaetomium was higher in treatments with collembolans, with mean 

relative abundances of 10.04%, 7.26%, 7.60% and 4.41% in C, CE, CEN and CN treatments, 

respectively, whereas its relative abundance in the rest of the treatments did not attain 1%. The 

relative abundance of Zopfiella increased in the presence of earthworms and collembolans, with 

mean relative abundances of 4.36%, 8.13%, 8.26% and 0.29% in C, CE, CEN and CN treatments, 

respectively. Again, in the E, EN, N and BF treatments Zopfiella did not present relative 

abundances higher than 1%. The changes in the relative abundance of Sphaerosporella could 

not be attributed to a single animal or a specific combination of animals, with the lowest mean 

relative abundances appearing in the CE (53.17%), N (54.08%) and CEN (56.38%) treatments 

and the highest in the CN (80.71%) and EN (77.57%) treatments. 

A total of 15,154 ASVs were retained from the 16S rRNA gene sequences. Those ASVs were 

classified in 50 phyla, where 5 belonged to Archaea, clustering into a total of 86 ASVs 

(Crenarchaeota, Euryarchaeota, Halobacterota, Nanoarchaeota et Thermoplasmatota). The rest 

of the 45 phyla belonged to Bacteria, but the majority of the ASV belonged to Acidobacteriota, 

Actinobacteriota, Bacteroidota, Bdellovibrionota, Chloroflexota, Firmicutes, Gemmatimonadota, 

Myxococcota (previously classified as an order of Deltaproteobacteria), Planctomycetota, 

Proteobacteriota and Verrucomicrobiota.  

The main effects among Bacteria at phylum level relative abundances were caused by 

contamination and compartment (Tableau Suppl. 9 and Figure 4-3B). Specifically, the phyla 

Actinobacteriota (8.48% vs 6.63%), Bacteroidota (13.77% vs 9.18%), and 

Gammaproteobacteriota (30.94% vs. 26.47%) had significantly higher relative abundances in 

CTRL soils as compared to PHE soils. In contrast, Acidobacteriota (2.45% vs 3.15%), 

Alphaproteobacteriota (22.85% vs. 28.07%), Chloroflexota (2.54% vs 6.14%), Gemmatimonadota 

(1.76% vs. 2.37%) and Mixococcota (2.08% vs 2.25%) had higher relative abundances in PHE 

soils (Tableau Suppl. 9 and Figure 4-3B). There were significant changes in relative abundance 

of bacterial phyla due to soil compartment. For instance, Actinobacteriota, Bacteroidota, 

Firmicutes, Gammaproteobacteriota, Gemmatimonadota, and Planctomycetota had slightly 

higher relative abundances in bulk soils compared to the rhizosphere. In contrast, Chloroflexota 

and Verrucomicrobiota had higher relative abundance in the rhizosphere. Even though the SFWC 

treatment did not significantly affect the composition of the general bacterial and archaeal 

community at the phylum level, it modulated the response of Actinobacteriota and Bacteroidota 

to the contamination level (Tableau Suppl. 9). For instance, the CEN and the EN treatments 
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increased the relative abundances of Actinobacteriota and Bacteroidota in the rhizosphere of PHE 

pots up to levels similar to CTRL, while in bulk soils, the C and the CN treatments reduced the 

relative abundance of Bacteroidota in PHE pots (Figure Suppl. 1). 

 

Figure 4-3 Microbial community composition based on the relative abundance of ASV.  
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After quality filtering, 2,818 ASVs were retained for the PAH-RHDα GN genes, classified into 3 

phyla (Deinococcota, Firmicutes, Proteobacteriota), 6 classes (Alphaprotebacteria, 

Betaproteobacteria, Gammaproteobacteria, Bacilli and Deinococci and other Bacteria) and 22 

genera. From the later, 13 genera had a relative abundance higher than 0.5% (Tableau Suppl. 

10): (Aeromonas, Bacillus, Comamonas, Delftia, Enterobacter, Gammaproteobacteria-undef, 

Martelella, Pseudomonas, Rahnella, Ralstonia, Shewanella, other Bacteria and other 

Proteobacteria). Contamination was the main factor determining the changes in the relative 

abundance of these genera, some were also affected by the soil compartment and none were 

affected by the SFWC treatment (Tableau Suppl. 10 and Figure 4-4C). The phenanthrene 

reduced the relative abundance of Aeromonas (1.19% vs. 0.30%), Bacillus (1.39% vs. 0.17%), 

Comamonas (59.68% vs. 30.60%), Enterobacter (1.40% vs. 0.31%), Martelella (1.79% vs. 

0.47%), other Bacteria (0.98% vs. 0.19%), other Proteobacteriota (1.24% vs. 0.18%) and 

Shewanella (1.32% vs. 0.28%). Only the relative abundance of Delftia was increased in 

contaminated pots both in the bulk (7.67% vs. 60.87%) and the rhizosphere (31.46% vs. 69.68%) 

compartments. The compartment also affected the relative abundance of both Comamonas and 

Delftia. The former represented on average 49.77% of the relative abundance of all bulk 

compartments and 39.79% of the rhizosphere soils. Delftia, on the other hand, represented in 

average 50.77% of the relative abundance in the rhizosphere compartment compared to the 

36.08% of the bulk compartment.  

For PAH-RHDα GP genes, a total of 6,415 ASVs were retained after quality filtering, belonging to 

9 phyla (Actinobacteriota, Bacteroidota, Chloroflexota, Firmicutes, Planctomycetota, 

Proteobacteriota, Spirochaetota, Verrucomicrobiota), 18 classes and 67 genera. Only 7 genera 

had a mean relative abundance higher than 0.05% (Tableau Suppl. 11 and Figure 4-4D). 

Microbacterium was the only genus not affected by contamination, compartment or SFWC, 

representing approximately 53 to 56% of all PAH-RHDα GP ASV. The contamination was again 

Values are averaged across treatments. Only taxa with a relative abundance above 0.1% are 
shown. A) Fungal community composition at the genus level. B) Bacterial and archaeal community 
composition at the phylum level. C) Gram negative bacterial degraders community composition at 
the genus level. D) Gram positive bacterial degraders community composition at the genus level. 
Legend: SFWC levels: BF = only naturally present Bacteria and Fungi; CEN = BF plus added 
collembola, nematodes and earthworms; C = BF and added collembola; N = BF and added 
nematodes; E = BF and added earthworms; CE = BF and added collembola and earthworms; CN = 
BF and added collembola and nematodes; EN = BF  and added nematodes and earthworms. The 
“-” symbol represents other members of the taxa they accompany (ej. “Ostropales -”  means “other 
Ostropales”). 
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the main factor changing the mean relative abundance of the other genera. All Actinobacteria 

genera increased their mean relative abundance in contaminated soils compared to controls, 

including Mycobacterium (0.83% vs. 3.20%), undefined Actinobacteria (4.60% vs. 5.48%) and 

other Actinobacteria (23.76% vs. 29.05%). On the other hand, other Bacteria, (13.18% vs. 5.92%), 

other Micrococcales (0.85% vs. 0.50%) and other Proteobacteriota (1.30% vs. 0.10%) decreased 

their relative abundance in contaminated pots compared to controls. The mean relative 

abundance of other Bacteria was slightly affected by the SFWC treatment, with a higher relative 

abundance in the CEN (12.94%) compared to the BF (10.61%) and the other treatments (ranging 

from 7.36% to 9.73%).  

 

4.4.5 PAH-RHDα GN and GP gene abundance 

The absolute abundance of GP and GN genes differed by soil compartment and contamination 

level (Figure 4-4 and Tableau 4-4). The contamination with phenanthrene increased the absolute 

abundance of PAH-RHDα genes for both Gram-positive and Gram-negative bacteria (Tableau 4-

4). However, the compartment effect was stronger in PAH-RHDα Gram-Negative genes, with the 

rhizosphere presenting a higher relative abundance compared to bulk soil. For PAH-RHDα Gram-

Positive genes, the compartment effect was weaker, with a slightly higher relative abundance in 

the bulk soil compared to the rhizosphere (Figure 4-4 and Tableau 4-4). There was no significant 

effect of the SFWC treatment (Tableau 4-4).  
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Tableau 4-4 Absolute abundance of PAH - RHD degradation genes  

 

 

a Values in bold indicate significant or marginally significant effects. Df, degrees of freedom; F, variance 
ratio; Pr(>F), P value. 

 

Absolute abundance of PAH - RHD degradation genes 
Gram negative genes Df Sum Sq Mean Sq F value Pr(>F) 
SFWC 7 1.29E+18 1.84E+17 1.486 0.1757   
contamination 1 2.86E+18 2.86E+18 23.124 <0.001 *** 
compartment 2 3.88E+18 1.94E+18 15.702 <0.001 *** 
SFWC:contamination 7 6.73E+17 9.61E+16 0.778 0.6064   
SFWC:compartment 7 8.83E+17 1.26E+17 1.022 0.4181   
contamination:compartment 1 3.91E+17 3.91E+17 3.166 0.0771 . 
SFWC:contamination:compartment 7 1.28E+18 1.82E+17 1.475 0.1799   
Residuals 157 1.94E+19 1.24E+17       
Gram positive genes Df Sum Sq Mean Sq F value Pr(>F) 
SFWC 7 2.43E+14 3.47E+13 0.423 0.887   
contamination 1 1.30E+15 1.30E+15 15.758 <0.001 *** 
compartment 1 1.14E+15 5.70E+14 6.937 0.001 ** 
SFWC:contamination 7 9.81E+14 1.40E+14 1.705 0.111   
SFWC:compartment 7 2.96E+14 4.23E+13 0.514 0.823   
contamination:compartment 1 2.47E+14 2.47E+14 3.000 0.085 . 
SFWC:contamination:compartment 7 9.88E+14 1.41E+14 1.718 0.108   
Residuals 159 1.29E+16 8.22E+13       

Summary of the three-way analysis of the variance (ANOVA) on the absolute abundance of PAH-
RHD genes (on copy numbers per gram of soil)a. 



140 

  

bulk rhizosphere

7

8

9

PAH�RHD Gram Negative gene copies per gram of soil (log10)

CON_B
F

PH
E_

BF

CON_C
EN

PH
E_

CEN

CON_C

PH
E_

C

CON_N

PH
E_

N

CON_E

PH
E_

E

CON_C
N

PH
E_

CN

CON_C
E

PH
E_

CE

CON_E
N

PH
E_

EN

CON_B
F

PH
E_

BF

CON_C
EN

PH
E_

CEN

CON_C

PH
E_

C

CON_N

PH
E_

N

CON_E

PH
E_

E

CON_C
N

PH
E_

CN

CON_C
E

PH
E_

CE

CON_E
N

PH
E_

EN

CON_B
F

PH
E_

BF

CON_C
EN

PH
E_

CEN

CON_C

PH
E_

C

CON_N

PH
E_

N

CON_E

PH
E_

E

CON_C
N

PH
E_

CN

CON_C
E

PH
E_

CE

CON_E
N

PH
E_

EN

CON_B
F

PH
E_

BF

CON_C
EN

PH
E_

CEN

CON_C

PH
E_

C

CON_N

PH
E_

N

CON_E

PH
E_

E

CON_C
N

PH
E_

CN

CON_C
E

PH
E_

CE

CON_E
N

PH
E_

EN

bulk rhizosphere

5

6

7

PAH�RHD Gram Positive gene copies per gram of soil (log10)

A

B

Lo
g 

10
 o

f g
en

e 
co

py
 n

um
be

r /
 g

 s
oi

l
Lo

g 
10

 o
f g

en
e 

co
py

 n
um

be
r /

 g
 s

oi
l

Figure 4-2 PAH-RHDα gene quantification for GN and GP degraders.  Figure 4-4 PAH-RHDα gene quantification for GN and GP degraders. 
PAH-RHDα gene copy numbers determined by real-time PCR quantification on DNA for A) Gram 
negative bacterial degraders and B) Gram positive bacterial degraders. Values are log transformed. 
Legend: CON_* : control pots; PHE_* : phenanthrene contaminated pots; SFWC levels: BF = only 
naturally present Bacteria and Fungi; CEN = BF plus added collembola, nematodes and 
earthworms; C = BF and added collembola; N = BF and added nematodes; E = BF and added 
earthworms; CE = BF and added collembola and earthworms; CN = BF and added collembola and 
nematodes; EN = BF  and added nematodes and earthworms. 
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4.5 Discussion 

Although there is the ample evidence that the soil fauna strongly affects the soil microbial 

communities (Yeates 2007; Cheng et al. 2011; Jing et al. 2017; Bonkowski et al. 2009) and that 

these latter are the central actors during contaminant degradation (Correa-García et al. 2018), 

little evidence is available linking soil fauna to phytoremediation efficiency and the underlying 

microbial communities. In this study, we aimed to study the effects of adding collembolans, 

nematodes and earthworms to soils on the phytoremediation of phenanthrene by willows.  

Our first hypothesis was that the willows subjected to the highest level of soil food web complexity 

(SFWC) treatment would be more productive than the willows exposed to lower levels of SFWC. 

Our results related to this hypothesis are not conclusive. Indeed, all faunal treatments resulted in 

taller trees that produced more biomass as compared to the microbes-only contaminated pots, 

but because of the high variability between replicates, this was mostly not statistically significant. 

Significant differences in biomass and length were observed between the willows growing in 

contaminated soils in the presence of microbes only and the willows growing in the non-

contaminated soils and inoculated with either collembolans, nematodes and earthworms or 

earthworms and nematodes. This is probably the result of a combination of a decreased growth 

due to phenanthrene contamination and an increased growth due to the inoculation of soil fauna. 

Also, gamma radiation may have significantly reduced the initial microbial community hence 

contributing to a decrease in willow growth. But since no microbial analyses were performed 

before or after irradiation, this explanation remains hypothetical. Košnář, Mercl and Tlustoš (2020) 

found significantly lower biomass production for willows (Salix smithiana) growing in PAHs 

contaminated pots compared to controls. A field study looking at higher concentrations of mixed 

contaminants also showed significant decreases of the willow biomass in contaminated plots 

compared to controls (Brereton et al. 2016). Our results are also in line with the reported positive 

effects of earthworms on plant productivity (Van Groenigen et al. 2014; Blume-Werry et al. 2020), 

including during phytoremediation of lead (Jusselme et al. 2015). This effect has been previously 

attributed to the bioturbation (burrowing) activity of earthworms, that results in many beneficial 

effects on plants, such as improved soil porosity (Shipitalo et Le Bayon 2004) leading to increased 

soil water infiltration (Bouché et Al-Addan 1997), aeration (Bartlett et al. 2010), and organic matter 

degradation and increased nutrient cycling (Edwards 1997). Bacterivorous nematodes, such as 

the one used in this study, also have the potential to stimulate plant growth through an increased 

mineralization of soil nutrient (Alphei et al. 1996). 
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Our second hypothesis was that the microbial communities would be affected by the SFWC 

treatments. We confirmed this hypothesis as the SFWC had a relatively small but significant effect 

on the community structure and composition of Bacteria and Archaea, but not on its diversity. 

Previous studies have shown that remediation rates and plant growth can be linked to the initial 

soil microbial community composition and structure (Bell et al. 2016; Yergeau et al. 2015a; 

Correa-García et al. 2021; Bell et al. 2015). The shifts in the bacterial and archaeal communities 

caused by the SFWC treatments could therefore indirectly explain part of the trends observed for 

plant growth. However, this shift in microbial communities caused by the SFWC treatments did 

not seem to translate into different degradation rates, most probably because the PAH-degraders 

subset of the community was, in general, not affected by the SFWC treatments. Indeed, for PAH 

degraders, the only significant effect of SFWC was on the diversity of Gram-negative degraders, 

and on the relative abundance of a few phyla for Gram-positive degraders. Their general 

community composition and structure were unaffected by SFWC, in contrast to the trends 

observed for Bacteria and Archaea. The abundance of both Gram-negative and Gram-positive 

was mostly determined by the contamination levels, in agreement with previous work (Cébron et 

al. 2008; Sawulski et al. 2014). 

We also observed that SFWC appeared to modulate the effect of the contamination on Bacteria 

and Archaea (marginally significant SFWC x Contamination effects on relative abundance of 

some phyla). For instance, for the pots treated with earthworms and nematodes or collembolans, 

earthworms and nematodes the relative abundances of the phyla Actinobacteriota and 

Bacteroidota were higher in the contaminated rhizosphere as compared to the control 

rhizosphere, effectively reversing the trend observed for all other treatments. These results are in 

agreement with the increased relative abundance reported for Bacteroidota in the presence of the 

earthworms Pontoscolex corethrurus (Bernard et al. 2012), Eisenia fetida (Cai et al. 2018), 

Lumbricus terrestris and Aporrectodea caliginosa (Nechitaylo et al. 2010). An increased relative 

abundance of Actinobacteriota in soils after their passage through the earthworm gut has also 

been reported (Aira et al. 2016; Medina-Sauza et al. 2019; Sun et al. 2020; Cai et al. 2018). The 

trends observed for Actinobacteriota were also visible in the significant effect of SFWC (in 

interaction with other factors) on Gram-positive PAH degraders related to this phylum. This 

specific effect of SFWC on Actinobacteriota could partly explain why earthworms have proven to 

be especially useful in PAH remediation (Contreras-Ramos et al. 2006; Hernández-Castellanos 

et al. 2013; Coutiño-González et al. 2010). 
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As for fungi, we found a significant effect of the SFWC treatments on the community structure, 

composition, and diversity. Similarly, the presence of earthworms have been previously related 

to higher fungal diversity during lead phytoremediation (Jusselme et al. 2015). In our study, the 

shifts caused by the SFWC treatments seemed to be mainly driven by Chaetomium, Zopfiella and 

Sphaerosporella. For instance, Chaetomium was found here to be significantly more abundant in 

the presence of collembolans. Accordingly, several springtail species (Ceratophysella denticulata, 

Folsomia candida, Protaphorura fimata, Sinella curviseta) have been found to graze on 

Chaetomium globosum hyphae and to participate to the dispersion of their spores (Haque 2018; 

Haubert et al. 2008; Erktan et al. 2019). Chaetomium had also been reported as predominant in 

greenhouse mesocosms aiming to degrade oxytetracycline with earthworms and arbuscular 

mycorrhizal fungi (Cao et al. 2015). Also, in our experiment, the genus Zopfiella was relatively 

more present in treatments containing a combination of collembolans and earthworms. This is in 

line with previous reports that found that Zopfiella was particularly present during 

vermicomposting (Neher et al. 2013). In contrast, Zopfiella was found to account for up to 5% of 

the relative abundance of fungi in control farmland soils, which was significantly higher than in the 

same soils treated with earthworms (Song et al. 2020). Some Zopfiella species produce zopfiellin, 

a secondary metabolite with antifungal properties (Futagawa et al. 2002), that could be involved 

in soil pathogen suppression (Liu et al. 2019) in some soils, and might have indirectly affected the 

fungal community in our experiment, explaining indirectly some of the SFWC effect on fungal 

communities. Furthermore, collembolans have been found to feed preferably on pathogen fungi 

rather than on mycorrhizal hyphae (Innocenti et Sabatini 2018). In our study, a similar behavior 

could explain the higher relative abundance of Sphaerosporella in more complex SFWC 

treatments. 

Finally, we hypothesized that willows growing in soils with a higher SFWC would rhizodegrade 

more phenanthrene than willows growing in soils with a lower SFWC. Although we did find some 

effect of SFWC on microbial communities and willow growth, which are the two most important 

factors for rhizoremediation efficiency, our results disproved this hypothesis as there were no 

significant differences due to the SFWC treatments in the amount of phenanthrene found in soils 

after 8 weeks of willow growth. As mentioned above, this could be due to the general lack of effect 

of the SFWC treatments on the PAH-degraders. These results are in sharp contradiction with 

previous studies that reported a positive direct effect of soil fauna, especially earthworms, on the 

degradation of different types of pollutants (Contreras-Ramos et al. 2006; Coutiño-González et 

al. 2010; Hernández-Castellanos et al. 2013). A recent study from our group showed that initial 

soil physicochemical and microbiological characteristics were critical for effective 
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phytoremediation, with poplar trees only significantly affecting phenanthrene degradation in one 

of the two soils tested (Correa-García et al. 2021). Similarly, it could be well possible that because 

of the characteristics of the soil used here, the effect of SFWC on degradation rates has gone 

unnoticed. In fact, in most pots, both for rhizosphere and bulk soil, over 95% of the applied 

phenanthrene was degraded, suggesting that plant presence was not effective in enhancing 

degradation under our conditions. Alternatively, the unique sampling point after eight weeks of 

growth might have precluded the observation of any differences in degradation that might have 

occurred before that. Indeed, the addition of root exudates to phenanthrene contaminated sand 

resulted in significant reductions of the phenanthrene contamination compared to the unamended 

controls after only 10 days (Louvel et al. 2011). Other studies have shown a complete degradation 

of phenanthrene by willows within 3 months (Hultgren et al. 2010), 2 months (Correa-García et 

al. 2021) or as little as 21 days (Tiralerdpanich et al. 2018). Additional studies using different 

SFWC levels where the contaminant is evaluated at several time points throughout the 

experiment and in soils with different biological and physico-chemical characteristics will be 

needed to rule out if soil fauna influences the degradation rates during phytoremediation.  

Even though most of the contaminant had disappeared, large differences in microbial 

communities, including PAH degraders abundance, diversity and community composition, were 

still visible between contaminated and control pots, suggesting some level of legacy effect of 

contamination. The phenanthrene contamination triggered a general reduction of the fungal 

diversity, which was driven by large increases in the relative abundance of Sphaerosporella. The 

predominance of this fungus has already been reported in other pot and field phytoremediation 

experiments carried out with trees (Danielson 2007; Dagher et al. 2020; Correa-García et al. 

2021; Yergeau et al. 2015a; Bell et al. 2014a). Furthermore, its presence in the rhizosphere or in 

the bulk soil of pots with tree cuttings has been related to an enhancement of plant biomass 

(Yergeau et al. 2015a) and to resistance to contamination stress (Bell et al. 2014a), probably 

through its role as an ectomycorrhiza (Danielson 2007). In our study, Sphaerosporella relative 

abundance was significantly higher in contaminated pots, supporting the premise that this fungus 

may be helping Salicaceae trees survive in stressful environments. Quite interestingly, 

Sphaerosporella relative abundance was also significantly affected by the SFWC treatments, 

being generally higher in more complex treatments, which could contribute to explain the effects 

of SFWC on plant growth parameters. 
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4.6 Conclusion  

In this study we investigated the effects of increasing experimentally soil food web complexity on 

microbial communities, willows and phenanthrene during phytoremediation. Our results showed 

that, while general microbial communities were significantly affected by SFWC treatments, this 

translated only in minor shifts in the PAH degraders. Consequently, although some treatments 

did affect willow growth, phenanthrene degradation was unaffected by either SFWC treatments 

or plant presence, being almost complete in all pots after 8 weeks of willow growth. The lability of 

the contaminant used, the soil initial physico-chemical and microbiological characteristics and the 

physical limits imposed on willows growing in pots could explain this lack of effect of SFWC on 

the outcome of phytoremediation. Nevertheless, effects of the SFWC on the ectomycorrhizal fungi 

Sphaerosporella and on the actinobacterial PAH degraders suggest potential ways by which 

SFWC could affect phytoremediation outcomes. Future studies should look at the effect of SFWC 

on phytoremediation outcomes in different soils, at different time scales, and directly in the field 

to rule out the potential of soil food web complexity more conclusively in enhancing 

phytoremediation.   
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5 DISCUSSION GENERALE ET CONCLUSION 

 

5.1 Discussion 

Bien que la phytoremédiation se soit avérée à plusieurs reprises comme une procédure efficace 

pour la remédiation des sols contaminés aux hydrocarbures, elle continue d’être une 

biotechnologie sous-utilisée en raison, entre autres facteurs, de la faible prévisibilité de ses 

résultats. Ainsi, cette thèse a été menée dans le but de mieux comprendre les effets de différents 

aspects de la diversité des sols sur le succès de la phytoremédiation des HAP utilisant le 

phénanthrène comme polluant modèle et deux espèces d’arbres de Salicaceae comme plantes 

phytorémédiatrices. L’objectif général de cette thèse était de déterminer comment deux facteurs 

de la diversité du sol façonnent les communautés microbiennes de dégradeurs, influençant ainsi 

la performance des arbres pour la phytoremédiation du phénanthrène. Ainsi, dans cette thèse j’ai 

exploré le rôle de la diversité microbienne initiale du sol, et le rôle de la faune du sol (nettement 

moins étudié dans la littérature) dans les processus de dégradation du phénanthrène.  

Premièrement, au chapitre 2, j’ai fait le point sur l’état des connaissances par rapport à la 

phytoremédiation des hydrocarbures, plus spécifiquement sur la rhizoremédiation (ou 

rhizodégradation). Grace à cette revue de littérature, j’ai identifié plusieurs lacunes dans les 

connaissances. D’une part, comme les résultats de la phytoremédiation sont très variables, j’ai 

allégué que cela pourrait être dû, entre autres causes, à des disparités dans la diversité 

microbienne retrouvée dans les sols contaminés. D’autre part, malgré leur influence importante 

sur les communautés microbiennes du sol, j’ai mis en évidence un manque flagrant de 

connaissances sur les effets de la faune du sol sur la phytoremédiation. Ces deux points ont 

formé la base de deux hypothèses spécifiques pour lesquelles j’ai conçu, mis en place et analysé 

deux expériences présentées aux chapitres 3 et 4. J’ai utilisé une approche génomique et des 

expériences en pots pour décrire trois paramètres centraux à la phytoremédiation : 1) les 

caractéristiques des communautés microbiennes, avec une attention spéciale aux dégradeurs, 

2) la productivité de l’arbre choisi et 3) la dégradation totale de phénanthrène. Ce dernier chapitre 

met en contexte les résultats présentés dans cette thèse et les intègre pour répondre à l’objectif 

général.  

Sachant que seulement une partie non significative de la diversité totale des communautés 

microbiennes peut être caractérisée par les techniques microbiologiques classiques impliquant la 



149 

culture, l’approche génomique choisie pour ma thèse m’a permis de dessiner un aperçu global 

de la grande majorité de la diversité microbienne associé tant au sol distant qu’à la rhizosphère 

de plantes impliquées dans le processus de phytoremédiation.  

Dans le chapitre 3, des peupliers baumiers ont été utilisés pour stimuler la dégradation du 

phénanthrène dans deux types de sols différents. J’y ai décrit et comparé les communautés 

microbiennes de la rhizosphère des peupliers croissants dans deux sols différents, un sol 

d’origine agricole et un sol d’origine forestier, contaminés avec du phénanthrène. Les indices de 

diversité de Shannon et la richesse spécifique (entendu comme le nombre d’OTU) des bactéries 

et les archées étaient similaires et très élevés dans les deux sols. Puisque des études antérieures 

avaient montré que des communautés plus diverses sont capables de dégrader plus de 

contaminants que des communautés spécifiques présélectionnées (Bell et al. 2016), je 

m’attendais donc à des taux de dégradations similaires entre les deux types de sols compte tenu 

de leurs diversités comparables. Néanmoins, la dégradation dans les sols non plantés était 

différente entre les deux types de sols. Curieusement, dans le sol agricole, où la dégradation a 

progressé plus rapidement que dans le sol forestier, la présence du peuplier n’a pas 

considérablement aidé à la remédiation du phénanthrène. Par contre, la dégradation dans le sol 

forestier a bénéficié de la présence du peuplier baumier, et les concentrations de phénanthrène 

dans la rhizosphère des peupliers croissant dans le sol forestier étaient à des niveaux similaires 

aux sols agricoles. J’ai attribué cette différence dans le taux de dégradation aux différences entre 

les propriétés physicochimiques et microbiologiques initiales des deux sols. Les différences dans 

la composition microbienne se reflétaient au niveau du phylum avec des profils d’abondance 

relative distincts entre les deux types de sols. Ces résultats sont en ligne avec les travaux de Bell 

et collaborateurs (2016) qui avaient montré que les conditions abiotiques du sol ont une influence 

significative sur la taxonomie bactérienne au niveau de phylum. Dans l’expérience du chapitre 3, 

le sol forestier, moins performant pour la bioremédiation, recelait relativement plus de 

protéobactéries, reconnues pour abriter des plusieurs genres de dégradeurs d’hydrocarbures 

(Parales 2010; Martin et al. 2012), que le sol agricole plus performant. Ceci indique 

potentiellement que les changements observés à des niveaux taxonomiques plus fins sont plus 

importants que ceux au niveau du phylum dans le contexte de la phyto- et bioremédiation. Dans 

ce cas, les différences observées dans la dégradation du phénanthrène seront principalement 

attribuables à une composition différente au niveau du genre, de l’espèce ou de la souche. Un 

point faible dans mon dispositif expérimental est charactérisé par la nature constrastante de deux 

sols. Bien que la diversité fût similaire en termes de nombre de genres et leur uniformité (entenu 

selon d’indice de diversité de Shannon) parmi les deux sols, les characteristiques 
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physicochimiques associés à chaque sol n’étaient pas tout à fait similaires. Le sol agricole était 

un loam argileux, tandis que le sol forestier était un loam sableux, Ces différences ont une 

incidence sur les analyses qui n’a pas pu être mise en compte. Comme résultat, je n’ai pas pu 

distinguer entre les effets dans la dégradation du phénanthrène attribuables à la composition de 

la communauté microbienne par rapport à ceux attribuables à la composition physicochimique du 

sol. Lors de futures expériences, un analyse physicochimique individuel de chaque échantillon 

devrait être effectué pour mésurer les effets des variables physicochimiques du sol qui expliquent 

la dégradation, la composition microbienne ou les deux. Alternativement, une autre approche 

consisterait à selectionner des sols contenant des propriétés physicochimiques similaires 

(testées préalablement) pour bien modeler l’effet de la composition et la structure des 

communautés microbiennes sur la dégradation.   

D’autres chercheurs ont expérimentalement séparé les effets de la diversité microbienne et des 

propriétés physicochimiques pour une fonction générale (respiration du sol) et une fonction 

spécialisée (taux de dénitrification) (Delgado-Baquerizo et al. 2016). Lors de leurs expériences, 

ces chercheurs ont trouvé que la fonction spécialisée est plus sensible à des changements dans 

la communauté microbienne, contrairement à la fonction générale, plus sensible aux 

changements dans la structure du sol. La dégradation du phénanthrène pouvant être considérée 

comme une fonction spécialisée, il est plausible que les différents microbiotes présents dans les 

sols agricole et forestier expliquent les différents taux de dégradation de phénanthrène observés 

au chapitre 3. En effet, dans l’expérience du chapitre 3, la communauté microbienne de 

dégradeurs du phénanthrène était représentée par deux genres différents, avec le genre 

Ralstonia fortement représenté dans le sol contaminé agricole, tandis que Delftia prédominait 

dans le sol contaminé forestier. Ici, j’ai aussi pu constater que le genre Comamonas était en 

commun parmi les dégradeurs Gram-négatifs contenant le gène PAH-RHDa, et que son 

abondance relative était similaire dans les deux sols contaminés. Également, j’ai pu constater 

dans le chapitre 4 que Comamonas et Delftia étaient présents dans les sols pour tous les 

traitements animaux. Considérant que dans cette deuxième expérience le phénanthrène était 

fortement réduit, mais pas complètement dégradé (comme dans le sol forestier du chapitre 3), et 

que l’abondance relative de Delftia avait connu une forte augmentation dans les sols contaminés, 

on peut supposer que ce genre est un dégradeur actif du phénanthrène dans les sols du Québec 

et dans les rhizosphères des salicacées. Fait intéressant, dans les communautés de dégradeurs 

Gram-positifs contenant le gène PAH-RHDa, le genre Microbacterium et les autres Actinobacteria 

dominaient dans les expériences des chapitres 3 et 4, confirmant que les différents sols du 

Québec et que la rhizosphère de différents salicacées contiennent des dégradeurs similaires.  
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Les résultats du chapitre 3 mènent à deux conclusions intéressantes : 1) la phytoremédiation 

n’est toujours pas la meilleure approche pour dégrader un contaminant à court et moyen terme 

(de quelques semaines à quelques mois) et 2) la diversité microbienne initiale du sol, ainsi que 

les caractéristiques physicochimiques sont donc des éléments clés à analyser préalablement 

pour trouver la meilleure approche de remédiation. 

 

Dans le quatrième chapitre, des saules pourpres ont été plantés dans le but de dégrader le 

phénanthrène lorsqu’en contact avec différents niveaux de complexité trophiques, caractérisés 

par la combinaison factorielle de collemboles, nématodes et vers de terre. Suite à cette 

expérience, j’ai trouvé qu’un réseau plus complexe contribue à une meilleure productivité 

végétale. Plus précisément, les saules croissant dans du sol contaminé et exposé à une 

communauté faunique plus complexe ont produit la même biomasse que les saules témoins, 

dans du sol non-contaminé. Au contraire, les saules croissant dans un sol contaminé sans l’ajout 

d’animaux ont produit significativement moins de biomasse que les saules témoins croissant dans 

le sol non-contaminé exposés au réseau trophique animal plus complexe.  

Par contre dans le chapitre 4, aucune différence significative quant au taux de dégradation n’a 

été observée ni entre les niveaux de complexité trophique ni entre les sols distants et la 

rhizosphère. Le sol utilisé dans le chapitre 4 était différent des sols utilisés dans le chapitre 3. 

Dans ce sens, et compte tenu des conclusion tirées dans ce chapitre, ce n’est pas surprenant 

l’absence de différence significative dans le taux de dégradation du phénanthrène au bout de huit 

semaines avec différents niveaux de complexité ou parmi les deux compartiments du sol. Ayant 

observé une dégradation quasi complète du phénanthrène dans le sol agricole du chapitre 3, 

avec ou sans peuplier, il semble raisonnable d’estimer que la diversité initiale du sol utilisé au 

chapitre 4 était suffisante pour promouvoir une dégradation rapide du contaminant, sans l’apport 

du saule ou de la faune du sol. Mes résultats sont en ligne avec les observations d’autres études 

qui ont rapporté la dégradation totale de quantités similaires de phénanthrène en des temps 

variant entre 21 jours (Tiralerdpanich et al. 2018) et 3 mois (Hultgren et al. 2010). 

Bien que la complexité trophique n’ait pas été liée à l’efficacité de la phytoremédiation, la 

présence des animaux a été liée à des changements dans la communauté fongique, et dans un 

moindre degré, à des changements dans la structure des communautés des bactéries et des 

archées. Contrairement au chapitre 3, j’ai utilisé un seul type de sol pour les expériences du 

chapitre 4. Ainsi, les changements observés dans les profils d’abondance relative au niveau du 

phylum ont été principalement attribués à la contamination, le compartiment du sol (rhizosphère 
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vs. sol distant), mais aussi, dans une moindre mesure, aux réseaux trophiques. La présence de 

vers de terre a augmenté l’abondance relative des Actinobacteria dans la rhizosphère des sols 

contaminés. Les Actinobacteria comptent beaucoup de dégradeurs parmi ses rangs, notamment 

les genres Microbacterium et Mycobacterium, qui étaient présents dans le sol utilisé. Les vers de 

terre sont reconnus pour leur capacité à survivre dans des conditions de contamination assez 

sévères, et pour stimuler la dégradation de différents hydrocarbures (Delgado-Balbuena et al. 

2016; Hickman et Reid 2008; Rodriguez-Campos et al. 2019). Également, plusieurs études 

montrent une productivité végétale plus élevée quand les vers de terre sont présents (Van 

Groenigen et al. 2014). Les résultats du chapitre 4 sont cohérents avec ces observations.  

Au-delà des changements mineurs dans les communautés bactériennes, la complexité du réseau 

trophique a résulté en des changements significatifs dans les abondances relatives des différents 

taxons de champignons. Notamment, les abondances relatives de Sphaerosporella, Zopfiella et 

Chaetomium ont été significativement affectées par la combinaison des collemboles et vers de 

terre. Fait intéressant, les champignons ne sont pas toujours directement impliqués dans la 

dégradation d’hydrocarbures, mais ils jouent un rôle fondamental dans la croissance de la plante, 

notamment par la formation des mycorhizes. Le fait que les animaux ont significativement changé 

la diversité, la structure et la composition des communautés de champignons, combiné au fait 

que les saules étaient généralement plus grands en présence d’animaux, pourrait indiquer un 

effet indirect des animaux sur la phytoremédiation. Cet effet indirect sur la croissance des saules 

serait lié à deux causes différentes : 1) des changements dans les conditions physicochimiques 

du sol (vers de terre) ou 2) par la stimulation de champignons bénéfiques mycorhiziens capables 

d’alléger le stress causé à la plante lors de son exposition aux contaminants.  

 

Ainsi, l’ensemble de ces résultats m’a permis de dessiner un portrait général de l’importance 

relative de chacun des éléments impliqués dans la phytoremédiation du phénanthrène, à savoir, 

la présence de la plante, les caractéristiques de la communauté microbienne du sol et la présence 

de la faune.  

 

5.2 Conclusion  

Le but ultime de cette thèse était de contribuer à une meilleure connaissance de l’écologie 

microbienne lors de la phytoremédiation afin d’améliorer la gestion et de favoriser l’applicabilité 
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de cette technique en cas de contamination aux hydrocarbures. Ainsi, j’ai proposé une hypothèse 

générale qui énonçait que la diversité et la complexité trophique du sol sont les facteurs les plus 

importants pour permettre la survie de la plante face aux stress parce qu’elles assurent 

respectivement, la redondance fonctionnelle et la résilience du système. Ainsi, j’ai exploré les 

rôles de la diversité microbienne initiale et du réseau trophique du sol dans la dégradation du 

phénanthrène au cours de deux expériences. À la fin, j’ai démontré que 1) l’efficacité de la 

phytoremédiation du phénanthrène par le peuplier est directement tributaire de la communauté 

microbienne initiale du sol et de ses caractéristiques physicochimiques, et 2) la présence d’une 

plus grande complexité trophique rend le saule plus résilient à la contamination par le 

phénanthrène, lui permettant de croître normalement même en présence de contaminants. Ainsi, 

mon hypothèse générale a été partiellement confirmé : ce n’est pas la diversité en soit le facteur 

qui majoritairement promeut une phytoremédiation plus efficace, sinon la composition de la 

communauté microbienne présente. Ensuite, la complexité du réseau trophique a été confirmée 

comme un facteur important pour la productivité et la survie de la plante face au stress de la 

contamination, par le biais de la stimulation de la communauté fongique (résilience du système).  

Au chapitre 3 j’ai découvert que la diversité initiale du sol est primordiale pour déterminer le 

succès de la phytoremédiation. En effet, le taux de dégradation du phénanthrène dans le sol 

forestier était supérieur lorsque la plante était présente. Cependant, la même quantité de 

phénanthrène a été dégradée dans le sol agricole avec ou sans plante. Ainsi, ce chapitre a 

démontré l’importance d’effectuer une évaluation préliminaire des caractéristiques 

physicochimiques et microbiologiques du sol avant de procéder à appliquer la phytoremédiation 

comme approche pour la décontamination d’un sol donné. Certains sols contenant une 

communauté microbienne riche et des caractéristiques physicochimiques appropriées rendent la 

décontamination du phénanthrène faisable dans un délai raisonnable sans que l’ajout de la plante 

accélère significativement le processus. Comparativement, d’autres sols avec des 

caractéristiques physicochimiques semblables, mais avec une diversité différente pourraient 

bénéficier de l’utilisation des arbres pour accélérer la décontamination du phénanthrène. 

Cependant, avec le plan experimentale, ce n’était pas possible discerner entre les effets du à la 

diversité microbienne de ceux du aux propriétés physicochimiques des sols. 

Le chapitre 4 de cette thèse suggère que le succès de la phytoremédiation sur le terrain n’est pas 

uniquement dû à la plante et aux microorganismes de la rhizosphère. En effet, les invertébrés 

semblent être des acteurs importants, quoique indirects, dans le succès de la phytoremédiation. 

La clé pour amplifier l’impact de la rhizoremédiation et l’étendre à d’autres zones de sol reposerait 
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potentiellement sur la complexité des interactions entre la macro-, la méso- et la microfaune du 

réseau trophique du sol. Un sol contenant un réseau trophique plus complexe faciliterait le 

développement de la plante, à travers les changements causés au niveau de la communauté 

fongique, qui pourrait aider la plante à surmonter les effets stressants de la contamination et à 

ses racines de pénétrer plus profondément le sol.  

Grâce aux connaissances produites lors de cette thèse, nous pourrions être en mesure de 

surmonter, au moins partiellement, les limites qui entravent actuellement l’adoption de la 

phytoremédiation en 1) prédisant l’utilité de l’approche par des analyses de la diversité 

microbienne initiale du sol, et 2) s’assurant de la présence d’un réseau trophique complet et 

robuste dans le sol à remédier. De cette façon, la plante croissant dans un sol contaminé aura 

accès à des partenaires microbiens préférés et à un réseau trophique robuste, lui permettant de 

stimuler la dégradation microbienne et de croître de façon optimale. Les résultats de ma thèse 

me permettent de conclure que l’adoption d’une approche holistique considérant l’ensemble de 

l’écosystème édaphique est désirable pour améliorer l’efficacité de la phytoremédiation,  et la 

positionner ainsi comme technologie préférée pour résoudre les problématiques de 

contamination de demain.  
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7 ANNEXE I : MATERIEL SUPPLEMENTAIRE DE LA PUBLICATION 
DU CHAPITRE 3 

Tableau Suppl. 1 Physicochemical characteristics from agricultural and forest mix soils 

Nutrient and chemical composition Agricultural soil Forest mix 
pH 4.6 5.6 
pH buffer 5.7 6.0 
% Organic matter 6.1 6.5 

kg/ha 

P 31 81 
K 178 123 
Ca 1951 3338 
Mg 130 134 

ppm Al 1328 1598 
ISP P/Al 1.0 2.3 

ppm 

Mn 20.0 20.0 
Cu 1.34 0.83 
Zn 3.16 1.96 
B <0.1 0.15 
S - - 
Fe 280 301 

% N total 0.24 0.17 
 C/N 12.3 20.4 
ppm N-NH4 17.7 9.9 
ppm N-NO3 19.02 24.67 
Soil physical results: Granulometry Agricultural soil Forestry Mix 

% 
Sand 47.6 87.4 
Silt 23.0 5.0 
Clay 29.5 7.64 

Texture classification Clay loam Loamy sand 
Soil type Light Light 
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Tableau Suppl. 2 Summary of the three-way analysis of the variance (ANOVA) on the relative 
abundances of the ITS region OTUs identified at the class level of fungi. Values in bold indicate 
significant effects. Df, degrees of freedom. SumsOfSqs, sum of squares. MeanSqs, Mean squares. 

Tremellomycetes Df SumOfSq MeanOfSq F P value  
soil 1 0.011 0.011 3.673 0.059 
contamination 1 0.005 0.005 1.817 0.181 
plant 1 0.132 0.132 45.529 <0.001 
block 1 0.008 0.008 2.874 0.094 
soil:contamination 1 0.017 0.017 5.747 0.019 
soil:plant 1 0.010 0.010 3.495 0.065 
contamination:plant 1 0.003 0.003 0.891 0.348 
soil:contamination:plant 1 0.011 0.011 3.789 0.055 
Residuals 86 0.250 0.003    
Pezizomycetes Df SumOfSq MeanOfSq F P value  
soil 1 0.000 0.000 0.021 0.886 
contamination 1 0.027 0.027 2.06 0.155 
plant 1 15.506 15.506 1186.035 <0.001 
block 1 0.022 0.022 1.663 0.201 
soil:contamination 1 0.023 0.023 1.753 0.189 
soil:plant 1 0.001 0.001 0.055 0.816 
contamination:plant 1 0.012 0.012 0.954 0.331 
soil:contamination:plant 1 0.017 0.017 1.312 0.255 
Residuals 86 1.124 0.013    
Mortierellomycotina Df SumOfSq MeanOfSq F P value  
soil 1 0.504 0.504 48.379 <0.001 
contamination 1 0.001 0.001 0.053 0.818 
plant 1 1.373 1.373 131.763 <0.001 
block 1 0.017 0.017 1.599 0.210 
soil:contamination 1 0.049 0.049 4.697 0.033 
soil:plant 1 0.287 0.287 27.518 <0.001 
contamination:plant 1 0.000 0.000 0.036 0.851 
soil:contamination:plant 1 0.059 0.059 5.702 0.019 
Residuals 86 0.896 0.010    
Leotiomycetes Df SumOfSq MeanOfSq F P value  
soil 1 0.090 0.090 5.194 0.025 
contamination 1 0.002 0.002 0.125 0.724 
plant 1 0.450 0.450 26.133 <0.001 
block 1 0.002 0.002 0.141 0.708 
soil:contamination 1 0.017 0.017 0.956 0.331 
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soil:plant 1 0.006 0.006 0.335 0.564 
contamination:plant 1 0.024 0.024 1.409 0.238 
soil:contamination:plant 1 0.018 0.018 1.048 0.309 
Residuals 86 1.482 0.017    
Agaricomycetes Df SumOfSq MeanOfSq F P value  
soil 1 0.074 0.074 34.734 <0.001 
contamination 1 0.001 0.001 0.258 0.613 
plant 1 0.146 0.146 68.675 <0.001 
block 1 0.000 0.000 0.047 0.829 
soil:contamination 1 0.000 0.000 0.025 0.875 
soil:plant 1 0.032 0.032 15.072 <0.001 
contamination:plant 1 0.001 0.001 0.313 0.578 
soil:contamination:plant 1 0.000 0.000 0.053 0.819 
Residuals 86 0.182 0.002     
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Tableau Suppl. 3 Statistically significant Pearson’s coefficients of correlation r between the 
relative abundance of bacterial and fungal OTUs or PAH bacterial degraders ASVs identified at the 
genus level and the quantity of phenanthrene (mg kg -1) found in soil. 

Positive Pearson's correlations 
  Phylum Genus P value Pearson's r 

Fu
ng

i 

Ascomycota Aspergillus <.0.001 0.834 
Ascomycota Acrodontium <.0.001 0.831 
Basidiomycota Imleria <.0.001 0.830 
Basidiomycota Postia <.0.001 0.811 
Zygomycota Umbelopsis <.0.001 0.790 
Ascomycota Acrophialophora <.0.001 0.780 
Basidiomycota Postia <.0.001 0.775 
Ascomycota Wilcoxina <.0.001 0.758 
Basidiomycota NA <.0.001 0.756 
Ascomycota Leptodontidium <.0.001 0.744 

B
ac

te
ria

l c
om

m
un

ity
 

Betaproteobacteria Polaromonas <.0.001 0.923 
Alphaproteobacteria Novosphingobium <.0.001 0.832 
Verrucomicrobia OPB35 soil groupCL <.0.001 0.824 
Alphaproteobacteria Methylorosula <.0.001 0.843 
Ignavibacteriae BSV26FA <.0.001 0.879 
Alphaproteobacteria Methylorosula <.0.001 0.880 
Verrucomicrobia Prosthecobacter <.0.001 0.845 
Deltaproteobacteria Bacteriovorax <.0.001 0.869 
Firmicutes Fonticella <.0.001 0.877 
Acidobacteria HolophagaceaeFA <.0.001 0.838 

PA
H

-R
H

D
a

G
N

 d
eg

ra
de

rs
 Betaproteobacteria Delftia <.0.001 0.537 

Betaproteobacteria Delftia <.0.001 0.534 
Betaproteobacteria Delftia <.0.001 0.531 
Betaproteobacteria Delftia <.0.001 0.530 
Betaproteobacteria Delftia <.0.001 0.522 
Betaproteobacteria Delftia <.0.001 0.520 
Betaproteobacteria Delftia <.0.001 0.518 
Betaproteobacteria Delftia <.0.001 0.518 
Betaproteobacteria Delftia <.0.001 0.517 
Betaproteobacteria Delftia <.0.001 0.515 

PA
H

-
R

H
Da

 
G

P 
de

gr
ad

er
s 

Actinobacteria Microbacterium <.0.001 0.599 
Actinobacteria NA <.0.001 0.551 
Actinobacteria NA <.0.001 0.550 
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Actinobacteria Microbacterium <.0.001 0.548 
Actinobacteria Actinobacteria-undef <.0.001 0.527 
Actinobacteria NA <.0.001 0.521 
Actinobacteria NA <.0.001 0.518 
Bacteria NA <.0.001 0.509 
Actinobacteria Microbacterium <.0.001 0.507 
Actinobacteria NA <.0.001 0.505 

Negative Pearson's correlations 
  Phylum Genus P value Pearson's r 

Fu
ng

i 

Ascomycota Archaeorhizomyces 0.008 -0.386 
Ascomycota Coniosporium 0.008 -0.384 
Ascomycota Bionectria 0.008 -0.384 
Zygomycota Mortierella 0.011 -0.371 
Ascomycota Sphaerosporella 0.012 -0.368 
Ascomycota NA 0.013 -0.365 
Ascomycota Chloridium 0.013 -0.365 
Ascomycota Spirosphaera 0.013 -0.364 
Ascomycota Chloridium 0.013 -0.364 
Ascomycota NA 0.013 -0.364 

B
ac

te
ria

l c
om

m
un

ity
 

Acidobacteria 
uncultured-Acidobacteriaceae 
 (Subgroup 1) <.0.001 -0.677 

Acidobacteria 
uncultured-Acidobacteriaceae 
 (Subgroup 1) <.0.001 -0.642 

Verrucomicrobia DA101 soil groupFA <.0.001 -0.598 
Proteobacteria Acidicaldus <.0.001 -0.597 
Chloroflexi TK10CL <.0.001 -0.594 
Actinobacteria Luedemannella <.0.001 -0.587 
Proteobacteria SC-I-84OR <.0.001 -0.585 
Acidobacteria Subgroup 6CL <.0.001 -0.582 
Proteobacteria DA111FA <.0.001 -0.579 
Proteobacteria Reyranella <.0.001 -0.573 

PA
H

-R
H

Da
G

N
 

de
gr

ad
er

s 

Proteobacteria Ralstonia 0.003 -0.426 
Proteobacteria Ralstonia 0.004 -0.421 
Proteobacteria Comamonas 0.005 -0.410 
Proteobacteria Comamonas 0.005 -0.409 
Proteobacteria Comamonas 0.005 -0.408 
Proteobacteria Comamonas 0.005 -0.408 
Proteobacteria Comamonas 0.005 -0.408 
Proteobacteria Comamonas 0.005 -0.404 
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Proteobacteria Comamonas 0.005 -0.404 
Proteobacteria Comamonas 0.006 -0.398 

PA
H

-R
H

Da
G

P 
de

gr
ad

er
s  

No statistically significant negative Pearson's correlations found 
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Tableau Suppl. 4 Summary of the three-way analysis of the variance (ANOVA) on the 
relative abundances of the 16S rRNA gene OTUs identified at the phylum level of bacteria. 
Values in bold indicate significant effects. Df, degrees of freedom. SumsOfSqs, sum of 
squares. MeanSqs, Mean squares.  

Acidobacteria Df SumOfSq MeanOfSq F P value 
soil 1 0.15681 0.15681 59.017 <0.001 
contamination 1 0.00299 0.00299 1.127 0.291 

plant 1 0.00024 0.00024 0.090 0.765 

block 1 0.00044 0.00044 0.165 0.686 

soil:contamination 1 0.00312 0.00312 1.174 0.282 

soil:plant 1 0.02612 0.02612 9.830 0.002 
contamination:plant 1 0.00018 0.00018 0.067 0.796 

soil:contamination:plant 1 0.00015 0.00015 0.056 0.813 

Residuals 87 0.23117 0.00266   

Actinobacteria Df SumOfSq MeanOfSq F P value 
soil 1 0.00060 0.00060 0.606 0.438 

contamination 1 0.00106 0.00106 1.065 0.305 

plant 1 0.02038 0.02038 20.577 <0.001 
block 1 0.00279 0.00279 2.817 0.097 

soil:contamination 1 0.00037 0.00037 0.371 0.544 

soil:plant 1 0.00350 0.00350 3.534 0.064 
contamination:plant 1 0.00014 0.00014 0.138 0.711 

soil:contamination:plant 1 0.00012 0.00012 0.118 0.732 

Residuals 87 0.08618 0.00099   

Alphaproteobacteria Df SumOfSq MeanOfSq F P value 
soil 1 0.02187 0.02187 32.006 <0.001 
contamination 1 0.00162 0.00162 2.374 0.127 

plant 1 0.00416 0.00416 6.092 0.016 
block 1 0.00050 0.00050 0.734 0.394 

soil:contamination 1 0.00404 0.00404 5.911 0.017 
soil:plant 1 0.00721 0.00721 10.557 0.002 
contamination:plant 1 0.00002 0.00002 0.026 0.873 

soil:contamination:plant 1 0.00108 0.00108 1.577 0.213 

Residuals 87 0.05945 0.00068   

Bacteroidetes Df SumOfSq MeanOfSq F P value 
soil 1 0.10442 0.10442 275.678 <0.001 
contamination 1 0.00137 0.00137 3.607 0.061 
plant 1 0.00471 0.00471 12.433 0.001 
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block 1 0.00232 0.00232 6.119 0.015 
soil:contamination 1 0.00007 0.00007 0.184 0.669 

soil:plant 1 0.00663 0.00663 17.503 <0.001 
contamination:plant 1 0.00000 0.00000 0.009 0.926 

soil:contamination:plant 1 0.00025 0.00025 0.654 0.421 

Residuals 87 0.03295 0.00038   

Betaproteobacteria Df SumOfSq MeanOfSq F P value 
soil 1 0.23470 0.23467 41.812 <0.001 
contamination 1 0.00010 0.00006 0.010 0.919 

plant 1 0.03190 0.03187 5.678 0.019 
block 1 0.00290 0.00292 0.521 0.472 

soil:contamination 1 0.00010 0.00010 0.019 0.892 

soil:plant 1 0.12150 0.12150 21.648 <0.001 
contamination:plant 1 0.00170 0.00168 0.300 0.585 

soil:contamination:plant 1 0.00850 0.00846 1.508 0.223 

Residuals 87 0.48830 0.00561   

Chloroflexi Df SumOfSq MeanOfSq F P value 
soil 1 0.25941 0.25941 548.362 <0.001 
contamination 1 0.00097 0.00097 2.052 0.156 

plant 1 0.00152 0.00152 3.211 0.077 
block 1 0.00029 0.00029 0.604 0.439 

soil:contamination 1 0.00011 0.00011 0.237 0.627 

soil:plant 1 0.00030 0.00030 0.632 0.429 

contamination:plant 1 0.00000 0.00000 0.009 0.923 

soil:contamination:plant 1 0.00006 0.00006 0.120 0.730 

Residuals 87 0.04116 0.00047   

Deltaproteobacteria Df SumOfSq MeanOfSq F P value 
soil 1 0.00529 0.00529 42.913 <0.001 
contamination 1 0.00009 0.00009 0.717 0.399 

plant 1 0.00014 0.00014 1.148 0.287 

block 1 0.00036 0.00036 2.930 0.091 

soil:contamination 1 0.00014 0.00014 1.164 0.284 

soil:plant 1 0.00020 0.00020 1.617 0.207 

contamination:plant 1 0.00004 0.00004 0.287 0.594 

soil:contamination:plant 1 0.00003 0.00003 0.247 0.620 

Residuals 87 0.01072 0.00012   

Firmicutes Df SumOfSq MeanOfSq F P value 
soil 1 0.0026 0.0026 28.414 <0.001 
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contamination 1 0.0006 0.0006 6.677 0.011 
plant 1 0.0002 0.0002 2.403 0.125 

block 1 0.0000 0.0000 0.007 0.934 

soil:contamination 1 0.0005 0.0005 5.148 0.026 
soil:plant 1 0.0001 0.0001 0.936 0.336 

contamination:plant 1 0.0003 0.0003 3.260 0.075 
soil:contamination:plant 1 0.0000 0.0000 0.445 0.506 

Residuals 87 0.0080 0.0001   

Gammaproteobacteria Df SumOfSq MeanOfSq F P value 
soil 1 0.0152 0.0152 73.862 <0.001 
contamination 1 0.0011 0.0011 5.283 0.024 
plant 1 0.0000 0.0000 0.053 0.819 

block 1 0.0000 0.0000 0.191 0.663 

soil:contamination 1 0.0008 0.0008 3.918 0.051 
soil:plant 1 0.0000 0.0000 0.059 0.808 

contamination:plant 1 0.0004 0.0004 1.809 0.182 

soil:contamination:plant 1 0.0000 0.0000 0.060 0.806 

Residuals 87 0.0179 0.0002   

Gemmatimonadetes Df SumOfSq MeanOfSq F P value 
soil 1 0.0024 0.0024 29.953 <0.001 
contamination 1 0.0011 0.0011 14.454 <0.001 
plant 1 0.0000 0.0000 0.140 0.709 

block 1 0.0000 0.0000 0.184 0.669 

soil:contamination 1 0.0000 0.0000 0.222 0.639 

soil:plant 1 0.0002 0.0002 2.701 0.104 

contamination:plant 1 0.0000 0.0000 0.072 0.789 

soil:contamination:plant 1 0.0003 0.0003 3.239 0.075 

Residuals 87 0.0069 0.0001   

Planctomycetes Df SumOfSq MeanOfSq F P value 
soil 1 0.0003 0.0003 5.550 0.021 
contamination 1 0.0003 0.0003 5.978 0.017 
plant 1 0.0004 0.0004 8.910 0.004 
block 1 0.0000 0.0000 0.039 0.844 

soil:contamination 1 0.0001 0.0001 2.353 0.129 

soil:plant 1 0.0003 0.0003 7.238 0.009 
contamination:plant 1 0.0000 0.0000 0.465 0.497 

soil:contamination:plant 1 0.0001 0.0001 1.937 0.168 

Residuals 87 0.0041 0.0000   
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Others Df SumOfSq MeanOfSq F P value 
soil 1 0.0014 0.0014 36.033 <0.001 
contamination 1 0.0000 0.0000 1.214 0.274 

plant 1 0.0000 0.0000 0.073 0.787 

block 1 0.0000 0.0000 0.322 0.572 

soil:contamination 1 0.0001 0.0001 1.252 0.266 

soil:plant 1 0.0000 0.0000 0.166 0.685 
contamination:plant 1 0.0000 0.0000 0.712 0.401 

soil:contamination:plant 1 0.0001 0.0001 2.251 0.137 

Residuals 87 0.0035 0.0000   
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Tableau Suppl. 5 Read counts reports por whole bacterial and fungi communities (OTUs) and 
for PAH Gram-negative and Gram-positive bacterial communities (ASVs). 

 16S rRNA ITS region PAH-RHD GN PAH-RHD GP 
total_reads 18,877,788 16,168,948 10,559,056 7,055,496 
contaminants_reads 11,066 557,756 631,164 2,961,494 
phix_reads 2,136 892 1,458 2,872 
non_contam_non_phix_reads 18,864,586 15,610,300 9,926,434 4,091,130 
non_contam_non_phix_reads_1 9,432,293 7,805,150 4,963,217 2,045,565 
non_contam_non_phix_reads_2 9,432,293 7,805,150 4,121,810 819,318 
assembled_reads 9,305,398 5,981,093   

assembled_reads_QC_passed 8,535,756 5,529,429   

Clustered 
4,646,772 
sequences in 
21,182 clusters 

5,245,486 
sequences in 
3,464 clusters 

3,543,681 
sequences in 
1,438 clusters 

538,575 
sequences in 
3,019 clusters 

Classified clusters 

4,646,766 
sequences 
packed in 
21,181 cluster 

5,240,163 
sequences 
packed in 
3,327 cluster 

3,543,681 
sequences 
packed in 
1,438 cluster 

538,513 
sequences 
packed in 3,017 
cluster 
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8 ANNEXE II : MATERIEL SUPPLEMENTAIRE DE LA PUBLICATION 
DU CHAPITRE 4 

Tableau Suppl. 6 Read counts report for whole Bacteria, Archaea and Fungi communities and 
for PAH Gram-negative (GN) and Gram-positive (GP) bacterial degraders (ASV). 

 

 

  

  
16S  
rRNA  

ITS  
region  PAH RHD GN PAH RHD GP 

total_reads 16,172,736 23,079,526 31,702,674 25,928,318 
contaminants_reads 42,614 34,708 11,408,476 999,512 
phix_reads 706 630 28,342 4,856 
non_contam_non_phix_reads 16,129,614 23,044,188 20,265,856 24,923,950 
non_contam_non_phix_reads_1 8,064,807 11,522,093 10,132,928 12,461,975 
assembled_reads_QC_passed 7,795,754 6,946,010 6,715,225 4,165,994 
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Tableau Suppl. 7 Summary of the three-way analysis of the variance (ANOVA) on the species 
richness (considered as the observed number of ASVs) of the ITS region for fungi, the 16S rRNA 
gene for total bacterial and archaea, and the PAH-RHDa genes for Gram-negative and Gram-positive 
bacterial degraders. 

Species Richness (observed number of ASVs) 
Fungi Df Sum Sq Mean Sq F value Pr(>F) 
SFWC 7 38155 5451 2.139 0.042 * 
contamination 1 21696 21696 8.514 0.004 ** 
compartment 1 149020 149020 58.475 <0.001 *** 
SFWC:contamination 7 6511 930 0.365 0.921   
SFWC:compartment 7 11908 1701 0.668 0.699   
contamination:compartment 1 5240 5240 2.056 0.154   
SFWC:contamination:compartment 7 11737 1677 0.658 0.707   
Residuals 160 407751 2548       
Bacteria and Archaea Df Sum Sq Mean Sq F value Pr(>F) 
SFWC 7 138038 19720 1.512 0.167   
contamination 1 34220 34220 2.624 0.107   
compartment 1 407971 407971 31.289 <0.001 *** 
SFWC:contamination 7 30557 4365 0.335 0.937   
SFWC:compartment 7 74778 10683 0.819 0.573   
contamination:compartment 1 1852 1852 0.142 0.707   
SFWC:contamination:compartment 7 47881 6840 0.525 0.815   
Residuals 159 2E+06 13039       
PAH-RHD Gram Negative Df Sum Sq Mean Sq F value Pr(>F) 
SFWC 7 1495 214 0.621 0.738   
contamination 1 8365 8365 24.342 <0.001 *** 
compartment 1 22 22 0.065 0.799   
SFWC:contamination 7 1545 221 0.642 0.720   
SFWC:compartment 7 3996 571 1.661 0.122   
contamination:compartment 1 546 546 1.588 0.209   
SFWC:contamination:compartment 7 6647 950 2.763 0.010 ** 
Residuals 159 54641 344       
PAH-RHD Gram Positive Df Sum Sq Mean Sq F value Pr(>F) 
SFWC 7 87335 12476 1.94 0.067 . 
contamination 1 557019 557019 86.626 <0.001 *** 
compartment 1 708810 708810 110.23 <0.001 *** 
SFWC:contamination 7 36370 5196 0.808 0.582   
SFWC:compartment 7 103251 14750 2.294 0.030 * 
contamination:compartment 1 51018 51018 7.934 0.005 ** 
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a Values in bold indicate significant or marginally significant effects. Df, degrees of freedom; F, 

variance ratio; Pr(>F), P value. 

  

SFWC:contamination:compartment 7 15093 2156 0.335 0.937   
Residuals 157 1E+06 6430       
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Tableau Suppl. 8 Summary of the three-way analysis of the variance (ANOVA) on the relative 
abundance of the ITS region ASVs identified at the genus level of Fungia.  

Alternaria Df Sum Sq Mean Sq F value Pr(>F)  
contamination 1 0.002 0.002 10.454 0.001 ** 
compartment 1 0.000 0.000 0.826 0.365  
SFWC 7 0.002 0.000 1.447 0.190  
contamination:compartment 1 0.000 0.000 1.973 0.162  
contamination:SFWC 7 0.002 0.000 1.765 0.098 . 
compartment:SFWC 7 0.001 0.000 0.603 0.752  
contamination:compartment:SFWC 7 0.001 0.000 0.518 0.820  
Residuals 159 0.030 0.000    
Chaetomium Df Sum Sq Mean Sq F value Pr(>F)  
contamination 1 0.013 0.012 1.156 0.284  
compartment 1 0.008 0.008 0.759 0.385  
SFWC 7 0.316 0.045 4.184 <0.001 *** 
contamination:compartment 1 0.017 0.017 1.595 0.209  
contamination:SFWC 7 0.112 0.016 1.490 0.174  
compartment:SFWC 7 0.133 0.019 1.765 0.098 . 
contamination:compartment:SFWC 7 0.024 0.003 0.315 0.946  
Residuals 159 1.714 0.011    
Cladosporium Df Sum Sq Mean Sq F value Pr(>F)  
contamination 1 0.010 0.010 5.710 0.018 * 
compartment 1 0.002 0.002 1.122 0.291  
SFWC 7 0.020 0.003 1.694 0.114  
contamination:compartment 1 0.006 0.006 3.304 0.071 . 
contamination:SFWC 7 0.004 0.001 0.366 0.921  
compartment:SFWC 7 0.004 0.001 0.378 0.914  
contamination:compartment:SFWC 7 0.008 0.001 0.677 0.691  
Residuals 159 0.270 0.002    
Cystobasidium Df Sum Sq Mean Sq F value Pr(>F)  
contamination 1 0.003 0.003 5.551 0.020 * 
compartment 1 0.004 0.004 7.331 0.008 ** 
SFWC 7 0.007 0.001 1.764 0.098 . 
contamination:compartment 1 0.001 0.001 2.250 0.136  
contamination:SFWC 7 0.007 0.001 1.711 0.110  
compartment:SFWC 7 0.005 0.001 1.203 0.304  
contamination:compartment:SFWC 7 0.004 0.001 1.023 0.417  
Residuals 159 0.087 0.001    
Gibberella Df Sum Sq Mean Sq F value Pr(>F)  
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contamination 1 0.016 0.016 3.777 0.054 . 
compartment 1 0.003 0.003 0.682 0.410  
SFWC 7 0.043 0.006 1.428 0.198  
contamination:compartment 1 0.000 0.000 0.012 0.911  
contamination:SFWC 7 0.035 0.005 1.171 0.323  
compartment:SFWC 7 0.018 0.003 0.604 0.752  
contamination:compartment:SFWC 7 0.033 0.005 1.084 0.376  
Residuals 159 0.681 0.004    
Mortierella Df Sum Sq Mean Sq F value Pr(>F)  
contamination 1 0.001 0.001 7.841 0.006 ** 
compartment 1 0.002 0.002 11.637 <0.001 *** 
SFWC 7 0.002 0.000 1.585 0.143  
contamination:compartment 1 0.000 0.000 2.183 0.142  
contamination:SFWC 7 0.001 0.000 0.787 0.599  
compartment:SFWC 7 0.001 0.000 0.771 0.612  
contamination:compartment:SFWC 7 0.001 0.000 0.672 0.696  
Residuals 159 0.024 0.000    
Other Ascomycota Df Sum Sq Mean Sq F value Pr(>F)  
contamination 1 0.008 0.008 5.626 0.019 * 
compartment 1 0.016 0.016 10.480 0.001 ** 
SFWC 7 0.019 0.003 1.822 0.086 . 
contamination:compartment 1 0.000 0.000 0.001 0.978  
contamination:SFWC 7 0.009 0.001 0.851 0.547  
compartment:SFWC 7 0.006 0.001 0.553 0.793  
contamination:compartment:SFWC 7 0.009 0.001 0.828 0.566  
Residuals 159 0.237 0.001    
Other Fungi Df Sum Sq Mean Sq F value Pr(>F)  
contamination 1 0.019 0.019 8.480 0.004 ** 
compartment 1 0.025 0.025 11.395 <0.001 *** 
SFWC 7 0.031 0.004 2.014 0.056 . 
contamination:compartment 1 0.004 0.004 1.791 0.183  
contamination:SFWC 7 0.005 0.001 0.328 0.940  
compartment:SFWC 7 0.009 0.001 0.591 0.763  
contamination:compartment:SFWC 7 0.010 0.001 0.651 0.713  
Residuals 159 0.348 0.002    
Other Ostropales Df Sum Sq Mean Sq F value Pr(>F)  
contamination 1 0.008 0.008 10.862 0.001 ** 
compartment 1 0.000 0.000 0.307 0.580  
SFWC 7 0.005 0.001 0.918 0.494  
contamination:compartment 1 0.000 0.000 0.549 0.460  
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contamination:SFWC 7 0.002 0.000 0.501 0.833  
compartment:SFWC 7 0.004 0.001 0.868 0.533  
contamination:compartment:SFWC 7 0.004 0.001 0.902 0.507  
Residuals 159 0.113 0.001    
Platygramme Df Sum Sq Mean Sq F value Pr(>F)  
contamination 1 0.003 0.003 0.207 0.649  
compartment 1 0.000 0.000 0.019 0.891  
SFWC 7 0.124 0.018 1.445 0.191  
contamination:compartment 1 0.019 0.019 1.577 0.211  
contamination:SFWC 7 0.087 0.012 1.019 0.420  
compartment:SFWC 7 0.064 0.009 0.750 0.630  
contamination:compartment:SFWC 7 0.010 0.001 0.115 0.997  
Residuals 159 1.941 0.012    
Pseudofabraea Df Sum Sq Mean Sq F value Pr(>F)  
contamination 1 0.005 0.005 1.835 0.177  
compartment 1 0.003 0.003 1.207 0.274  
SFWC 7 0.020 0.003 1.093 0.370  
contamination:compartment 1 0.003 0.002 0.962 0.328  
contamination:SFWC 7 0.021 0.003 1.130 0.347  
compartment:SFWC 7 0.015 0.002 0.836 0.559  
contamination:compartment:SFWC 7 0.015 0.002 0.831 0.563  
Residuals 159 0.413 0.003    
Rhodotorula Df Sum Sq Mean Sq F value Pr(>F)  
contamination 1 0.003 0.003 5.631 0.019 * 
compartment 1 0.002 0.002 4.312 0.039 * 
SFWC 7 0.004 0.001 1.285 0.261  
contamination:compartment 1 0.002 0.002 4.379 0.038 * 
contamination:SFWC 7 0.004 0.001 1.115 0.356  
compartment:SFWC 7 0.003 0.000 1.048 0.400  
contamination:compartment:SFWC 7 0.003 0.000 0.851 0.547  
Residuals 159 0.072 0.000    
Sphaerosporella Df Sum Sq Mean Sq F value Pr(>F)  
contamination 1 2.403 2.403 23.075 <0.001 *** 
compartment 1 0.045 0.045 0.436 0.510  
SFWC 7 1.892 0.270 2.595 0.015 * 
contamination:compartment 1 0.235 0.235 2.254 0.135  
contamination:SFWC 7 0.495 0.071 0.679 0.690  
compartment:SFWC 7 0.170 0.024 0.234 0.977  
contamination:compartment:SFWC 7 0.160 0.023 0.220 0.980  
Residuals 159 16.557 0.104    



210 

Zopfiella Df Sum Sq Mean Sq F value Pr(>F)  
contamination 1 0.044 0.044 3.905 0.050 * 
compartment 1 0.006 0.006 0.538 0.464  
SFWC 7 0.229 0.033 2.936 0.006 ** 
contamination:compartment 1 0.011 0.011 1.009 0.317  
contamination:SFWC 7 0.085 0.012 1.093 0.371  
compartment:SFWC 7 0.010 0.001 0.126 0.996  
contamination:compartment:SFWC 7 0.017 0.002 0.213 0.982  
Residuals 159 1.773 0.011    

a Values in bold indicate significant or marginally significant effects. Df, degrees of freedom; F, 

variance ratio; Pr(>F), P value. 
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Tableau Suppl. 9 Summary of the three-way analysis of the variance (ANOVA) on the relative 
abundance of the 16S rRNA gene ASVs identified at the phylum level of Bacteria. 

ANOVA test results 
Acidobacteriota Df Sum Sq Mean Sq F value Pr(>F)  
contamination 1 2.37E-03 2.37E-03 22.536 <0.001 *** 
compartment 1 4.75E-04 4.75E-04 4.526 0.035 * 
SFWC 7 5.41E-04 7.72E-05 0.736 0.642  
contamination:compartment 1 9.50E-05 9.53E-05 0.908 0.342  
contamination:SFWC 7 8.08E-04 1.15E-04 1.1 0.366  
compartment:SFWC 7 6.24E-04 8.91E-05 0.849 0.549  
contamination:compartment:SFWC 7 3.19E-04 4.56E-05 0.435 0.879  
Residuals 159 1.67E-02 1.05E-04    
Actinobacteriota Df Sum Sq Mean Sq F value Pr(>F)  
contamination 1 1.64E-02 1.63E-02 15.628 <0.001 *** 
compartment 1 2.18E-02 2.18E-02 20.848 <0.001 *** 
SFWC 7 9.13E-03 1.31E-03 1.247 0.280  
contamination:compartment 1 6.10E-04 6.06E-04 0.58 0.448  
contamination:SFWC 7 1.29E-02 1.84E-03 1.757 0.100 . 
compartment:SFWC 7 5.79E-03 8.27E-04 0.79 0.596  
contamination:compartment:SFWC 7 3.96E-03 5.66E-04 0.541 0.803  
Residuals 159 1.66E-01 1.05E-03    
Alphaproteobacteria Df Sum Sq Mean Sq F value Pr(>F)  
contamination 1 1.30E-01 1.30E-01 58.382 <0.001 *** 
compartment 1 1.94E-02 1.94E-02 8.668 0.004 ** 
SFWC 7 3.40E-03 4.90E-04 0.22 0.980  
contamination:compartment 1 8.00E-03 8.00E-03 3.583 0.060 . 
contamination:SFWC 7 5.80E-03 8.30E-04 0.372 0.918  
compartment:SFWC 7 1.00E-02 1.42E-03 0.637 0.725  
contamination:compartment:SFWC 7 8.20E-03 1.17E-03 0.525 0.814  
Residuals 159 3.55E-01 2.23E-03    
Bacteroidota Df Sum Sq Mean Sq F value Pr(>F)  
contamination 1 1.00E-01 1.00E-01 72.515 <0.001 *** 
compartment 1 1.20E-03 1.20E-03 0.868 0.353  
SFWC 7 6.72E-03 9.60E-04 0.694 0.677  
contamination:compartment 1 2.54E-03 2.54E-03 1.835 0.178  
contamination:SFWC 7 1.71E-02 2.44E-03 1.764 0.098 . 
compartment:SFWC 7 1.36E-02 1.95E-03 1.408 0.205  
contamination:compartment:SFWC 7 5.03E-03 7.20E-04 0.52 0.819  
Residuals 159 2.20E-01 1.38E-03    
Bdellovibrionota Df Sum Sq Mean Sq F value Pr(>F)  
contamination 1 1.00E-06 8.10E-07 0.035 0.853  
compartment 1 2.10E-05 2.11E-05 0.905 0.343  
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SFWC 7 2.33E-04 3.33E-05 1.428 0.197  
contamination:compartment 1 1.00E-05 1.00E-05 0.429 0.514  
contamination:SFWC 7 1.36E-04 1.94E-05 0.832 0.563  
contamination:compartment:SFWC 7 5.40E-05 7.66E-06 0.328 0.94  
compartment:SFWC 7 8.10E-05 1.16E-05 0.498 0.835  
Residuals 159 3.71E-03 2.33E-05    
Chloroflexota Df Sum Sq Mean Sq F value Pr(>F)  
contamination 1 6.18E-02 6.18E-02 152.645 <0.001 *** 
compartment 1 5.32E-03 5.32E-03 13.132 <0.001 *** 
SFWC 7 1.71E-03 2.40E-04 0.602 0.753  
contamination:compartment 1 1.60E-04 1.60E-04 0.389 0.534  
contamination:SFWC 7 4.23E-03 6.00E-04 1.493 0.173  
compartment:SFWC 7 2.73E-03 3.90E-04 0.965 0.459  
contamination:compartment:SFWC 7 5.60E-04 8.00E-05 0.196 0.986  
Residuals 159      
Firmicutes Df Sum Sq Mean Sq F value Pr(>F)  
contamination 1 1.20E-04 1.20E-04 0.208 0.649  
compartment 1 5.86E-03 5.86E-03 10.175 0.002 ** 
SFWC 7 6.35E-03 9.07E-04 1.575 0.146  
contamination:compartment 1 1.41E-03 1.41E-03 2.454 0.119  
contamination:SFWC 7 2.21E-03 3.16E-04 0.549 0.796  
compartment:SFWC 7 1.79E-03 2.56E-04 0.444 0.873  
contamination:compartment:SFWC 7 3.75E-03 5.36E-04 0.931 0.485  
Residuals 159 9.16E-02 5.76E-04    
Gammaproteobacteria Df Sum Sq Mean Sq F value Pr(>F)  
contamination 1 9.54E-02 9.54E-02 41.855 <0.001 *** 
compartment 1 0.00E+00 2.00E-05 0.007 0.934  
SFWC 7 1.22E-02 1.74E-03 0.762 0.620  
contamination:compartment 1 2.00E-04 2.00E-04 0.089 0.766  
contamination:SFWC 7 1.49E-02 2.13E-03 0.933 0.483  
compartment:SFWC 7 8.60E-03 1.23E-03 0.538 0.805  
contamination:compartment:SFWC 7 3.70E-03 5.30E-04 0.234 0.976  
Residuals 159 3.62E-01 2.28E-03    
Gemmatimonadota Df Sum Sq Mean Sq F value Pr(>F)  
contamination 1 1.77E-03 1.77E-03 27.93 <0.001 *** 
compartment 1 1.06E-03 1.06E-03 16.681 <0.001 *** 
SFWC 7 3.51E-04 5.02E-05 0.791 0.596  
contamination:compartment 1 3.57E-04 3.57E-04 5.621 0.019 * 
contamination:SFWC 7 4.65E-04 6.64E-05 1.047 0.401  
compartment:SFWC 7 5.01E-04 7.16E-05 1.128 0.348  
contamination:compartment:SFWC 7 4.20E-04 5.99E-05 0.945 0.474  
Residuals 159 1.01E-02 6.35E-05    
Myxococcota Df Sum Sq Mean Sq F value Pr(>F)  
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contamination 1 1.26E-04 1.26E-04 0.876 0.351  
compartment 1 1.00E-06 1.23E-06 0.009 0.926  
SFWC 7 1.67E-03 2.39E-04 1.665 0.121  
contamination:compartment 1 6.90E-05 6.87E-05 0.48 0.49  
contamination:SFWC 7 1.11E-03 1.59E-04 1.108 0.361  
compartment:SFWC 7 2.43E-04 3.48E-05 0.243 0.974  
contamination:compartment:SFWC 7 5.50E-04 7.86E-05 0.548 0.797  
Residuals 159 2.28E-02 1.43E-04    
Planctomycetota Df Sum Sq Mean Sq F value Pr(>F)  
contamination 1 2.00E-06 1.80E-06 0.027 0.869  
compartment 1 7.24E-04 7.24E-04 10.69 0.001 ** 
SFWC 7 6.13E-04 8.76E-05 1.294 0.257  
contamination:compartment 1 1.00E-06 1.00E-06 0.015 0.904  
contamination:SFWC 7 4.95E-04 7.07E-05 1.044 0.403  
compartment:SFWC 7 6.23E-04 8.90E-05 1.314 0.247  
contamination:compartment:SFWC 7 4.12E-04 5.89E-05 0.87 0.532  
Residuals 159 1.08E-02 6.77E-05    
Verrucomicrobiota Df Sum Sq Mean Sq F value Pr(>F)  
contamination 1 3.26E-04 3.26E-04 1.966 0.163  
compartment 1 3.78E-03 3.78E-03 22.764 <0.001 *** 
SFWC 7 1.03E-03 1.47E-04 0.887 0.519  
contamination:compartment 1 1.49E-04 1.49E-04 0.894 0.346  
contamination:SFWC 7 7.35E-04 1.05E-04 0.632 0.729  
compartment:SFWC 7 3.44E-04 4.90E-05 0.296 0.955  
contamination:compartment:SFWC 7 2.20E-03 3.14E-04 1.892 0.074 . 
Residuals 159 2.64E-02 1.66E-04    

a Values in bold indicate significant or marginally significant effects. Df, degrees of freedom; F, 

variance ratio; Pr(>F), P value. 
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Tableau Suppl. 10 Summary of the three-way analysis of the variance (ANOVA) on the relative 
abundance of the PAH-RHDa Gram-negative gene ASVs identified at the genus level of Bacteria.  

Aeromonas Df Sum Sq Mean Sq F value Pr(>F)   
contamination 1 0.004 0.004 5.668 0.019 * 
compartment 1 0.001 0.001 2.16 0.144  
SFWC 7 0.003 0 0.629 0.731  
contamination:compartment 1 0 0 0.005 0.945  
contamination:SFWC 7 0.001 0 0.322 0.943  
compartment:SFWC 7 0.005 0.001 1.201 0.305  
contamination:compartment:SFWC 7 0.003 0 0.607 0.75  
Residuals 151 0.096 0.001    
Bacillus Df Sum Sq Mean Sq F value Pr(>F)   
contamination 1 0.007 0.007 4.984 0.027 * 
compartment 1 0.003 0.003 2.391 0.124  
SFWC 7 0.01 0.001 1.058 0.394  
contamination:compartment 1 0.004 0.004 3.019 0.084 . 
contamination:SFWC 7 0.01 0.001 1.076 0.381  
compartment:SFWC 7 0.006 0.001 0.642 0.721  
contamination:compartment:SFWC 7 0.003 0 0.36 0.924  
Residuals 151 0.205 0.001    
Comamonas Df Sum Sq Mean Sq F value Pr(>F)   
contamination 1 3.864 3.864 29.762 <0.001 *** 
compartment 1 0.535 0.535 4.122 0.044 * 
SFWC 7 0.353 0.05 0.389 0.908  
contamination:compartment 1 0.154 0.154 1.19 0.277  
contamination:SFWC 7 1.013 0.145 1.114 0.357  
compartment:SFWC 7 0.66 0.094 0.726 0.65  
contamination:compartment:SFWC 7 0.232 0.033 0.256 0.97  
Residuals 151 19.604 0.13    
Delftia Df Sum Sq Mean Sq F value Pr(>F)   
contamination 1 9.226 9.226 93.241 <0.001 *** 
compartment 1 1.168 1.168 11.803 <0.001 *** 
SFWC 7 0.185 0.026 0.268 0.966  
contamination:compartment 1 0.269 0.269 2.718 0.101  
contamination:SFWC 7 0.807 0.115 1.166 0.326  
compartment:SFWC 7 0.403 0.058 0.582 0.77  
contamination:compartment:SFWC 7 0.096 0.014 0.138 0.995  
Residuals 151 14.941 0.099    
Enterobacter Df Sum Sq Mean Sq F value Pr(>F)   
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contamination 1 0.005 0.005 5.119 0.025 * 
compartment 1 0 0 0.199 0.656  
SFWC 7 0.003 0 0.423 0.887  
contamination:compartment 1 0 0 0.397 0.53  
contamination:SFWC 7 0.004 0.001 0.544 0.8  
compartment:SFWC 7 0.008 0.001 1.047 0.401  
contamination:compartment:SFWC 7 0.005 0.001 0.729 0.647  
Residuals 151 0.16 0.001    
Gammaproteobacteriota undef. Df Sum Sq Mean Sq F value Pr(>F)   
contamination 1 0.016 0.016 1.705 0.194  
compartment 1 0.012 0.012 1.24 0.267  
SFWC 7 0.037 0.005 0.564 0.784  
contamination:compartment 1 0.008 0.008 0.863 0.354  
contamination:SFWC 7 0.055 0.008 0.831 0.563  
compartment:SFWC 7 0.064 0.009 0.97 0.456  
contamination:compartment:SFWC 7 0.064 0.009 0.965 0.459  
Residuals 151 1.424 0.009    
Martelella Df Sum Sq Mean Sq F value Pr(>F)   
contamination 1 0.008 0.008 5.67 0.019 * 
compartment 1 0.001 0.001 0.533 0.467  
SFWC 7 0.006 0.001 0.594 0.76  
contamination:compartment 1 0 0 0.095 0.758  
contamination:SFWC 7 0.004 0.001 0.449 0.87  
compartment:SFWC 7 0.012 0.002 1.26 0.274  
contamination:compartment:SFWC 7 0.003 0 0.342 0.933  
Residuals 151 0.211 0.001    
Other Bacteria Df Sum Sq Mean Sq F value Pr(>F)   
contamination 1 0.003 0.003 7.064 0.009 ** 
compartment 1 0.001 0.001 1.917 0.168  
SFWC 7 0.002 0 0.683 0.686  
contamination:compartment 1 0 0 0.411 0.522  
contamination:SFWC 7 0.001 0 0.477 0.85  
compartment:SFWC 7 0.002 0 0.692 0.678  
contamination:compartment:SFWC 7 0.002 0 0.771 0.613  
Residuals 151 0.061 0    
Other Proteobacteriota Df Sum Sq Mean Sq F value Pr(>F)   
contamination 1 0.005 0.005 9.285 0.003 ** 
compartment 1 0.002 0.002 3.739 0.055 . 
SFWC 7 0.003 0 0.837 0.558  
contamination:compartment 1 0.001 0.001 2.098 0.15  
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contamination:SFWC 7 0.001 0 0.367 0.92  
compartment:SFWC 7 0.002 0 0.564 0.784  
contamination:compartment:SFWC 7 0.002 0 0.602 0.753  
Residuals 151 0.084 0.001    
Pseudomonas Df Sum Sq Mean Sq F value Pr(>F)   
contamination 1 0.007 0.007 1.655 0.2  
compartment 1 0.002 0.002 0.391 0.532  
SFWC 7 0.026 0.004 0.851 0.547  
contamination:compartment 1 0.002 0.002 0.424 0.516  
contamination:SFWC 7 0.027 0.004 0.883 0.521  
compartment:SFWC 7 0.032 0.005 1.027 0.415  
contamination:compartment:SFWC 7 0.032 0.005 1.052 0.397  
Residuals 151 0.664 0.004    
Rahnella Df Sum Sq Mean Sq F value Pr(>F)   
contamination 1 0.003 0.003 0.813 0.369  
compartment 1 0.003 0.003 0.611 0.436  
SFWC 7 0.022 0.003 0.764 0.618  
contamination:compartment 1 0.011 0.011 2.698 0.103  
contamination:SFWC 7 0.034 0.005 1.163 0.327  
compartment:SFWC 7 0.027 0.004 0.904 0.505  
contamination:compartment:SFWC 7 0.019 0.003 0.657 0.708  
Residuals 151 0.633 0.004    
Ralstonia Df Sum Sq Mean Sq F value Pr(>F)   
contamination 1 0.028 0.028 2.6 0.109  
compartment 1 0 0 0.037 0.849  
SFWC 7 0.056 0.008 0.742 0.637  
contamination:compartment 1 0 0 0.039 0.843  
contamination:SFWC 7 0.047 0.007 0.629 0.732  
compartment:SFWC 7 0.085 0.012 1.129 0.348  
contamination:compartment:SFWC 7 0.065 0.009 0.863 0.538  
Residuals 151 1.616 0.011    
Shewanella Df Sum Sq Mean Sq F value Pr(>F)   
contamination 1 0.005 0.005 6.755 0.01 * 
compartment 1 0.001 0.001 0.873 0.352  
SFWC 7 0.003 0 0.588 0.765  
contamination:compartment 1 0 0 0.019 0.89  
contamination:SFWC 7 0.001 0 0.201 0.985  
compartment:SFWC 7 0.007 0.001 1.359 0.227  
contamination:compartment:SFWC 7 0.003 0 0.594 0.76  
Residuals 151 0.11 0.001    
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a Values in bold indicate significant or marginally significant effects. Df, degrees of freedom; F, 

variance ratio; Pr(>F), P value. 
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Tableau Suppl. 11  Summary of the three-way analysis of the variance (ANOVA) on the 
relativeabundance of the PAH-RHDa Gram-positive gene ASVs identified at the genus level of 
Bacteria.  

Other Bacteria Df Sum Sq Mean Sq F value Pr(>F)  
contamination 1 0.243 0.243 61.471 <0.001 *** 
compartment 1 0.002 0.002 0.442 0.507  
SFWC 7 0.049 0.007 1.777 0.096 . 
contamination:compartment 1 0.001 0.001 0.197 0.658  
contamination:SFWC 7 0.045 0.006 1.631 0.131  
compartment:SFWC 7 0.041 0.006 1.492 0.174  
contamination:compartment:SFWC 7 0.036 0.005 1.285 0.261  
Residuals 153 0.605 0.004    
Other Actinobacteriota Df Sum Sq Mean Sq F value Pr(>F)  
contamination 1 0.129 0.129 52.503 <0.001 *** 
compartment 1 0.003 0.003 1.063 0.304  
SFWC 7 0.006 0.001 0.375 0.916  
contamination:compartment 1 0.005 0.005 2.080 0.151  
contamination:SFWC 7 0.017 0.002 0.965 0.459  
compartment:SFWC 7 0.035 0.005 2.007 0.058 . 
contamination:compartment:SFWC 7 0.025 0.004 1.450 0.189  
Residuals 153 0.376 0.002    
Actinobacteria undef.  Df Sum Sq Mean Sq F value Pr(>F)  
contamination 1 0.004 0.004 17.667 <0.001 *** 
compartment 1 0.012 0.012 56.827 <0.001 *** 
SFWC 7 0.000 0.000 0.188 0.988  
contamination:compartment 1 0.000 0.000 0.197 0.658  
contamination:SFWC 7 0.001 0.000 0.981 0.447  
compartment:SFWC 7 0.002 0.000 1.161 0.328  
contamination:compartment:SFWC 7 0.004 0.001 2.437 0.022 * 
Residuals 153 0.032 0.000    
Mycobacterium Df Sum Sq Mean Sq F value Pr(>F)  
contamination 1 0.026 0.026 44.519 <0.001 *** 
compartment 1 0.001 0.001 2.021 0.157  
SFWC 7 0.002 0.000 0.506 0.829  
contamination:compartment 1 0.002 0.002 2.713 0.102  
contamination:SFWC 7 0.002 0.000 0.607 0.749  
compartment:SFWC 7 0.001 0.000 0.263 0.967  
contamination:compartment:SFWC 7 0.001 0.000 0.138 0.995  
Residuals 153 0.089 0.001    
Microbacterium Df Sum Sq Mean Sq F value Pr(>F)  
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contamination 1 0.008 0.008 1.981 0.161  
compartment 1 0.001 0.001 0.318 0.574  
SFWC 7 0.033 0.005 1.105 0.363  
contamination:compartment 1 0.008 0.008 1.810 0.181  
contamination:SFWC 7 0.024 0.003 0.789 0.598  
compartment:SFWC 7 0.026 0.004 0.863 0.537  
contamination:compartment:SFWC 7 0.031 0.004 1.048 0.400  
Residuals 153 0.652 0.004    
Other Proteobacteriota Df Sum Sq Mean Sq F value Pr(>F)  
contamination 1 0.007 0.007 41.720 <0.001 *** 
compartment 1 0.003 0.003 17.525 <0.001 *** 
SFWC 7 0.001 0.000 0.827 0.566  
contamination:compartment 1 0.002 0.002 13.868 <0.001 *** 
contamination:SFWC 7 0.001 0.000 0.664 0.702  
compartment:SFWC 7 0.000 0.000 0.381 0.912  
contamination:compartment:SFWC 7 0.000 0.000 0.400 0.901  
Residuals 153 0.025 0.000    
Other Micrococcales Df Sum Sq Mean Sq F value Pr(>F)  
contamination 1 0.001 0.001 13.452 <0.001 *** 
compartment 1 0.000 0.000 3.446 0.065 . 
SFWC 7 0.000 0.000 0.348 0.930  
contamination:compartment 1 0.000 0.000 0.294 0.588  
contamination:SFWC 7 0.000 0.000 0.321 0.944  
compartment:SFWC 7 0.000 0.000 0.467 0.857  
contamination:compartment:SFWC 7 0.000 0.000 0.452 0.868  
Residuals 153 0.007 0.000 9.000   
Others Df Sum Sq Mean Sq F value Pr(>F)  
contamination 1 0.005 0.005 17.183 <0.001 *** 
compartment 1 0.002 0.002 7.899 0.006 ** 
SFWC 7 0.002 0.000 0.767 0.616  
contamination:compartment 1 0.002 0.002 7.101 0.009 ** 
contamination:SFWC 7 0.002 0.000 0.871 0.531  
compartment:SFWC 7 0.001 0.000 0.462 0.860  
contamination:compartment:SFWC 7 0.001 0.000 0.615 0.743  
Residuals 153 0.048 0.000    

a Values in bold indicate significant or marginally significant effects. Df, degrees of freedom; F, 

variance ratio; Pr(>F), P value. 
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Figure Suppl. 1  Relative abundance of individual bacterial phyla by soil food web complexity 
treatment and compartment 
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