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1. INTRODUCTION 

La surexploitation des ressources forestières résultant d’activités industrielles (industrie 

papetière, etc.) ou de pratiques assurant les besoins des populations locales (ex : bois de 

chauffe, bois d’œuvre, etc.) a abouti à une déforestation significative au cours de ces dernières 

décennies dans les régions tropicales et méditerranéennes (Piéri, 1991). Une des conséquences 

de cette paupérisation du couvert forestier est l’accélération de la dégradation des sols et des 

processus de désertification qui en découlent et qui entraînent une perte ou une réduction des 

propriétés physico-chimiques et biologiques des sols (Requena et al., 2001). Cette 

dégradation de la strate épigée contribue significativement au renforcement des processus 

d’érosion hydrique et éolienne aboutissant à une baisse de la fertilité tellurique et à des 

dysfonctionnements dans le fonctionnement biologique des sols (Garcia et al., 1997). Parmi 

les composantes microbiennes particulièrement sensibles à ces dégradations 

environnementales figurent les champignons mycorhiziens dont la diversité et l’abondance 

dans le sol diminuent fortement dans de telles conditions (Duponnois et al., 2001 ; Azcon-

Aguilar et al., 2003). Ce constat est d’autant plus pertinent que l’établissement de la symbiose 

mycorhizienne mobilise et facilite le transfert d’éléments nutritifs (N, P) vers la plante, 

améliore l’aggrégation des sols érodés et enfin entraîne une meilleure résistance des plantes 

aux déficits hydriques (Smith et Read, 1997). 

Les champignons mycorhiziens sont présents dans pratiquement tous les écosystèmes 

terrestres et sont considérés comme des éléments clés dans les processus biologiques régissant 

le fonctionnement des principaux cycles biogéochimiques terrestres et l’évolution spatio-

temporelle du couvert vegetal (van der Hejden et al., 1998 ; Requena et al., 2001 ; Schreiner 

et al., 2003). Deux types principaux d’associations mycorhiziennes sont distingués : les 

mycorhizes à arbuscules (MA) et les ectomycorhizes (ECM). La symbiose mycorhizienne à 

arbuscules est majoritairement présente dans le règne végétal et intéresse les ptéridophytes, 

les gymnospermes et les angiospermes (Read et al., 2000). Ces symbiotes fongiques sont 

associés à environ 80-90 % des plantes terrestres dans les écosystèmes et agrosystèmes 

(Brundrett, 2002). Les ectomycorhizes sont observées au niveau des racines d’arbres, arbustes 

et parfois d’herbacées péréennes (ex : Helianthemum spp.) et résultent de l’association 

d’Homobasidiomycètes avec environ 20 familles de plantes (Smith et Read, 1997). Ces 

espèces végétales contractent des relations symbiotiques avec une grande diversité de 

champignons ectomycorhiziens évaluée entre 4 000 et 6 000 espèces, principalement des 

Basidiomycètes et Ascomycètes (Allen et al., 1995 ; Valentine et al., 2004). La distribution 
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des champignons ectomycorhiziens n’est pas uniforme au niveau spatial et temporel en termes 

d’abondance et de diversité. Cette répartition hétérogène au sein de l’écosystème est un 

facteur important à prendre en compte dans les opérations de reboisement, plus 

particulièrement lorsque la végation présentant un statut ectotrophe s’est rarérifiée (Marx, 

1991) ou lorsque le potentiel ectomycorhizien des sols a subi de profondes dégradations à la 

suite d’événements d’origine naturelle (Terwilliger et Pastor, 1999) ou anthropique (Jones et 

al., 2003). 

La carence en structures ectomycorhiziennes au sein des racines des arbres est la cause 

principale des dysfonctionnements observés dans l’évolution spatio-temporelle des 

écosystèmes forestiers tant au niveau de la structure et de la productivité du couvert végétal 

que de sa capacité de résilience envers divers stress environnementaux. De nombreuses études 

ont montré que des champignons ectomycorhiziens spécifiques sont capables d’améliorer la 

croissance juvénile de certaines espèces forestières et d’atténuer les effets de la crise de 

transplantation (Castellano et Molina, 1989 ; Kropp et Langlois, 1990 ; Marx et al., 1991 ; 

Castellano, 1996 ; Roldan et al., 1996 ; Garbaye et Churin, 1997 ; Duponnois et al., 2005, 

2007). Comme il est estimé que la symbiose mycorhizienne est présente chez 95 % des 

espèces végétales au sein d’un couvert végétal non ou peu perturbé et que ce pourcentage sera 

uniquement de 1 % dans le cas d’écosystèmes perturbés, le potentiel mycorhizien des sols doit 

être rétabli afin de valoriser l’effet « symbiose » pour améliorer la croissance de la plante hôte 

et ainsi optimiser la performance d’opérations de reboisement. Une des voies d’action pour 

atteindre cet objectif est d’inoculer en masse au substrat de culture des propagules 

mycorhiziennes afin d’assurer le transfert en milieu naturel de plants « outillés » (en termes 

d’intensité de colonisation des racines par le symbiote fongique) pour supporter la crise de 

transplantation et présenter une croissance optimale dans des sols carencés en éléments 

nutritifs. Cependant, l’effet positif sur la croissance de la plante de l’association 

mycorhizienne est fonction du ou des symbiotes fongiques inoculés et de la plante hôte 

(Guelh et al., 1990 ; Bâ et al., 2002 ; Duponnois et Plenchette, 2003). Cette variabilité dans la 

réponse de la plante à l’inoculation mycorhizienne dépend de plusieurs facteurs comme le 

degré de compatibilité entre les deux composantes de la symbiose (plante/symbiote fongique), 

la dépendance mycorhizienne de la plante hôte, l’efficacité du champignon en termes d’effet 

sur la croissance de la plante en rapport avec les caractéristiques biotiques et abiotiques du 

milieu (Garbaye, 1988). Afin d’augmenter la performance des programmes de reboisement, il 

est nécessaire que les pépinières forestières produisent des plants mycorhizés par des souches 

fongiques performantes et adaptées aux conditions écologiques rencontrées au niveau du site 
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de plantation. En fonction de ces paramètres pris en considération, différentes méthodes 

d’inoculation contrôlée sont susceptibles d’être identifiées afin d’optimiser l’effet fongique 

sur la croissance de la plante hôte. 

Le principal objetif de cette contribution est de présenter différentes méthodes basées sur une 

production en masse d’inocula fongiques performants et de synthétiser les données 

disponibles montrant l’intérêt de recourir à la mycorhization contrôlée pour améliorer les 

performances d’opérations de reboisement en milieu tropical et méditerranéen. 

 

2. CRITERES DETERMINANT LE CHOIX DU TYPE DE FORMULATION DE L’INOCULUM 

FONGIQUE 

Les critères principaux permettant d’identifier le type d’inoculum fongique à utiliser peuvent 

être résumés de la façon suivante : 

– le degré de l’impact de la souche fongique sélectionnée sur la croissance et l’état sanitaire 

des espèces forestières utilisées dans les projets de plantation ; 

– la capacité des propagules fongiques à conserver leur viabilité après différents temps de 

conservation et maintenir ainsi leur efficacité sur la croissance de la plante au moment de 

l’inoculation du substrat ; 

– le coût de la production et de la formulation de l’inoculum fongique qui doit être compatible 

avec les capacités socio-économiques des utilisateurs potentiels. 

 

3. LES SPORES FONGIQUES COMME SOURCE D’INOCULUM MYCORHIZIEN 

Les spores collectées à partir de fructifications peuvent être utilisées comme inoculum naturel 

mycorhizien. Cette pratique a été largement développée dans les pépinières forestières 

(Castellano, 1994). Cependant, l’inoculation basée sur l’introduction des spores dans le 

substrat de culture est particulièrement dépendante du symbiote fongique et est limitée à 

certains champignons tels que Pisolithus et Scleroderma. 
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3.1. INOCULUM DE TYPE « SPORES » ET EFFET SUR LA CROISSANCE DE LA PLANTE HOTE 

Il existe différentes formulations d’inocula fongiques de type « spores ». Quelle que soit la 

formulation finale de l’inoculum, la première étape du processus repose sur la collecte de 

carpophores soigneusement identifiés et conservés dans des sacs en papier. Ces carpophores 

sont ensuite brossés afin d’éliminer les éléments indésirables (fragments de racines, traces de 

sol, etc.) puis mis à incuber dans l’obscurité à 35 °C environ. Le matériel ainsi séché est broyé 

dans des sacs en plastique puis tamisé à 200-500 m. Ce produit séché est ensuite mélangé à 

différents types de substrat inerte pour aboutir aux formulations suivantes : 

– La poudre de spores est mélangée à un sable fin prélablement stérilisé (140 °C, 20 min) au 

ratio de 1 pour 100 (m/m). Les supports culturaux sont ensuite remplis par le substrat de 

culture amendé par l’inoculum fongique ou l’inoculum fongique est placé dans le trou de 

plantation du jeune semis. 

– La poudre de spores est incluse dans un support inerte (ex : argile) pour obtenir des granules 

qui seront placés dans le trou de plantation de la jeune plantule (de la Cruz et al., 1990). 

Turjaman et al. (2005) ont évalué l’effet de différents champignons ectomycorhiziens sur la 

croissance de plusieurs espèces de diptérocarpacées dans une expérience réalisée en 

conditions contrôlées. Des carpophores prélevés en milieu naturel ont été broyés 

manuellement dans des sacs en plastique afin de minimiser la perte de spores et d’éventuelles 

contaminations entre les souches fongiques testées (de la Cruz et al., 1990). Les carpophores 

broyés ont ensuite été mélangés à une argile pour former des granules au ratio de 1 pour 

100 (m/m). L’inoculation a été réalisée 10 jours après la germination des graines. Un trou a 

été matérialisé dans chaque pot pour y introduire l’inoculum fongique (0,4 g) à environ 1 cm 

en dessous de la surface du sol à proximité de la racine. 

– Un autre processus d’inoculation, basé sur l’utilisation de spores ectomycorhiziennes, 

repose sur l’enrobage des graines par un mélange de spores et d’un agent collant comme 

l’argile (Marx et al., 1984). 

Les effets positifs sur la croissance de la plante résultant de l’inoculation ectomycorhizienne 

dans des conditions de pépinières forestières, ont été fréquemment publiés (tabl. 1). Toutefois, 

cette technique souffre de limites qui sont résumées de la façon suivante : 

– difficultés de collecter de grandes quantités de carpophores pour certaines espèces 

fongiques,
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Tableau 1. Impact de l'inoculation par des spores de champignons ectomycorhiziens sur la croissance de la plante hôte en pépinière.  

Ref.(1) Souche Plante Formulation Inoculum Effets sur la croissance (%) et l'infection ectomycorhizienne  

    Hauteur BA(2) BR(3) IE (%) (4) 

A Pisolithus arhizus Shorea pinanga Granules + 46,1(5) + 66,7 nd(6) 87 

A Scleroderma sp. S. pinanga Granules + 41,3 + 60,5 nd 86 

B P. tinctorius Acacia mangium Granules nd + 29,1 + 40,7 52 

C Rhizopogon 

roseolus 

Pinus halepensis Suspension sporale - 30,1 nd nd 48 

C Suillus collinitus Pinus halepensis Suspension sporale + 27,8 nd nd 75 

D Scleroderma 

albidum 

Eucalyptus 

globulus 

Suspension sporale + 32,1 + 19,7 + 42,5 nd 

D S. areolatum E. globulus Suspension sporale + 17,5 + 9,1 + 33,5 nd 

D S. cepa E  globulus Suspension sporale + 30,8 + 8,8 + 2,0 nd 

D S. albidum E. urophylla Suspension sporale - 3,6 + 3,1 - 0,7 nd 

D S. areolatum E. urophylla Suspension sporale + 7,2 + 4,9 + 4,0 nd 

D S. cepa E. urophylla Suspension sporale + 6,3 + 13,0 + 1,4 nd 

E P. tinctorius P. halepensis Spore suspension + 37,1 + 44,9 + 41,7 55,4 

E R. roseolus P. halepensis Suspension sporale + 38,3 + 44,6 + 28,6 39,5 

E Suillus collinitus P. halepensis Suspension sporale + 35,1 + 28,2 + 30,6 28,9 
(1) Ref. : Référence : A : Turjaman et al. (2005). B : Aggangan et al. (2010). C : Rincon et al. (2007). D : Chen et al. (2006). E : Torres et 

Honrubia (1994). (2) Biomasse aérienne. (3) Biomasse racinaire. (4) Infection ectomycorhizienne. (5) (valeur moyenne des plants mycorhizés  

– valeur moyenne des plants non mycorhizés) x 100) (valeur moyenne des plants mycorhizés). (6) nd : non déterminé. 
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– efficacité limitée de ce type d’inoculum fongique due à la germination lente des spores ou la 

faible viabilité des spores. 

Malgré ces quelques critiques, ce processus d’inoculation est facile à mettre en œuvre et reste 

une technique efficace pour le transport et la conservation des spores pour certains 

champignons ectomycorhiziens tels que Pisolithus or Scleroderma. 

 

4. INOCULUM FONGIQUE DE TYPE « VEGETATIF » 

Cette formulation d’inoculum requiert des cultures pures de souches de champignons 

ectomycorhiziens généralement obtenues à partir de carpophores de champignons 

ectomycorhiziens collectés en milieu naturel, mais également en utilisant des racines 

ectomycorhizées, des sclérotes, des rhizomorphes et des spores (Molina et Palmer, 1982). 

Dans ce chapitre, les techniques visant à obtenir des cultures pures de champignons 

ectomycorhiziens seront décrites. 

 

4.1. ISOLEMENT DE SOUCHES FONGIQUES A PARTIR DE CARPOPHORES 

Cette procédure est généralement considérée comme la méthode la plus performante pour 

obtenir des cultures pures de champignons ectomycorhiziens. Les carpophores sont brossés à 

l’aide d’une brosse fine pour éliminer les éléments indésirables susceptibles d’introduire des 

contaminants microbiens (fragments de racines, particules de sol, etc.) puis divisés en deux 

parties en conditions axéniques dans une hotte à flux laminaire pour faire apparaître la chair 

pilérique du carpophore. Un petit fragment de chair pilérique (5 x 5 x 5 mm environ) est alors 

prélevé à l’aide d’un scalpel et placé dans une boîte de Petri remplie avec un milieu nutritif 

gélosé. Étant donné que les besoins nutritionnels varient en fonction de l’espèce fongique 

isolée, différents milieux nutritifs peuvent être utilisés (tabl. 2). Les cultures fongiques sont 

mises à incuber à 25 °C dans l’obscurité et différents repiquages successifs seront opérés 

jusqu’à l’élimination finale de tous contaminants microbiens indésirables. Les souches sont 

conservées en pratiquant des repiquages toutes les 6 à 12 semaines en fonction de la souche 

fongique cultivée. 
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Tableau 2. Composition de milieux nutritifs généralement utilisés dans les procédés 

d'isolement et de culture des champignons ectomycorhiziens (d'après Brundrett et al., 1996). 

Composition Milieux nutritifs 

 MMN(1) Pachlewski(2) FDA(3) 

Nutriments (mg.l-1)    

(NH4)2HPO4 250   

NH4Cl   500 

C4H12N2O6 
(4)  500  

KH2PO4 500 1000 500 

MgSO47H2O 150 500 500 

CaCl22H2O 50 50  

NaCl 25   

Fe EDTA 20 20  

H3BO3  2,8  

MnCl22H2O  3,0  

ZnSO47H2O  2,3  

CuCl22H2O  0,63  

Na2Mo42H2O  0,27  

    

Hydrates de C (g.l-1)    

Maltose  5  

Glucose 10 20 20 

Malt extract 3   

    

Vitamines (g.l-1)    

Thiamine HCl 0,1 0,1  

    

Agar (g.l-1) 20 20 20 

    

pH    

pH ajusté à 5,8 5,4 5,0 
(1) MMN : Modified Menin Norkrans medium (Marx, 1969). (2) Pachlewski medium 

(Pachlewski et Pachlewski, 1974). (3) Ferry et Das (1968). (4) Ammonium tartrate. 
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4.2. FORMULATION D’INOCULA DE TYPE « VEGETATIF » ET EFFET SUR LA PLANTE HOTE 

Ces formulations sont uniquement réalisables avec des souches fongiques capables de se 

multiplier rapidement et à grande échelle sur différents substrats de culture. Deux principaux 

supports inertes sont utilisés : la production de mycélium sur un mélange tourbe/vermiculite et 

la formulation d’inocula ectomycorhizien par inclusion des propagules fongiques dans une 

matrice formée par un hydrogel tel que l’alginate de calcium. 

 

4.2.1. INOCULA TOURBE – VERMICULITE (Marx et Bryan, 1975) 

Des bocaux en verre (1,6 l) remplis par 1,3 l d’un mélange tourbe/vermiculite (4:5-1:5, v:v, 

pH = 5,5) sont autoclavés (120 °C, 20 min). Un mélange basé sur un ratio tourbe/vermiculite 

peut également être retenu (2:3-1:3), mais des substances gazeuses émises à partir de la tourbe 

suite à la désinfection du substrat, peuvent être toxiques pour le champignon et ralentir son 

développement. En conséquence, le mélange (4:5-1:5, v:v) est généralement appliqué. Le 

substrat est ensuite humidifié à la capacité au champ avec 600 ml d’une solution nutritive 

(tabl. 2). Les bocaux sont obturés par un couvercle percé par un trou de 1 cm de diamètre, lui-

même bouché par un morceau de coton cardé afin de permettre les échanges gazeux entre le 

milieu extérieur et l’intérieur du bocal, mais en évitant l’entrée de contaminants microbiens 

indésirables. Les bocaux ainsi conçus sont de nouveau autoclavés (120 °C, 20 min). Après le 

refroidissement du substrat de culture, environ 8 implants prélevés à la périphérie de colonies 

fongiques cultivées sur un milieu nutritif dans des boîtes de Petri, sont introduits dans le bocal 

à la surface du substrat en conditions axéniques. En fonction de la souche fongique utilisée, le 

mycélium colonise généralement la totalité du substrat après 6 à 10 semaines d’incubation à 

25 °C à l’obscurité. Pour accélérer la multiplication du champignon, le substrat colonisé après 

1 à 2 semaines de culture, peut être fragmenté en agitant le bocal et ainsi homogénéiser la 

distribution du mycélium au sein du substrat de culture dans chaque bocal. Ce type 

d’inoculum fongique ainsi conditionné peut être conservé pendant environ 6 mois à 4 °C sans 

que le symbiote perde sa viabilité et son infectivité. 

 

4.2.2. ENCAPSULATION DES PROPAGULES MYCORHIZIENNES DANS DES BILLES D’ALGINATE 

(Mauperin et al., 1987) 

Ce processus permettant l’inclusion de fragments de mycélium dans un gel polymérisé (plus 

particulièrement l’alginate de calcium) a été décrit par Dommergues et al. (1979) et Le Tacon 
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et al. (1983, 1985). Ce type de formulation est plus efficace que celle basée sur l’utilisation de 

la tourbe/vermiculite (Mortier et al., 1988), car le mycélium est protégé au sein des gels des 

différents stress d’origine abiotique (stress hydrique) et biotique (compétition avec d’autres 

microorganismes du sol). Avec cette technique, il est également possible de déterminer 

précisément la quantité de mycélium apportée au sol, ainsi que le nombre de propagules 

viables et efficientes. Différentes méthodes ont été testées pour mesurer la quantité de 

mycélium présente dans un substrat type tourbe/vermiculite [(Mesure des teneurs en 

ergostérol, Martin et al. (1990) ; Mesure des teneurs en chitine, Vignon et al. (1986)], mais 

aucune n’a donné de résultats fiables et reproductifs, car les substances émises par la tourbe 

en milieu aqueux interfèrent avec les mesures colorimétriques. 

En utilisant une souche fongique capable de se multiplier en milieu liquide sous agitation, une 

suspension mycélienne est produite dans des flacons de type Erlenmeyer ou dans des 

fermenteurs remplis par un milieu nutritif liquide approprié. Après une durée de culture 

dépendante du symbiote fongique utilisé, le mycélium est lavé avec de l’eau distillée afin 

d’éliminer les résidus de composés nutritifs issus du milieu de culture et finement broyés pour 

obtenir une masse homogène de propagules fongiques (quelques articles d’hyphes par 

propagule) et enfin resuspendus dans de l’eau distillée. Le contenu en mycélium de 

l’inoculum est apprécié en mesurant la biomasse fongique sèche par millilitre ou en 

dénombrant le nombre de propagules viables (méthode de suspension/dilution et étalement 

dans des boîtes de Petri contenant un milieu nutritif). Puis la suspension de propagules 

fongiques est mélangée (1:1, v:v) à une solution contenant 20 g.l-1 d’alginate de sodium et 

50 g.l-1 de poudre de tourbe préalablement stérilisée. La suspension finale est injectée dans un 

tube percé par des trous de 2 mm permettant de laisser goutter la suspension dans un bain de 

solution de chlorure de calcium (100 g.l-1 CaCl2). La présence de chlorure de calcium entraîne 

la polymérisation de l’alginate de Na sous forme d’alginate de calcium formant ainsi des 

billes solides (Mauperin et al., 1987). Ces billes sont immergées pendant 24 h dans le bain de 

chlorure de calcium, puis récupérées et lavées à l’eau du secteur pour éliminer les traces de 

chlorure de calcium et enfin conservées dans des bidons à 4 °C. Ce type d’inoculum peut être 

conservé en l’état pendant 9 mois sans présenter une perte de qualité. Ces billes sont 

préparées en utilisant 1 à 2 g de mycélium (poids sec) par litre (Mortier et al., 1988). 
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4.2.3. ECTOMYCORHIZATION CONTROLEE EN SERRE, PEPINIERE ET EN CONDITIONS DE 

PLANTATION 

Ces procédures ont pour objectifs de tester différentes souches fongiques pour déterminer leur 

compatibilité avec la plante hôte retenue et de mesurer l’impact du symbiote fongique sur un 

paramètre donné (ex : effet sur la croissance de la plante) afin de sélectionner les souches les 

plus performantes susceptibles d’être utilisées dans les opérations de reboisement. Ces 

approches scientifiques et techniques seront illustrées par les résultats obtenus en milieu 

tropical avec différentes espèces d’Acacia australiens. 

 

4.2.3.1. SELECTION DE SOUCHES FONGIQUES EFFICIENTES EN CONDITIONS CONTROLEES 

De jeunes plantules sont cultivées dans un sol préalablement tamisé et désinfecté ou non à la 

chaleur (120 °C, 20 min) ou dans un substrat inerte de type tourbe/vermiculite (1:1, v:v). 

Différents types de supports culturaux peuvent être retenus en fonction de l’objectif de 

l’expérience. L’inoculation ectomycorhizienne est ensuite réalisée en mélangeant l’inoculum 

au substrat de culture. Le traitement témoin (sol non inoculé par le symbiote) est réalisé en 

mélangeant avec le sol un mélange tourbe/vermiculite humidifié par la solution nutritive 

(10/1 ; v:v). De nombreux résultats montrent l’intérêt d’inoculer des souches fongiques 

performantes quant à leur effet sur la croissance de la plante hôte et le potentiel de cette 

pratique culturale dans des opérations de reboisement à grande échelle en milieu tropical et 

méditerranéen (tabl. 3). Malheureusement force est de constater que cette innovation n’est 

réalisée qu’avec un nombre limité de champignons appartenant généralement aux genres 

Laccaria, Hebeloma, Paxillus, Pisolithus, Scleroderma, Suillus ou Rhizopogon (Castellano, 

1996). 

 

4.2.3.2. INOCULATION CONTROLEE AU CHAMP 

Il est maintenant parfaitement admis que l’inoculation mycorhizienne contrôlée améliore de 

façon significative la croissance d’essences forestières dans des milieux particulièrement 

dégradés. Cependant, la plupart de ces expériences a été réalisée en conditions de serre et peu 

de résultats attestent de l'effet durable de l'impact du champignon sur le développement de la 

plante hôte en conditions naturelles non contrôlées, plus particulièrement en milieu sahélien. 
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Tableau 3. Croissance de quelques espèces d'Acacia australiens inoculées par différentes souches de champignons ectomycorhiziens (Inoculum 
type tourbe/vermiculite) après 4 mois de culture en conditions contrôlées. 

Souches fongiques Espèces d'Acacia Effets sur la croissance (%) et l'infection ectomycorhizienne Références 

  BA(1) BR(2) IE(3) (%)  

Pisolithus albus IR100 A. auriculiformis + 42,1(4) + 38,6 45,2 A (5) 

P. albus IR100 A. mangium + 35,9 + 44,1 20,1 A 

P. albus IR100 A. platycarpa + 43,1 + 9,8 31,6 A 

Pisolithus sp. SL2 A. holosericea + 56,7 + 10,6 48,3 A 

P. albus COI007 A. holosericea + 55,6 + 25,3 43,8 A 

P. albus COI024 A. holosericea + 50,4 + 17,1 10,8 A 

Pisolithus sp. COI032 A. holosericea + 54,9 + 12,6 15,0 A 

P. albus IR100 A. holosericea + 57,1 + 48,9 25,2 A 

P. tinctorius GEMAS A. holosericea + 57,8 + 14,1 43,1 A 

Scleroderma dictyosporum IR109 A. holosericea + 52,9 + 21,0 53,4 A 

S. verrucosum IR500 A. holosericea + 64,4 + 14,1 13,8 A 

P. tinctorius GEMAS A. crassicarpa + 77,1 + 52,3 49,4 B 

P. albus COI024 A. mangium + 54,5 + 52,1 41,7 C 

Scleroderma sp. IR408 A. holosericea + 82,1 + 89,6 13,8 D 

S. dictyosporum IR412 A. holosericea + 72,9 + 82,6 12,5 D 

 

(1) Biomasse aérienne. (2) Biomasse racinaire. (3) Infection ectomycorhizienne. (4) (valeur moyenne des plants mycorhizés – valeur moyenne des 
plants non mycorhizés) x 100)/(valeur moyenne des plants mycorhizés). (5) A : Duponnois et Plenchette (2003). B : Lesueur et Duponnois (2005). 
C : Duponnois et al. (2002). D : Duponnois et al. (2006). 
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Des plantations de mycorhization contrôlée ont été réalisées au Sénégal en utilisant une 

espèce d'Acacia australien, A. holosericea, et un champignon ectomycorhizien Pisolithus 

albus isolat IR100 (Duponnois et al., 2007). Le développement de cette essence forestière à 

croissance rapide a été amélioré dans toutes les plantations (fig. 1). Ces résultats suggèrent 

que dans des sols carencés en phosphore, la présence de symbiotes fongiques compatibles et 

efficients constitue un facteur majeur pour assurer le succès de la plantation tant au niveau de 

sa productivité que de sa durabilité (Dommergues et al., 1999). Toutefois et pour évaluer 

correctement la robustesse de cette technique de mycorhization contrôlée, ce type 

d'expérience doit être reproduit dans d'autres conditions environnementales en utilisant 

d'autres couples Essence forestière/symbiote fongique. 

Figure1. Croissance de A. holosericea (exprimée en tonne de biomasse ligneuse par hectare 

avec une densité de plantation de 1 200 plants à l'hectare) inoculé ou non par Pisolithus albus 

isolat IR100 après 18 mois de plantations au Sénégal (d'après Duponnois et al., 2007). 
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5. CONCLUSION 

De nombreux travaux ont mis en évidence l'intérêt indéniable de valoriser les ressources 

fongiques symbiotiques pour améliorer la performance d'opérations de reboisement dans des 

milieux hostiles (sols carencés en éléments nutritifs, déficit en eau, etc.). Parallèlement, de 

nombreuses études ont été entreprises afin de minimiser le coût de production de l'inoculum 

fongique considéré comme le principal facteur limitant l'utilisation à grande échelle de la 

mycorhization contrôlée. Toutefois, la majeure partie de ces résultats ont été obtenus en 

conditions contrôlées et beaucoup reste à faire pour vulgariser cette technique culturale vis-à-

vis des hommes du métier (pépiniéristes) qui, comme en attestent les résultats présentés dans 

ce chapitre, pourrait améliorer de manière significative les performances des opérations de 

reboisement et de réhabilitation des zones dégradées en milieu méditerranéen et tropical. 
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