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Glossaire 
 
 
Sont rappelées ci-dessous les définitions de certains termes, non définis dans le texte, à l’attention du lecteur non-
biologiste ou non-spécialiste du domaine qui souhaiterait tout de même s’attarder sur tout ou partie du manuscrit 
ci-dessous. Les termes définis ci-dessous sont indiqués par une * à leur première apparition dans le texte.  

 
 
Autotrophie. Pour un élément donné (ex : le 
carbone), capacité à prélever puis métaboliser cet 
élément sous une forme minérale (ex : le CO2). Les 
plantes vertes sont autotrophes au carbone. On parle 
d’hétérotrophie lorsque l’élément à prélever est 
forcément sous une forme organique.  
 
Convergence. En évolution, processus par lequel des 
organismes non-apparentés acquièrent, au cours de 
l’évolution, des caractéristiques morphologiques 
et/ou fonctionnelles similaires de manière 
indépendante, généralement en étant soumis à des 
contraintes environnementales similaires.  
 
Chitine. Structure composée de sucres complexes 
assurant le soutien cellulaire chez les champignons 
(parois fongiques) ou les arthropodes. Son 
équivalent dans le monde végétal est la cellulose.  
 
Épiphytisme. Du grec epi, sur, et phyton, végétal, se 
dit d’un organisme qui réalise l’ensemble de son 
cycle de vie sur une plante. Exemple : plantes 
épiphytes, certains lichens, certaines mousses etc.  
 
Généraliste. En écologie des interactions, se dit d’un 
organisme capable d’interagir avec une large de 
gamme de partenaires différents (ex : une plante en 
interaction avec plusieurs espèces de champignons 
mycorhiziens). Dans le cas contraire, on parle 
d’organisme spécialiste.  
 
Hétérotrophie. Pour un élément donné (ex : le 
carbone), nécessité de bénéficier d’une source 
nutritive d’origine organique (ex : sucre C6H1206). 
Les champignons, ou l’Homme, sont hétérotrophes 
au carbone. Les organismes capables d’utiliser un 
élément sous sa forme minérale sont dits 
autotrophes pour cet élément.  
 
Lyse. Destruction de structures organiques, 
notamment de cellules.  

Membrane plasmique. Double membrane lipidique 
délimitant chaque cellule.  
 
Mutualisme. Interaction à bénéfices réciproques 
entre deux organismes différents.  
 
Photosynthèse. Processus physico-chimique par 
lequel les plantes convertissent le CO2 
atmosphérique en sucres grâce à l’énergie lumineuse. 
Ce processus fait notamment intervenir la 
chlorophylle, molécule qui donne sa couleur verte 
au monde végétal. L’équation de la réaction est la 
suivante : 6CO2 + 6H2O à C6H12O6 + 6O2. 
 
Phylogénie. Étude de l’évolution et des liens de 
parentés entre organismes.  
 
Plante vasculaire. Plantes présentant des tissus 
vasculaires (assurant le transport des sèves) 
différenciés et spécialisés. Cela comprend la majorité 
des plantes à l’exclusion des mousses et hépatiques.  
 
Polyphylétique. Se dit d’un groupe phylogénétique* 
composé de plusieurs organismes sans lien de 
parenté direct.  
 
Saprophytisme. Capacité d’un organisme à dégrader 
et à se nourrir de matière organique morte d’origine 
végétale. Le saprotrophisme fait référence à tout type 
de matière organique morte (non forcément 
végétale).    
 
Spore. Structure de dissémination chez les 
champignons. Les spores peuvent résister plusieurs 
années dans les sols ou sur d’autres surfaces. Elles 
peuvent être issues d’une reproduction sexuée (avec 
brassage génétique entre deux individus) ou asexuée 
(sans brassage génétique). 
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I. Les mycorhizes 
 
 

1.1.   Préambule : qu’est-ce qu’une plante ? 
 
 

Quiconque a déjà posé les yeux sur une plante pourrait grossièrement en dessiner les 

traits. Prenons l’exemple d’un arbre : un tronc naissant du sol, s’élançant plus ou moins vers le 

ciel pour se ramifier en une multitude de branches portant des feuilles vertes. En étirant le trait, 

on pourrait rajouter que la plante s’étend également dans le sol, à travers un réseau racinaire 

complexe. 

Les feuilles permettent à la plante de se nourrir : elles utilisent l’énergie lumineuse afin de 

convertir le dioxyde de carbone de l’atmosphère (CO2) en sucres, nécessaires à sa croissance et à 

son métabolisme : c’est la photosynthèse*. Pendant ce temps, les racines absorbent les minéraux 

et nutriments du sol, ainsi que l’eau, également nécessaires à sa survie. Entre ces deux 

compartiments, des flux de sèves acheminent les sucres aux racines d’une part, et les minéraux et 

l’eau aux parties aériennes d’autre part.  

Voici donc, en quelques lignes et de manière quelque peu grossière, à quoi il est possible de 

résumer la structure et le fonctionnement d’une plante.  

 

Cependant, nous avons manqué ici de nous attarder sur un point essentiel de la vie d’une 

plante (et de l’ensemble du vivant d’ailleurs) : la plante -comme le reste du monde vivant - n’est 

jamais seule1. Elle interagit dans son environnement avec une multitude d’organismes, parfois 

très différents d’elle. Certains peuvent lui causer du tort, comme les herbivores qui en dévorent 

les feuilles, mais d’autres lui sont bénéfiques, voire lui sont indispensables. On pourrait penser 

par exemple aux abeilles qui, butinant de fleurs en fleurs à la recherche de nectar, en disséminent 

le pollen assurant ainsi la reproduction des plantes. Cependant, à la nuit tombée, l’abeille rentre 

dans son nid et laisse la plante, bien ancrée dans le sol, à son triste sort.  

Pourtant, il est des partenaires qui ne l’abandonnent jamais et sans qui les plantes n’auraient 

sûrement pas eu le succès (évolutif !) qu’on leur connait aujourd’hui. Pour les voir, armez-vous 

d’une loupe ou d’un microscope (et d’une pelle) et partez explorer leurs racines à la recherche de 

leurs compagnons de toujours : les champignons !  

Ainsi, s’il sera ici question de plantes (et pas n’importe lesquelles : les orchidées !), vous 

comprendrez vite que l’on ne peut dissocier la plante de ses partenaires fongiques. Nous parlerons 

donc, avant tout et contre toute attente, de champignons ! Plus particulièrement de ceux qui, 

 
1 Formule tirée de l’ouvrage éponyme « Jamais seul. Ces microbes qui construisent les plantes, les animaux et les 
civilisations », écrit par Marc-André Selosse, aux éditions Actes Sud.  
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associés de manière durable et bénéfique aux racines des plantes (on parle alors de symbioses 

mycorhiziennes ou mycorhizes), participent à leur développement, à leur croissance, à leur survie 

et à leur succès.  

 

1.2.   Les symbioses mycorhiziennes : découverte et définition actuelle 
 

1.2.1.   La symbiose, origine historique et définition 

 
Pour bien comprendre la notion de symbiose, il est nécessaire de revenir aux origines de sa 

définition, qui nous ramènent à la fin des années 1870-1880 (Perru, 2006). À cette époque, le 

terme symbiose, du grec sýn, ensemble, et bíos, la vie, fait référence à la vie conjointe de deux 

organismes dans un cadre essentiellement parasitique : le premier organisme parasite le second.  

 

C’est en étudiant les lichens, organismes mi algues, mi champignons, que les scientifiques 

Albert-Bernhardt Frank (Frank, 1877) et Anton de Bary (de Bary, 1879) élargissent le terme de 

symbiose à l’ensemble des « phénomènes de la vie en commun d’organismes différents ». Ce 

nouveau paradigme, basé uniquement sur la notion du « vivre ensemble », ouvre donc la voie à 

considérer comme symbiotique toute association parasitique, mais également mutualiste*, tant 

que celle-ci est de caractère physique et durable (Selosse, 2017). 

 

Dans la littérature anglophone, le terme symbiosis continue de désigner cette association 

physique et durable dans son sens le plus large. Dans la littérature francophone en revanche, le 

terme symbiose restreint généralement l’interaction à un caractère mutualiste, c’est-à-dire que les 

deux partenaires tirent des bénéfices réciproques de l’association. Dans la suite du texte, c’est 

cette dernière définition que nous tâcherons d’utiliser.  

 

1.2.2.    Les symbioses mycorhiziennes 

 
C’est au botaniste et scientifique Albert-Bernhard Frank, déjà cité plus haut, que l’on doit 

l’introduction du terme mycorhize (Trappe, 2005; Bonfante, 2018). Dans un article publié en 1885 

(Frank, 1885 ; traduction en anglais : Frank, 2005), il décrit et conceptualise cette association 

racinaire entre une plante et un champignon, « union de deux organismes différents en un seul » 

et la nomme mycorhize, du grec myco, champignon, et rhiza, racine. La mycorhize ainsi définie 

désigne aussi bien l’association que l’organe lui-même : un organe chimérique mi plante, mi 

champignon.  
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Figure 1 Principaux types de mycorhizes observés au sein du règne végétal. Les cellules végétales 
racinaires sont en blanc, les structures fongiques sont colorées en bleu. Adapté de Selosse & Le Tacon, 
1998.  

 

 

D’abord décrite entre la truffe Elaphomyces granulatus et le pin2, sous la forme d’un 

manchon mycélien entourant la racine de la plante (on parle alors d’ecto-mycorhize), la notion 

d’association mycorhizienne est élargie quelques années plus tard par A.B. Frank aux symbioses 

dites endo-mycorhiziennes, c’est-à-dire lorsque le champignon ne forme pas de manchon 

mycélien extra-racinaire, mais pénètre au cœur de la racine (Trappe, 2005). De ce fait, la 

complexité du monde mycorhizien ne tarda pas à émerger aux yeux de la communauté 

scientifique de l’époque, et continue encore aujourd’hui d’interroger ceux qui s’en passionnent 

et que l’on ose parfois appeler les mycorhizologues. De ce fait, il est préférable d’employer le 

pluriel plutôt que le singulier au moment d’aborder les symbioses mycorhiziennes. Nous nous 

efforcerons de nous y tenir dans la suite du texte, pour n’évoquer la symbiose mycorhizienne que 

dans son tout, multiple et hétérogène.   

 

 
2 Dès la fin des années 1870 (Boudier, 1876 ; Reess, 1880), donc quelques années avant que A.B. Frank n’introduise 
le terme de ‘mycorhize’. Dans son article publié en 1885, A.B. Frank s’intéresse lui aux truffes consommées du genre 
Tuber.  
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On considère aujourd’hui que près de 90% des plantes vasculaires terrestres sont 

mycorhizées (Brundrett & Tedersoo, 2018a), soit près de 250 000 espèces de plantes vasculaires* 

interagissant avec au moins 50 000 espèces de champignons mycorhiziens (Van Der Heijden et 

al., 2015). À cela s’ajoutent également les colonisations moins bien documentées de plantes non-

vasculaires (mousses, hépatiques etc. ; Rimington et al., 2020), et l’on comprend rapidement que 

la diversité des interactions en jeu est colossale.   

 

On classe les symbioses mycorhiziennes en différents types (résumés ci-dessous), définis 

en fonction des partenaires (plantes hôtes et champignons mycorhiziens) et des structures formées 

par leurs interactions (Figure 1 ; Selosse & Le Tacon, 1998; Smith & Read, 2008). Cette vision, 

volontairement simplificatrice, ne doit pas masquer le continuum morphologique et fonctionnel 

de ces symbioses (Brundrett & Tedersoo, 2018b; Bueno et al., 2019). Elle permet cependant, en 

première approche, d’en dégager les grandes caractéristiques et d’en introduire les principaux 

protagonistes.  

 

1.2.2.a   Les symbioses ecto-mycorhiziennes 

 

Bien qu’elles ne concernent que 2 à 3% des interactions mycorhiziennes (Brundrett & 

Tedersoo, 2018a), les symbioses ecto-mycorhiziennes ont un rôle majeur dans le fonctionnement 

des écosystèmes forestiers du monde entier (Courty et al., 2010). En effet, ces symbioses, 

retrouvées chez > 6000 espèces de plantes vasculaires (Tedersoo & Brundrett, 2017), sont 

apparues indépendamment chez près de 30 lignées d’Angiospermes et de Gymnospermes. Les 

espèces concernées sont essentiellement des arbres de régions tempérées et boréales, comme chez 

les Fagacées (Chênes, Hêtres, Châtaigniers etc.) ou les Pinacées (Pins, Épicéas, etc.). Certaines 

familles d’arbres tropicaux (comme les Dipterocarpacées en Asie ; Ducousso et al., 2004) ou 

certaines plantes herbacées comme la Renouée vivipare (Polygonum viviparum; Mühlmann et al., 

2008), sont également concernées par ce type de symbiose.  

 

En formant un manchon mycélien autour des racines (appelé manteau) et en modifiant 

la structure de ces dernières via la sécrétion de phytohormones comme l’auxine, les champignons 

ecto-mycorhiziens sont à l’origine d’organes mixtes aux formes et aux couleurs multiples (Figure 

2A-B ; Smith & Read, 2008). Les hyphes du champignon s’enfoncent également dans les tissus 

de la racine, s’infiltrant entre les cellules du cortex racinaire sans en traverser la paroi (d’où le 

terme d’ecto-mycorhize) et formant ainsi un réseau mycélien intra-racinaire, zone d’échange entre 

la plante et son partenaire fongique, appelé réseau de Hartig.   
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Figure 2 Observations microscopiques des structures formées par les principaux types mycorhiziens. (A-
B) Structures ectomycorhiziennes de Scleroderma areolatum et Cenococcum geophilum sur racines de Hêtre 
(Fagus sylvatica). A : modifié de Mrak et al., 2017, échelle : 1 mm ; B : © J.-L. Jany, échelle : 0.5 mm. (C) 
Observation microscopique d’une coupe longitudinale de racine endomycorhizée par des champignons 
arbusculaires (*) Échelle : 50 µm © Larry Peterson. (D) Coupe longitudinale de racine de Myrtille 
(Vaccinium myrtillus) colorée à la fuchsine et au bleu trypan. Les astérisques indiquent les pelotons 
intracellulaires et les flèches pointent des hyphes fongiques extracellulaires vus en en section 
transversale. Échelle : 25 µm. Modifié de Vohník, 2020.  

 

 

Les champignons impliqués appartiennent principalement aux grands groupes des 

Basidiomycètes (comme l’Amanite tue-mouche, Amanita muscarina) ou des Ascomycètes (comme 

la truffe noire, Tuber melanosporum), qui forment l’ensemble des Dikaryas (Smith & Read, 2008). 

De manière plus marginale, certains groupes comme les Endogonales (Mucoromycotina) peuvent 

également former des associations ectomycorhiziennes (Yamamoto et al., 2017). On estime à plus 

de 20 000 le nombre d’espèces de champignons potentiellement ectomycorhiziens (Rinaldi et al., 

2008). Cette diversité résulte d’une évolution convergente* multiple depuis 270 Ma (Strullu-

Derrien et al., 2018) comptant près de 80 apparitions indépendantes de l’écologie 

ectomycorhizienne chez ces champignons (Figure 3).  

 

*

*

*

B
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1.2.2.b   Les endomycorhizes à arbuscules  

 

Près de 80% des espèces de plantes vasculaires forment des symbioses 

endomycorhiziennes arbusculaires (Brundrett & Tedersoo, 2018a). Ces symbioses sont donc de 

loin les plus répandues dans les écosystèmes terrestres, où elles ne semblent absentes que de 

certains types d’habitats extrêmes (milieux salés, très froids ou encore épiphytes* ; nous y 

reviendrons).  

 

Contrairement aux ectomycorhizes, les endomycorhizes à arbuscules sont invisibles à l’œil 

nu et il est nécessaire d’avoir recours à une coloration sous microscope pour les observer (Helme-

Guizon & Selosse, 2010). Les champignons impliqués pénètrent dans la racine, dégradant la 

paroi des cellules du cortex racinaire avant de la traverser. Ils repoussent la membrane plasmique* 

des cellules végétales, sans jamais la percer, et forment alors des ramifications typiques (en forme 

d’arbuscules ; Figure 2C) au contact des cellules de l’hôte, véritables zones d’échanges (ou 

interface symbiotique) entre les deux partenaires (Smith & Read, 2008; Bonfante & Genre, 

2010). Ces structures sont dynamiques, constamment renouvelées, et leur durée de vie n’excède 

pas 4-5 jours (Bonfante & Genre, 2010).  

 

Les champignons impliqués appartiennent principalement à l’ordre des Glomeromycètes 

(Glomeromycotina) (Smith & Read, 2008 ; Figure 3). Ce sont des symbiotes obligatoires, ce qui 

signifie qu’on ne les trouve dans la nature qu’associés à des plantes, ou dans le sol sous forme de 

spores*, et qu’ils ne peuvent pas être cultivés seuls en laboratoire (Bonfante & Genre, 2008). 

Entre 250 et 1 600 espèces seulement ont été décrites à ce jour, selon les définitions de l’espèce 

adoptées (Kivlin et al., 2011; Öpik et al., 2014; Van Der Heijden et al., 2015). En comparaison 

notamment avec la très grande diversité d’espèces hôtes (>200 000), cela révèle la nature 

généraliste* de cette association (Davison et al., 2015).  

Plus récemment, des travaux ont démontré que des champignons de l’ordre des Mucoromycètes 

(Mucoromycotina) (Bidartondo et al., 2011), groupe frère des Glomeromycètes au sein des 

Mucoromycota (Spatafora et al., 2017), forment des endomycorhizes similaires, en particulier 

chez les lignées de plantes ayant divergé précocement, comme chez les bryophytes (Field et al., 

2015) ou les lycophytes (Rimington et al., 2015). Les ancêtres communs de ces deux ordres de 

champignons, dont des traces de colonisation ont été retrouvées dans des fossiles de plantes dès 

le Dévonien (Remy et al., 1994), auraient permis la conquête du milieu terrestre par les plantes il 

y a près de 450 Ma (Selosse & Strullu-Derrien, 2015; Strullu-Derrien et al., 2018).  
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1.2.2.c   Les endomycorhizes éricoïdes 

 

La famille des Éricacées est une grande famille de plantes à fleurs contenant environ 4400 

espèces colonisant une vaste diversité d’écosystèmes, en particulier les biomes tempérés, 

méditerranéens et boréaux ainsi que les régions montagneuses du monde entier (Schwery et al., 

2015). Du fait de la prédominance de cette famille dans les écosystèmes riches en matière 

organique, comme les toundras qui pourraient accueillir jusqu’à 20% du stock mondial de 

carbone des sols, les mycorhizes d’Éricacées ont un rôle important dans le cycle du carbone à 

l’échelle planétaire (Read et al., 2004).  

 

Les Éricacées se divisent en 8 sous-familles, dont 5 (les Cassiopoideae, les Ericoideae, les 

Harrimaneloideae, les Vaccinioideae et les Styphelioideae) forment des symbioses typiques de ce 

groupe monophylétique : des endomycorhizes éricoïdes (Schwery et al., 2015). Les plantes de ces 

sous-familles possèdent des racines très fines (< 100µM de diamètre) et leur système racinaire est 

dit « chevelu » (Smith & Read, 2008). Ces racines présentent un épiderme unistratifié à grosses 

cellules formant l’interface sol-racine. A l’extrémité terminale de la racine, ces cellules sont 

colonisées par des hyphes fongiques enroulés en pelotons et occupant quasiment tout l’espace 

cellulaire sans toutefois perforer la membrane plasmique des cellules végétales (Figure 2D). Au 

bout de quelques semaines, les cellules végétales et fongiques se dégradent, laissant place à une 

rangée de cellules corticales subérifiées (Smith & Read, 2008).  

 

Les champignons impliqués appartiennent principalement aux Helotiales dans les 

Ascomycètes, ainsi qu’aux Serendipitaceae (Sebacinales) dans les Basidiomycètes (Figure 3C ; 

Selosse et al., 2007; Smith & Read, 2008; Weiß et al., 2016), bien que d’autres partenaires 

fongiques aient également été décrits (Vohník et al., 2012; Van Der Heijden et al., 2015). 

Comparé aux symbioses précédentes, la symbiose éricoïde est relativement récente, et s’est 

probablement mise en place au milieu du Crétacé (Strullu-Derrien et al., 2018).  

 

1.2.2.d   Les endomycorhizes à pelotons des orchidées 

 

Avec près de 28 000 espèces, la famille des orchidées est souvent considérée comme la 

plus grande famille d’Angiospermes (Christenhusz & Byng, 2016). Ayant émergé au cours du 

Crétacé (76-84 Ma), les orchidées ont subi une diversification importante au cours du 

Cénozoïque, et on les retrouve aujourd’hui sur l’ensemble des continents, excepté l’Arctique 

(Givnish et al., 2015).   
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Figure 3 Arbres phylogénétiques simplifiés des champignons (Eumycètes) avec placement des 
principaux groupes mycorhiziens. (A) Principaux types mycorhiziens : les Mucoromycota formant 
principalement des endomycorhizes arbusculaires (AMF, arbuscular mycorrhizal fungi) et les Dikaryas 
(Ascomycètes et Basidiomycètes) formant les autres types de mycorhizes. (B-C) Zoom sur (B) les 
Ascomycètes et (C) les Basidiomycètes. Les types mycorhiziens sont indiqués au bout des branches (la 
grosseur du cercle rend compte de l’importance du groupe dans ce type de mycorhizes). OMF, orchid 
mycorrhizal fungi (mycorhiziens d’orchidées) ; EMF, ericoid mycorrhizal fungi (mycorhiziens d’éricacées) ; 
EcM, ectomycorhiziens. Adapté et simplifié de Spatafora et al., 2017.  
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Les orchidées fascinent tant par leur beauté, quoique très subjective, que par leur capacité 

à interagir avec d’autres organismes (voir Encadré 1). Toutes les espèces de la famille forment des 

symbioses mycorhiziennes typiques, appelées endomycorhizes à pelotons d’orchidées (Smith & 

Read, 2008 ; pour une illustration, voir partie 2 de l’introduction). Dans cette symbiose, 

probablement ancestrale dans la famille (Yukawa et al., 2009; Dearnaley et al., 2012), les hyphes 

des champignons pénètrent dans la racine, repoussent la membrane plasmique des cellules 

corticales et y forment des structures enroulées appelées pelotons (Rasmussen, 1995; Dearnaley 

et al., 2012). Il s’agit donc bien d’une endosymbiose telle que définie précédemment.  

Les structures formées sont, comme dans la plupart des autres types de mycorhizes décrites 

précédemment, dynamiques, c’est-à-dire avec une durée de vie courte, quoique variable selon les 

champignons considérés. Néanmoins, les orchidées présentent la particularité de lyser* les hyphes 

formant les pelotons au bout de quelques jours et ainsi d’en recycler les éléments constitutifs 

(Smith & Read, 2008). On a ainsi longtemps considéré que les orchidées parasitaient leurs 

champignons mycorhiziens (nous y reviendrons dans la suite du texte ; mais voir aussi Selosse, 

2014). Cette vision était également appuyée par le fait que les orchidées produisent de minuscules 

graines (Arditti & Ghani, 2000), dépourvues de réserves, qui nécessitent, pour germer, la 

présence d’un champignon mycorhizien. Celui-ci fournit l’intégralité des éléments nutritifs 

nécessaires à la croissance de la plante, jusqu’à ce que celle-ci ne développe de la chlorophylle et 

ne commence à faire la photosynthèse (Dearnaley et al., 2012).  

 

 Un argument supplémentaire provient de l’écologie des champignons impliqués dans 

cette symbiose : ceux-ci appartiennent à des groupes de Basidiomycètes saprophytes*, c’est-à-dire 

capables de dégrader puis d’absorber la matière organique morte d’origine végétale. Trois 

familles, historiquement classées dans le genre Rhizoctonias, aujourd’hui polyphylétique* 

(Dearnaley et al., 2012), sont principalement impliquées : les Tulasnellaceae, les 

Ceratobasidiaceae et les Serendipitaceae (Figure 3). Beaucoup d’espèces de ces groupes sont 

capables de vivre seules, sans plante hôte, et leur dépendance vis-à-vis des orchidées reste à ce jour 

encore très mal comprise.  On continue de les appeler, par commodité, les rhizoctonias.  

 

 

Encadré 1. Les orchidées : des symbioses souterraines, aériennes, et un peu de tricherie. 

 

Avec plus de 28 000 espèces, la famille des orchidées est souvent considérée comme la plus 

grande famille de plantes à fleurs (Christenhusz & Byng, 2016). À elles seules, elles 

représentent ainsi près de 10% de la diversité totale des plantes vasculaires (Givnish et al., 

2015). Présentes dans presque tous les biomes et habitats du globe, les orchidées comportent 

plusieurs espèces emblématiques, comme l’étoile de Madagascar (Angraecum sesquipedale) bien 
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1.2.2.e   Les autres symbioses mycorhiziennes 

 

Nous venons ici de dresser un état rapide des grands types de symbioses mycorhiziennes. 

Il en existe cependant de multiples variantes, plus ou moins bien documentées et acceptées par 

la communauté scientifique. Par exemple, les ectendomycorhizes (à la fois ecto- et 

endomycorhizes) retrouvées chez certains Pins (Pinus spp.) ou chez les Arbousiers (Arbutus spp., 

Éricacées, Arbutoideae), sont caractérisées par un manteau variable et une colonisation 

intracellulaire éparse (Brundrett & Tedersoo, 2018a). Dans la famille des Éricacées toujours 

connue de Darwin et des évolutionnistes, ou encore la vanille (Vanilla sp.) bien connue de tous 

les amateurs de cuisine.  

La très grande majorité des orchidées vivent en régions tropicales, et 80% d’entre-elles sont 

épiphytes, c’est-à-dire qu’elles réalisent l’ensemble de leur cycle de vie sur l’écorce ou les 

branches d’une plante hôte, généralement un arbre (Givnish et al., 2015). L’exemple le plus 

connu est la célèbre Phalaenopsis, l’orchidée des fleuristes.  

Ce que l’on ignore plus généralement, c’est que les orchidées sont particulièrement 

dépendantes des interactions interspécifiques pour germer, croître, et se reproduire.  

Tout d’abord, elles s’associent de manière constante à des champignons mycorhiziens, au 

niveau de l’embryon ou de leurs racines, et ce dès les stades germinatifs (Dearnaley et al., 2012). 

Au stade adulte, certaines orchidées demeurent non chlorophylliennes et reposent ainsi 

totalement sur leurs champignons mycorhiziens pour leur apport carboné : ce sont des 

tricheuses qui détournent les symbioses mycorhiziennes à leur profit, comme le fait la Néottie 

nid-d’oiseau (Neottia nidus-avis) dans nos régions (Selosse et al., 2002, 2003). 

Pour se reproduire ensuite, la plupart des orchidées ont besoin de la visite de pollinisateurs, le 

plus souvent des Hyménoptères (comme les abeilles) ou des Lépidoptères (comme les sphinx, 

papillons à longue « trompe »). Pour les attirer, elles parent leurs fleurs d’attributs visuels et 

olfactifs, mais surtout de nectar très recherché par certains insectes. Là encore, certaines espèces 

dupent leurs partenaires en n’offrant pas la récompense escomptée (Jersáková et al., 2006). 

Certaines attirent les pollinisateurs, mais n’offrent pas de nectar en retour, comme l’Orchis 

sureau (Dactylorhiza sambucina ; Gigord et al., 2001). D’autres présentent des fleurs à l’allure et 

à l’odeur d’insectes femelles, leurrant les mâles de la même espèce qui, croyant s’accoupler, 

pollinisent la fleur d’orchidée. C’est le cas de très nombreuses espèces comme l’Ophrys abeille 

(Ophrys apifera) dans nos régions ou l’Orchidée trapèze (Chiloglottis trapeziformis) en Australie 

(Schiestl et al., 2003; Mant et al., 2005).   

Finalement, sous terre comme au sommet de leurs tiges, les orchidées se doivent d’être 

accompagnées : certaines récompensent leurs partenaires, d’autres se transforment en 

tricheuses, mais une chose est sûre, elles ne sont jamais seules (Selosse, 2014).  
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(sous-famille des Monotropoideae) les Monotropes (Monotropus spp.) présentent un épais manteau 

et une colonisation intracellulaire intense et digèrent les hyphes fongiques (symbioses 

monotropoïdes) à l’inverse des Pyroles (Pyrola spp.) qui elles ne les digèrent pas (symbioses 

pyroloïdes ; Brundrett & Tedersoo, 2018a).  

 

En conclusion, les mycorhizes, quoique le plus souvent invisibles à nos yeux, sont 

présentes chez la grande majorité des plantes qui nous entourent. Elles contribuent en grande 

partie à la nutrition minérale des plantes, et ce probablement depuis leur colonisation du milieu 

terrestre il y a plus de 450 Ma. De structures et d’origines diverses, elles résultent d’évolutions 

convergentes multiples. Dans tous les cas, les mycorhizes constituent une interface d’échanges 

entre la plante et ses partenaires fongiques, que nous allons brièvement aborder dans la partie 

suivante.  

 

1.2.3.   Quels avantages pour les partenaires mutualistes ? 

 

1.2.3.a   Les symbioses mycorhiziennes, des mutualismes 

 
Si A-B. Frank n’est pas le premier à avoir observé et décrit des structures mycorhiziennes, 

c’est en revanche le premier à en avoir compris la nature fongique ainsi que leur rôle pour la 

plante (Trappe, 2005). Par exemple, si l’on doit à Theodor Hartig la description des ecto-

mycorhizes chez le pin (son nom restera d’ailleurs pour en caractériser le réseau filamenteux inter-

cellulaire, dit réseau de Hartig), ce dernier les interprète comme de simples structures racinaires 

(Hartig, 1840). Par la suite, l’identification des structures fongiques dans la racine suggère aux 

scientifiques de l’époque une relation de parasitisme, soit de la plante par le champignon, soit du 

champignon par la plante (Trappe, 2005). C’est Frank le premier qui, en 1885, comprend la 

nature mutualiste et l’importance écologique des mycorhizes (Frank, 1885, 2005; Trappe, 2005).  

 

L’association mycorhizienne est ainsi une symbiose, c’est-à-dire dans son sens 

francophone, un mutualisme. On considère en effet que les deux partenaires impliqués (la plante 

et le champignon) tirent des bénéfices de cette association, c’est-à-dire que leur valeur sélective 

est augmentée en présence de leur partenaire. Cette augmentation de valeur sélective passe par 

deux principaux mécanismes : la nutrition et la protection (Selosse, 2000), que nous aborderons 

après avoir brièvement rappelé les modalités de rencontre des différents partenaires. 
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1.2.3.b   Modalités de rencontre et de contrôle des deux partenaires 

 

Contrairement à d’autres symbioses comme les symbioses rhizobium-légumineuse, et 

malgré les vastes similitudes entre celles-ci (Bonfante & Genre, 2010), les mécanismes 

moléculaires régissant la mise en place des symbioses mycorhiziennes sont encore à ce jour 

relativement mal connus (Van Der Heijden et al., 2015). La rencontre des deux partenaires est 

régie par un dialogue moléculaire complexe qui a lieu dans le sol, au contact des racines, et que 

nous allons tenter de synthétiser dans les paragraphes ci-dessous (Figure 4).  

Tout d’abord, les plantes libèrent, de façon naturelle, des exsudats racinaires et notamment des 

phytohormones, dont des molécules de la famille des strigolactones (Bonfante & Genre, 2010, 

2015; Van Der Heijden et al., 2015). Ces strigolactones sont reconnus par certains champignons, 

dont les champignons mycorhiziens, et induisent chez eux la croissance et la ramification des 

hyphes qui entrent alors au contact de la racine. En réponse à ce signal, les champignons sécrètent 

des lipo-chitooligosaccharides fongiques (Myc-LCO ; Maillet et al., 2011), des molécules 

complexes dérivées de la chitine* et induisant chez la plante plusieurs cascades de signalisation. 

Celles-ci, basées sur des signaux calciques, induisent l’expression des gènes nécessaires à la mise 

en place de la symbiose (régulation des défenses immunitaires, remodelage des parois végétales, 

synthèse de transporteurs etc. ; Bonfante & Genre, 2015).  

 

Un point essentiel de ces étapes de dialogue moléculaire, important pour la suite de notre 

discussion, concerne la capacité des partenaires à contrôler leurs réponses immunitaires 

respectives. En effet, beaucoup de champignons mycorhiziens sont évolutivement proches de 

champignons pathogènes, notamment chez les Dikaryas (Veldre et al., 2013; Kohler et al., 2015; 

Weiß et al., 2016; Miyauchi et al., 2020) ceux-ci sécrétant également des molécules proches des 

Myc-LCO qui activent la réponse immunitaire des plantes (Bonfante & Genre, 2015). Pour la 

plante, il est nécessaire de contrôler l’entrée du champignon dans ses tissus, en régulant 

notamment les enzymes de lyse des parois végétales. Une plante colonisée se doit donc de 

différencier un potentiel pathogène d’un partenaire mycorhizien, lequel doit en retour réguler 

les défenses immunitaires de son hôte (Volpin et al., 1995).  

Les mécanismes impliqués dans de tels contrôles sont encore mal connus, mais certains au moins 

semblent reposer sur la suppression de l’immunité de la plante par le champignon, par le biais 

de petits peptides sécrétés (mycorrhizal-induced small secreted peptides, MiSSPs ; Van Der Heijden et 

al., 2015; Martin et al., 2016). L’un des exemples les mieux documentés concerne l’interaction 

entre le Peuplier (Populus trichocarpa) et Lacaria bicolor, champignon ectomycorhizien de l’ordre 

des Basidiomycètes. Une fois dans les tissus racinaires de son hôte, L. bicolor sécrète de petits 

peptides, dont MiSSP7, qui via une répression des voies de défenses de la plante liées à l’acide 

jasmonique, inhibent la réponse immunitaire de cette dernière (Plett et al., 2014).  
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Figure 4 Dialogue moléculaire entre une plante et un champignon mycorhizien.  Les flèches en 
pointillées rendent compte d’un mouvement de molécules entre les deux organismes, activant (vert) ou 
inhibant (rouge) des voies de signalisation. Les flèches noires rendent compte d’activation de voies de 
signalisation au sein d’un organisme. Les formules des molécules sont tirées de Favre-Godal et al., 2020.  

 

   

 La symbiose mycorhizienne repose ainsi sur un équilibre instable entre les deux 

partenaires, régi par un dialogue moléculaire complexe. Une fois la symbiose mise en place, elle 

offre l’opportunité aux deux partenaires d’échanger nutriments et informations.  

 

1.2.3.c   Symbioses mycorhiziennes et relation de nutrition 

 

Les symbioses mycorhiziennes reposent en grande partie sur la complémentarité 

métabolique et morphologique des partenaires (Selosse, 2000). D’un côté les plantes, 

autotrophes*, sont capables de synthétiser leur propre matière organique à partir du CO2 

atmosphérique et ont donc accès à une source de sucres quasi-inépuisable (aux limitations 

énergétiques près). De l’autre côté, les champignons, qui sont eux hétérotrophes*, présentent une 
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croissance très rapide et à moindre coût (le diamètre des filaments fongiques n’excédant 

généralement pas 10 µm) leur permettant d’explorer de gros volumes de sols, et d’accéder à des 

interstices inaccessibles aux racines, plus grosses. De plus, certains champignons mycorhiziens 

sont capables de dégrader eux-mêmes la matière organique des sols et d’en extraire les éléments 

nutritifs (notamment l’azote), alors que les plantes sont limitées à des sources d’azote minérales 

(NH4
+/NO3

- essentiellement). C’est le cas notamment des champignons mycorhiziens d’Éricacées 

et d’Orchidées et, dans une moindre mesure, des champignons ectomycorhiziens (Veldre et al., 

2013; Kohler et al., 2015; Weiß et al., 2016; Martino et al., 2018; Miyauchi et al., 2020).  

 

 

 
 
 
Figure 5 Relations de nutrition et de protection lors de la symbiose mycorhizienne. Les flèches partent 
du donneur et pointent vers le receveur. N, azote ; P, phosphate ; K, potassium.   
 

 

Dans le cas général, le fonctionnement d’une mycorhize, à l’interface symbiotique, est le 

suivant : la plante fournit au champignon des sucres issus de sa photosynthèse, tandis que celui-

ci améliore les capacités d’absorption en eau et en nutriments de la plante (Figure 5 ; Bonfante 

& Genre, 2010). Les champignons endomycorhiziens arbusculaires par exemple, peuvent assurer 

jusqu’à 85-90% de l’apport en phosphate nécessaire à la croissance des plantes (Jakobsen et al., 

2001), celui-ci étant particulièrement limitant pour les plantes à proximité des racines (Jungk & 

Claassen, 1989). Le prélèvement d’azote par les champignons est plus variable et dépend des types 

de sols et des espèces impliquées (van der heijden et al., 2015). Les champignons ectomycorhiziens 

ou formant des mycorhizes ericoïdes sont capables d’accéder à des sources d’azote organiques 

inaccessibles pour les plantes (Turnbull et al., 1995), leur fournissant jusqu’à 80% de leur apport 

en azote et facilitant ainsi leur survie sur des sols pauvres en éléments nutritifs disponibles 

(Turnbull et al., 1995; Hobbie & Hobbie, 2006; Perotto et al., 2018).  
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En retour, les plantes cèdent environ 10-20% de leurs photosynthétats à leurs champignons 

endomycorhiziens, et jusqu’à 50% dans le cas des symbioses ectomycorhiziennes et ericoïdes 

(Hobbie & Hobbie, 2006; van der heijden et al., 2015). Le cas particulier des endomycorhizes 

d’orchidées sera abordé au prochain chapitre. Enfin, les plantes pourraient fournir à leurs 

champignons, en plus des sucres photosynthétiques, d’autres molécules nutritives comme des 

vitamines (Selosse & Rousset, 2011).  

 

1.2.3.d   Symbioses mycorhiziennes et relation de protection 

 

En plus d’échanges nutritifs entre les partenaires, les symbioses mycorhiziennes 

participent également à leur protection respective contre des stress biotiques et abiotiques (van 

der heijden et al., 2015).  

Tout d’abord, la présence de champignons mycorhiziens dans les racines renforce le système 

immunitaire des plantes, notamment en maintenant un état de veille immunitaire (appelé 

« résistance induite »), régulé une nouvelle fois par les voies de l’acide jasmonique. La plante réagit 

alors de manière plus rapide et efficace face à l’attaque d’un pathogène (champignons, bactéries, 

virus etc.), ou d’un parasite (nématodes, insectes, autres plantes parasites, etc. ; Newsham et al., 

1995; Jung et al., 2012; Kaling et al., 2018). Les champignons mycorhiziens peuvent également 

limiter les attaques de pathogènes au niveau des racines en les protégeant physiquement (ex : 

manchon mycélien des ectomycorhizes) ou chimiquement (ex : sécrétion de molécules 

antibiotiques) et en entrant en compétition avec ces derniers dans l’utilisation des ressources de 

la plante (Jung et al., 2012).   

La colonisation mycorhizienne permet également aux plantes de mieux supporter certains stress 

abiotiques comme les sécheresses (Augé, 2001) ou la pollution des sols aux métaux lourds 

(Schützendübel & Polle, 2002). Là encore les effets des mycorhizes peuvent être à la fois directs 

(par exemple une meilleure absorption d’eau dans les sols par les plantes mycorhizées qui résistent 

alors mieux aux sécheresses) et indirects (amélioration de l’état physiologique des plantes qui 

répondent plus rapidement et efficacement aux stress rencontrés ; Augé, 2001).  

 

 Côté champignon, le bénéfice de la symbiose d’un point de vue protection est peu 

documenté car difficile à étudier. Il semble toutefois que l’habitat racinaire constitue un 

environnement protégé pour le champignon, à la fois contre les stress biotiques (présence 

d’organismes mycophages comme les collemboles ou les acariens, mycoparasites etc.) et 

abiotiques (protection dans les racines en cas de sécheresse intense ; Augé, 2001).  
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II. Les mycorhizes d’orchidées 
 
 

2.1.   Partenaires fongiques et structures des mycorhizes d’orchidées 
 

2.1.1.   La famille des orchidées 

 
 
 Les orchidées fascinent par leur capacité à interagir, de façon parfois surprenante, avec les 

autres êtres vivants (voir Encadré 1). Avec près de 28 000 espèces réparties dans > 700 genres, la 

famille des Orchidacées est probablement la famille de plantes à fleurs la plus diversifiée 

(Christenhusz & Byng, 2016). De nombreuses espèces sont rares et endémiques, et au moins 

45% d’entre elles sont considérées comme vulnérables ou menacées par l’Union Internationale 

pour la Conservation de la Nature (IUCN ; 2021), du fait de leur commerce ou de la 

fragmentation des habitats. On distingue 5 sous-familles d’orchidées (Figure 6 ; Givnish et al., 

2015) : les Apostasioideae, les Vanilloideae et les Cypripedioideae forment trois lignées évolutives 

basales relativement petites en nombre de genres et d’espèces ; la sous-famille et lignée des 

Orchidoideae, plus grande, comprend essentiellement des espèces terrestres tandis que la sous-

famille des Epidendroideae, qui concentre l’essentiel de la diversité au sein de la famille, est riche 

d’espèces épiphytes tropicales, mais pas uniquement.  

 

 Toutes les orchidées examinées forment des symbioses mycorhiziennes appelées 

« endomycorhizes à pelotons d’orchidées » (Figure 7). La présence de champignons dans les 

racines d’orchidées hétérotrophes a été reconnue dès le début du 19e siècle (voir Selosse et al., 

2017), et leur nature mycorhizienne a probablement été élucidée dès la fin du 19e siècle à la suite 

de la découverte des symbioses ectomycorhiziennes à la même époque (Frank, 1885). Cependant, 

il faut attendre les travaux pionniers du scientifique français Noël Bernard en 1899 (Bernard, 

1899; Selosse et al., 2011, 2017) pour que les mycorhizes d’orchidées soient réellement décrites. 

Pourtant, aujourd’hui encore, la diversité, le fonctionnement, et l’importance écologique et 

évolutive de ces associations mycorhiziennes restent encore mal compris.     
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Figure 6 Reconstruction phylogénétique simplifiée des orchidées (Orchidaceae). Les 5 sous-familles 
sont indiquées en couleur à droite de l’arbre. Les noms des principaux genres abordés dans ce manuscrit 
sont indiqués à l’extrémité des branches correspondantes ; ceux en gras correspondent aux genres 
étudiés durant la thèse. Adapté et simplifié de Givnish et al., 2015.  
 

 

2.1.2.   Diversité des partenaires fongiques 
 

 
 Les principaux partenaires mycorhiziens des orchidées forment un groupe polyphylétique 

de champignons basidiomycètes appelé « rhizoctonias » (Selosse et al., 2011; Dearnaley et al., 

2012). Les rhizoctonias regroupent trois familles de champignons de l’ordre des Cantharellales 

(familles des Tulasnellaceae et Ceratobasidiaceae ; Veldre et al., 2013) et des Sebacinales (famille 
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des Serendipitaceae ; Figure 3 ; Weiß et al., 2016). Ces champignons à l’écologie encore mal 

connue sont supposés présenter un mode de vie saprophyte libre dans l’environnement, mais 

également endophyte (c’est-à-dire colonisant les racines d’autres plantes sans former de structure 

particulière ni provoquer de symptôme ; Wilson, 1995; Selosse & Martos, 2014; Selosse et al., 

2022) et bien sûr mycorhizien d’orchidées (Dearnaley et al., 2012). 

En plus des rhizoctonias fréquents dans les mycorhizes d’orchidées, de nombreux autres 

groupes fongiques sont capables de former des associations mycorhiziennes avec des orchidées 

(voir liste dans Dearnaley et al., 2012 ; voir aussi Wang et al., 2021). Les champignons impliqués 

sont presque toujours des Basidiomycètes et, dans une moindre mesure, des Ascomycètes, mais 

leur écologie varie selon les cas (Figure 3).  

En régions tempérées ou tropicales, certaines orchidées terrestres du sous-bois s’associent à des 

champignons ectomycorhiziens, eux-mêmes associés à des plantes voisines. C’est le cas par 

exemple de l’orchidée hétérotrophe Neottia nidus-avis, associée à un champignon de la famille des 

Sebacinaceae (Sebacinales), champignon ectomycorhizien des arbres voisins comme le Hêtre 

(Fagus sylvatica ; Selosse et al., 2002). En région tropicale, certaines orchidées s’associent à des 

champignons saprophytes non-rhizoctonias, comme à des Psathyrellaceae (genres Psathyrella, 

Coprinellus etc.) chez certaines orchidées terrestres (Bayman et al., 2016; Suetsugu et al., 2022), ou 

à des Atractiellomycètes chez certaines orchidées épiphytes (Kottke et al., 2010; Herrera et al., 

2019). Ces dernières, cependant, semblent majoritairement associées aux rhizoctonias dans la 

plupart des régions étudiées (voir Encadré 2).  

Le recrutement de champignons aux origines évolutives et niches écologiques très variées sera 

abordé dans la partie 2.3. Toutefois, malgré cette diversité de partenaires mycorhiziens, tous 

semblent former des structures similaires dans les racines de leur hôte : des pelotons 

caractéristiques des endomycorhizes d’orchidées (Figure 7).    

 

Encadré 2. Les milieux épiphytes et leurs contraintes : le cas des orchidées.  

 

Les plantes épiphytes réalisent l’ensemble de leur cycle de vie sur l’écorce ou les branches 

d’autres plantes. Leurs racines, si elles en ont, ne s’enfoncent pas dans le sol, mais serpentent 

à la surface des arbres qui leur servent de support.  

On dénombre environ 28 000 espèces de plantes épiphytes, soit presque 10% de la flore 

vasculaire (Zotz, 2016). L’épiphytisme est un caractère hautement convergent, retrouvé dans 

près de 73 familles de plantes tropicales, comme les Broméliacées, les Aracées ou les Pipéracées, 

ou encore chez diverses familles de fougères ou de mousses. Toutefois, la famille de plantes 

contenant le plus d’espèces épiphytes est celle des orchidées, dont 80% des membres sont 

épiphytes. Ceux-ci représentent ainsi près de 80% de toute la diversité spécifique épiphyte sur 

Terre (Givnish et al., 2015; Zotz, 2016) ! Au sein des orchidées, l’épiphytisme semble être un 

caractère labile et convergent, avec au moins 3 apparitions et 4 recolonisations du sol estimées 
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dans la seule lignée des Epidendroideae (Collobert, en préparation). En outre, certaines 

orchidées, comme les vanilles (Vanilla spp.), forment des lianes et s’enracinent à la fois dans le 

sol et sur l’écorce d’autre plantes : elles sont dites semi-épiphytes.  

Les environnements épiphytes sont des milieux généralement considérés comme stressants. En 

effet, en l’absence de sol (même si des accumulations locales d’humus peuvent conduire à la 

formation de pseudo-sol dans certains systèmes épiphytes), l’eau et les nutriments sont rares, 

localisés, et leur accès est souvent limité dans le temps (Zotz, 2016). L’eau ruisselle sur les 

écorces, emportant avec elle les nutriments qui ne sont alors disponibles que de manière 

localisée et éphémère. De même, la structure des écorces, ainsi que son évolution dans le temps, 

peuvent impacter la dynamique des plantes épiphytes (Rasmussen & Rasmussen, 2018). Une 

écorce desquamante empêche la fixation de plantules, et à l’inverse, une écorce crevassée et 

pérenne favorise leur implantation dans des microsites (Wagner et al., 2015; Wagner & Zotz, 

2019).  

Ainsi, l’écorce d’un arbre peut être vue comme un milieu très hétérogène, favorisant la co-

existence de nombreuses espèces, dont des orchidées (Hietz & Hietz-Seifert, 1995; Lancaster, 

2004). Ces dernières présentent de nombreuses adaptations morphologiques et physiologiques 

à l’épiphytisme. Leurs racines sont souvent recouvertes d’un velamen, constitué d’une ou 

plusieurs assises cellulaires formées de cellules mortes, qui joue un rôle d’éponge en absorbant 

l’humidité de l’air ambiant et en retenant l’eau ruisselant sur les écorces. Selon leur position 

sur la hauteur du tronc, et donc selon leur exposition à la lumière, elles présentent des 

métabolismes de type C3 ou CAM, souvent associés à une crassulescence, limitant notamment 

les pertes en eau au niveau des stomates (Winter et al., 1983). Toutefois, il faut garder à l’esprit 

qu’il n’existe pas un, mais plutôt des environnements épiphytes, et que ceux-ci constituent un 

ensemble d’habitats extrêmement complexes et hétérogènes (Johansson, 1974). Par exemple, 

les conditions de vie d’une orchidée de la canopée, très exposée notamment aux irradiations, 

sont très différentes de celles d’une orchidée de sous-bois, vivant à la base des troncs, parfois 

proche du sol, en situation bien plus ombragée. Sur un même arbre et a fortiori dans une même 

forêt, il existe ainsi un fort gradient environnemental du sol vers la canopée, conditionnant en 

partie la structure des communautés épiphytes (ex : Winter et al., 1983).  

Si l’écologie et la physiologie des plantes épiphytes ont fait l’objet de nombreuses études, celles 

de leurs champignons mycorhiziens sont longtemps restées inexplorées. En effet, chez les 

Broméliacées par exemple, les espèces pourvues de mycorhizes arbusculaires semblent plus 

rares en milieu épiphyte qu’en milieu terrestre (Grippa et al., 2007; Leroy et al., 2021) ou sont 

alors restreintes aux pseudo-sols des canopées (Rabatin et al., 1993; Rowe & Pringle, 2005). 

Chez les orchidées en revanche, la présence de mycorhizes chez les espèces épiphytes semble 

être la règle (Suárez et al., 2006; Martos et al., 2012). Celles-ci s’associent préférentiellement à 

des rhizoctonias (Dearnaley et al., 2012), mais d’autres associations ont été décrites avec des 

Atractiellomycètes (Pucciniomycotina ;  Kottke et al., 2010), des Mycena (Zhang et al., 2012) ou 
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2.1.3.   Structure de l’interface orchidée-champignon mycorhizien 
 

  
 Les mycorhizes d’orchidées sont des endomycorhizes, c’est-à-dire que les hyphes 

fongiques, une fois dans la racine, traversent les parois des cellules corticales et provoquent des 

invaginations de leur membrane plasmique. Les hyphes s’enroulent alors de manière typique, 

formant des structures en forme de pelotons, caractéristiques de cette symbiose (Smith & Read, 

2008). Chaque hyphe formant le peloton est entouré par la membrane plasmique de la cellule 

végétale, multipliant considérablement la surface d’échanges entre les deux partenaires 

(Dearnaley et al., 2016).  

 

Les pelotons sont présents dès les stades précoces de la germination des graines, où ils 

sont contraints à la zone basale des embryons (voir 2.2) éloignée du méristème apical. Aux stades 

plantules puis adultes, leur répartition dans les racines est très variable selon les espèces 

d’orchidées : ils peuvent occuper l’ensemble du parenchyme cortical des racines (cas des orchidées 

terrestres de sous-bois), être restreints à certaines zones (par exemple au contact de l’écorce ou 

des mousses chez les orchidées épiphytes ; Porras-Alfaro & Bayman, 2007; Pujasatria et al., 2022) 

ou à certaines racines (par exemple chez Oeceoclades maculata ; Bayman et al., 2016). Chez les 

espèces d’orchidées soumises à de fortes variations saisonnières, la colonisation des racines varie 

également au cours de l’année, de façon très variable selon les espèces considérées (Ercole et al., 

2015; Ventre Lespiaucq et al., 2021). Ces taux de colonisations variables sont possibles du fait 

d’un renouvellement rapide de l’interface plante-champignon. En effet, la durée de vie d’un 

peloton n’est que de quelques jours (mais peut descendre jusqu’à < 24h, par exemple chez 

Dactylorhiza purpurella ; Hadley & Williamson, 1971) : les hyphes sont rapidement « lysés » et 

« digérés » par la plante (Smith & Read, 2008), on parle alors de tolypophagie (nous reviendrons 

sur les termes entre guillemets dans la partie 2.4).  

 

 

 

 

des Fusarium (Jiang et al., 2019). En revanche, on ne connait rien de l’écologie de ces 

champignons sur les écorces des arbres : on suppose qu’ils sont saprophytes, ce qui pourrait 

expliquer la fréquence des associations mycorhiziennes chez les orchidées épiphytes, mais il 

n’est pas exclu que certains puissent être endophytes d’autres plantes, voire parasites de l’arbre 

hôte (Leake & Cameron, 2012, mais voir Eskov et al., 2020).  
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Figure 7 Structures mycorhiziennes chez les orchidées. (A) Orchidée épiphyte (Angraecum pectinatum) 
enracinée sur l’écorce d’un arbre. (B) Racine d’orchidée épiphyte (Angraecum sp.) montrant des portions 
vertes (pas ou peu mycorhizées), et des portions jaunâtres (*) (mycorhizées). Échelle : 1 cm. (C) Coupe 
transversale de racine d’orchidée épiphyte (Bulbophyllum variegatum) sans coloration. Les pelotons 
mycorhiziens (âgés ici) sont indiqués par un #. Échelle : 0.5 mm. (D) Observation en microscopie 
électronique à balayage de pelotons chez une orchidée terrestre (Orchis morio). Échelle : 50 µm. D’après 
Beyrle et al., 1995. (E) Graine d’orchidée épiphyte (Bulbophyllum variegatum) montrant la présence d’un 
embryon central (en jaune) entouré d’un tégument rempli d’air. Echelle : 0.4 µm (F) Champignon 
mycorhizien (Tulasnella sp.) isolé à partir de racine d’une orchidée épiphyte (Angraecum pectinatum), 
cultivé seul sur milieu FIM (Fungal Isolation medium). Photographies : R. Petrolli sauf image D.  
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2.2.   Germination symbiotique et fonctionnement de la symbiose 
 
 

L’étude des mécanismes moléculaires régissant les symbioses mycorhiziennes d’orchidées 

est essentielle à la compréhension des processus écologiques et évolutifs qui en résultent. Par 

exemple, comprendre la nature précise des échanges moléculaires entre les deux partenaires 

permet de mieux appréhender la dépendance des orchidées vis-à-vis de leurs champignons sur des 

substrats et sous des climats variés. De même, une meilleure identification des signaux de 

reconnaissance des partenaires pourrait permettre de mieux comprendre pourquoi certaines 

espèces d’orchidées sont très spécifiques dans leurs associations mycorhiziennes, tandis que 

d’autres ne le sont pas.  

Ainsi, nous tacherons ici de synthétiser les mécanismes moléculaires connus et régissant 

les symbioses mycorhiziennes des orchidées, de la rencontre des deux partenaires jusqu’à la mise 

en place et au fonctionnement de la symbiose.  

 
 

2.2.1.   Germination symbiotique des graines d’orchidées 
 

 
Les orchidées produisent des graines microscopiques, appelées en anglais « dust seed », 

littéralement « graines poussières » (Figure 7E; Arditti & Ghani, 2000), caractéristique qu’elles 

partagent avec un nombre réduit de plantes (Eriksson & Kainulainen, 2011). Ces graines sont 

quasiment dépourvues de réserves nutritives nécessaires à la croissance de l’embryon, à 

l’exception de quelques réserves lipidiques et protéiques (Dearnaley et al., 2016). Pour germer, 

elles nécessitent un apport nutritif extérieur, fourni dans le cas des orchidées par un champignon 

mycorhizien qu’elles doivent rencontrer dans leur milieu (Figure 8). La nutrition de la plante 

ainsi assurée par son champignon est appelée « mycohétérotrophie ». 

 

La mystérieuse germination des graines d’orchidées a en effet longtemps intrigué les 

scientifiques jusqu’au début du 20e siècle, ceux-ci ne parvenant pas à faire germer des graines 

autre part que dans le sol, proche d’individus adultes. On doit la découverte de la germination 

symbiotique des graines d’orchidées au scientifique français Noël Bernard, dans des travaux 

publiés en 1899 (Selosse et al., 2011). Celui-ci, en promenade dans la forêt de Fontainebleau, 

proche de Paris, découvrit un pied de Néottie nid-d’oiseau dont l’inflorescence, cassée, était 

enfoncée dans le sol. Il y découvrit des graines germées entourées de filaments fongiques et 

contenant des pelotons, et conclut à une germination symbiotique médiée par le champignon 

(Bernard, 1899; Selosse et al., 2017). 
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Figure 8 Cycle de vie d’une orchidée. Différents stades de croissances successifs sont représentés, et la 
colonisation des tissus végétaux par les champignons mycorhiziens est figurée en bleu clair.  
 

 

 Une fois germé, l’embryon de la graine grossit en une structure hétérotrophe de quelques 

millimètres appelée « protocorme » (Smith & Read, 2008). Ce protocorme est nourri par le ou 

les champignons mycorhiziens qui lui sont associés, et ce n’est qu’après l’apparition des premières 

feuilles vertes (i.e., photosynthétiques) que des échanges bidirectionnels se mettent en place entre 

les deux partenaires. Toutefois, certaines orchidées demeurent totalement ou partiellement 

hétérotrophes au stade adulte, et sont alors nourries, au moins en partie, par leurs champignons 

mycorhiziens (voir 2.2.4 ; Selosse & Roy, 2009). De plus, les protocormes des espèces d’orchidées 

épiphytes germés in vitro sont généralement de couleur verte (Dearnaley et al., 2016) et 

l’importance des champignons mycorhiziens dans la germination de ces espèces in situ reste 

encore mal comprise.  
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2.2.2.   Mise en place de la symbiose mycorhizienne chez les orchidées 
 

  
 Si les modalités de rencontre entre les partenaires mycorhiziens (i.e., plante et 

champignon) ont été partiellement décrites dans plusieurs symbioses mycorhiziennes (Bonfante 

& Genre, 2010, 2015; Van Der Heijden et al., 2015) leur compréhension dans le cas des 

symbioses mycorhiziennes d’orchidées reste encore à ce jour très limitée (Dearnaley et al., 2016; 

Favre-Godal et al., 2020).  

 
Des travaux récents de Valadares et al., (2014) ont montré une expression accrue d’une 

enzyme de la voie de biosynthèse des strigolactones aux stades précoces de germination de 

l’orchidée Oncidium sphacelatum, suggérant que ces molécules pourraient servir de signal pour 

l’attraction des champignons mycorhiziens (Favre-Godal et al., 2020). Des travaux menés sur 

l’orchidée mycohétérotrophe Gastrodia elata ont également mis en évidence un répertoire 

génétique accru lié à la synthèse et à l’export de strigolactones, ceux-ci induisant la ramification 

d’un des champignons mycorhiziens de cette espèce, Armillaria mellea (Yuan et al., 2018). Les 

modalités de rencontre entre les orchidées et leurs champignons mycorhiziens pourraient donc 

être similaires à celles décrites dans les ectomycorhizes ou endomycorhizes à arbuscules (Miura et 

al., 2018), mais de plus amples travaux seront nécessaires pour confirmer ces résultats. Par 

exemple, si des travaux menés par Zhao et al., (2013, 2014) ont mis en évidence une surexpression 

par des orchidées, en présence de champignons mycorhiziens, de récepteurs LRR et LysM, tous 

deux impliqués dans les voies de transduction du signal lors de la mise en place de la symbiose 

mycorhizienne, aucun Myc-LCO n’a à ce jour été mis en évidence chez les champignons 

mycorhiziens d’orchidées (Favre-Godal et al., 2020).  

 

Suite à la rencontre entre les deux partenaires, plusieurs issues sont possibles : le 

champignon peut être immédiatement rejeté par la plante, ou bien celui-ci peut coloniser les 

tissus de manière très transitoire, déclenchant une réponse immunitaire de la part de la plante, 

ou de manière plus prolongée, permettant soit la mise en place de la symbiose, soit le 

déclenchement d’une réaction pathogène entrainant la mort de la plante. Les facteurs 

moléculaires contrôlant ces différentes issues sont encore inconnus, mais il semble qu’en 

présence de champignon mycorhizien compatible, la réponse immunitaire de la plante reste 

limitée (Perotto et al., 2014), peut-être inhibée par le champignon (Valadares et al., 2014; Zhao et 

al., 2014). Il faut toutefois rappeler que quels que soient les champignons impliqués, les structures 

mycorhiziennes formées prennent la forme de pelotons, suggérant que les orchidées contrôlent 

bien, au moins en partie, la colonisation fongique.  

 

Des études récentes se sont focalisées sur les changements transcriptionnels et 

métabolomiques induits par la symbiose orchidée-champignon (ex : Fochi et al., 2017a,b; Adamo 
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et al., 2020; Ghirardo et al., 2020; Valadares et al., 2021). Par exemple, Ghirardo et al., (2020) ont 

montré une forte modification du métabolisme lipidique de Tulasnella calospora en présence de 

protocormes de Serapias vomeracea, suggérant d’importants changements métaboliques induits 

par la symbiose. Dans la même étude, les protocormes de S. vomeracea présentaient une 

accumulation d’oligomères de chitine, probablement issus de la lyse des parois chitineuses du 

champignon par la plante, suggérant une activation des défenses immunitaires de la plante. De 

manière alternative, certaines de ces molécules semblent impliquées dans la mise en place de 

dialogues moléculaires aboutissant à la symbiose, suggérant également un dialogue entre la plante 

et ses champignons, voire une prise de contrôle de la plante par ceux-ci (Bonfante & Genre, 

2015). Dans certains cas, la mise en place de la symbiose peut conduire au sur-développement du 

champignon qui décompose alors les tissus végétaux grâce à son arsenal d’enzymes lytiques (des 

Carbohydrate Active Enzymes, CAZymes), mais les mécanismes régissant cette issue tragique restent 

encore mal compris (Adamo et al., 2020).  

 

2.2.3.   Échanges nutritifs lors des symbioses mycorhiziennes d’orchidées 

 
 

Les échanges trophiques entre orchidées et champignons mycorhiziens sont difficiles à 

résumer car ceux-ci semblent dépendre du stade de vie de la plante (protocorme versus stade 

adulte), de son type trophique (plante autotrophe versus mycohétérotrophe) et des champignons 

impliqués. Ainsi, le rôle réel de la symbiose mycorhizienne dans la biologie des orchidées n’est 

pas encore parfaitement élucidé. Toutefois, les orchidées sont souvent enrichies en azote par 

rapport aux plantes voisines (Hynson et al., 2013), et ce malgré un système racinaire souvent 

réduit, suggérant un rôle important des champignons mycorhiziens dans leur nutrition.  

 

Au stade protocorme non chlorophyllien tout d’abord, la plante est dépendante du 

champignon pour sa nutrition azotée (N), phosphatée (P) et carbonée (C; Smith, 1966; Dearnaley 

et al., 2016; Fochi et al., 2017b). En plus d’expériences de marquage ou de suivi d’expression des 

gènes, de multiples études ont démontré l’importance des champignons mycorhiziens pour la 

germination des graines in vitro (sur milieu cellulose notamment ; Hadley, 1969), ce qui confirme 

le rôle central de ces champignons dans la nutrition des stades précoces d’orchidées (Rasmussen, 

1995; Dearnaley et al., 2016). En revanche, les échanges entre les protocormes chlorophylliens 

d’orchidées épiphytes et leurs champignons mycorhiziens restent encore à ce jour mal connus. 

 

Des flux nets de N et P ont également été mesurés du champignon Ceratobasidium 

cornigerum vers l’orchidée verte adulte Goodyera repens par Cameron et al., (2006, 2007). 

Récemment, l’existence d’un flux de P du champignon vers la plante a été confirmé chez d’autres 

espèces de champignons (Ceratobasidium sp. et Tulasnella sp.) et d’orchidées par Davis et al., (2022). 
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Ainsi, il est aujourd’hui largement admis que les flux de N et P observés aux stades de croissance 

précoces persistent à des stades plus avancés (Dearnaley et al., 2016).   

On sait également que les différents champignons mycorhiziens varient dans leur capacité à 

exploiter des formes minérales d’azote ; par exemple il semble que les Tulasnellaceae étudiés ne 

possèdent pas de systèmes de prélèvement des nitrates (Fochi et al., 2017a) et ne soient capables 

de croître que sur un milieu contenant de l’ammonium ou de l’azote organique (Nurfadilah et 

al., 2013). A l’inverse, les Ceratobasidiaceae étudiés sont capables de prélever le nitrate et 

l’ammonium du milieu, en plus des formes organiques d’azote (Cameron et al., 2006; Nurfadilah 

et al., 2013; Kuga et al., 2014). Étant donné la dépendance de la plante vis-à-vis de ses 

champignons mycorhiziens pour la nutrition azotée, cela suggère une possible complémentarité 

de niche écologique entre les différents partenaires fongiques des orchidées, à tous les stades de 

vie de la plante.   

 

Malgré des premières tentatives infructueuses (Hadley & Purves, 1974; Alexander & 

Hadley, 2022), des flux nets de C, cette fois de l’orchidée vers le champignon, ont également été 

mesurés par Cameron et al., (2006, 2008) puis confirmés par Látalová & Baláž, (2010) chez des 

orchidées vertes adultes (G. repens associée à C. cornigerum et Serapias strictiflora associée à Tulasnella 

sp., respectivement), suggérant une réversion des flux de C entre les stades précoces et adultes des 

orchidées (Dearnaley et al., 2016). Ainsi, si les échanges sont unidirectionnels aux stades de 

croissance précoce hétérotrophe de la plante, la phase symbiotique semble se mettre en place dès 

l’acquisition de la photosynthèse par les orchidées. Chez certaines orchidées épiphytes, 

l’acquisition rapide de la photosynthèse après germination des graines suggère une phase 

d’échanges unidirectionnels très limitée, voire absente.  Récemment, un possible reflux de N, 

sous la forme de NH4
+, des cellules végétales du protocorme vers les pelotons a été identifié chez 

l’orchidée terrestre S. vomeracea (Fochi et al., 2017a), suggérant une mise en place précoce de la 

phase symbiotique (Dearnaley & Cameron, 2017). Cependant, ni sa réelle importance 

écologique, ni la distinction avec un simple recyclage d’azote apoplastique, n’ont encore pu être 

élucidées.   

 

Les modalités d’échanges des nutriments sont encore mal connues, mais un nombre 

croissant de travaux tendent à montrer que le champignon fournit à l’orchidée de l’azote sous 

forme d’acides aminés ou de petits peptides (Cameron et al., 2006; Fochi et al., 2017a,b; 

Lallemand et al., 2019; Valadares et al., 2021). Ces transferts semblent se faire à la fois à travers 

l’interface symbiotique au niveau de pelotons vivants (Hadley & Williamson, 1971; Kuga et al., 

2014; Fochi et al., 2017b), et via une lyse des pelotons par la plante (i.e., tolypophagie ; Bougoure 

et al., 2010; Kuga et al., 2014; Dearnaley & Cameron, 2017). Ces modalités de transfert 

pourraient varier selon les espèces considérées et leurs modes trophiques (e.g., autotrophe versus 

hétérotrophe ; Dearnaley et al., 2016). La forme de carbone reçue en retour par le champignon 

de la part de la plante (i.e., sous forme de dioside (saccharose) où d’oses (glucose + fructose)) n’a 
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encore été que très peu étudiée (Dearnaley et al., 2016), et l’on ne connait par ailleurs quasiment 

rien des possibles flux d’autres nutriments organiques ou de vitamines entre les partenaires.  

 
 

2.2.4.   Un continuum trophique chez les orchidées : de l’autotrophie à 
…………l’hétérotrophie 
 
 

 Suite à leur germination hétérotrophe, les orchidées acquièrent la photosynthèse et 

deviennent alors autonomes pour leur nutrition carbonée. Cependant, certaines espèces 

demeurent non chlorophylliennes au stade adulte, et dépendent entièrement de leurs 

champignons mycorhiziens pour assurer leur nutrition : on parle alors d’espèces 

mycohétérotrophes (MH ; Leake, 1994). En outre, certaines espèces acquièrent la photosynthèse, 

mais continuent de recevoir de la matière organique d’origine fongique au stade adulte : on parle 

alors d’espèces partiellement mycohétérotrophes ou d’espèces mixotrophes (MxH ; Gebauer & 

Meyer, 2003; Selosse & Roy, 2009).  

 

 La mycohétérotrophie totale est apparue au moins 46 fois de manière indépendante au 

cours de l’évolution des plantes, et concerne environ 500-530 espèces de plantes (Merckx, 2013; 

Jacquemyn & Merckx, 2019). On la retrouve dans 10 familles, dont celle des orchidées qui en 

compte environ 235-295 espèces réparties dans plus de 43 genres (Merckx, 2013; Jacquemyn & 

Merckx, 2019). Au sein des orchidées, la mycohétérotrophie serait apparue au moins 17 fois de 

manière indépendante (Wang et al., 2021), ce qui suggère que l’existence d’une 

mycohétérotrophie à des stades de développement précoce serait une prédisposition évolutive à 

son maintien au stade adulte (Selosse & Roy, 2009). Parmi les espèces d’orchidées MH, on trouve 

essentiellement des espèces terrestres de sous-bois en région tempérée (ex : N. nidus-avis ; Selosse 

et al., 2002) ou tropicale (ex : Gastrodia similis ; Martos et al., 2009) et seulement quelques semi-

épiphytes en région tropicale : toutes des Vanilloideae comme Erythrorchis altissima en Asie 

(Merckx, 2013; Ogura-Tsujita et al., 2018).  

Au cours de l’évolution, la transition de régimes autotrophes à des régimes MxH ou MH 

s’accompagne généralement d’un changement des partenaires fongiques (Wang et al., 2021). En 

effet, on suppose que les rhizoctonias ne sont pas capables de dégrader et transmettre une 

quantité de carbone organique suffisante pour compenser l’absence de photosynthèse chez leur 

hôte (Selosse & Martos, 2014). Ainsi, les orchidées MH ou MxH sont généralement associées à 

des champignons ectomycorhiziens par ailleurs associés à des plantes voisines, en régions 

tempérées et tropicales (ex : N. nidus-avis associée à un Sebacinaceae ; Selosse et al., 2002), ou à 

d’autres champignons saprotrophes en régions tropicales (ex : G. similis et E. altissima associées à 

divers champignons décomposeurs du bois et de la litière du sol ; Martos et al., 2009; Ogura-
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Tsujita et al., 2018). Dans certains cas, les champignons ectomycorhiziens impliqués 

appartiennent aux familles de rhizoctonias, ce qui complique leur identification en tant que 

partenaires ectomycorhiziens (voir Article IV). Par exemple, l’orchidée MxH Platanthera minor 

s’associe à des Ceratobasidiaceae en Asie, mais ceux-ci présentent une écologie également 

ectomycorhizienne (Yagame et al., 2012). Il est ainsi possible que de nombreux partenaires 

mycorhiziens d’orchidées de sous-bois soient en réalité ectomycorhiziens malgré leur 

appartenance aux familles de rhizoctonias (Bougoure et al., 2009).  

 

Outre leur association à des champignons particuliers, il a été récemment démontré que 

certaines orchidées vertes, principalement de sous-bois, dépendaient en partie de ces 

champignons pour leur apport carboné (i.e., orchidées MxH ; Gebauer & Meyer, 2003; Selosse 

& Roy, 2009). Cette dépendance accrue vis-à-vis de champignons mycorhiziens, généralement un 

assemblage de champignons non-rhizoctonias avec parfois quelques rhizoctonias (Bidartondo et 

al., 2004; Julou et al., 2005; Abadie et al., 2006 ; voir plus haut), pourrait permettre aux espèces 

concernées de mieux tolérer les conditions ombragées du sous-bois auxquelles elles sont adaptées 

(par exemple Cephalanthera damasonium ; Bidartondo et al., 2004 ; voir aussi Liebel et al., 2010), 

et explique par ailleurs la persistance, rare, de certains individus albinos (Julou et al., 2005; Roy 

et al., 2013; Lallemand et al., 2019). Cependant, la détection de ces espèces MxH est difficile et 

se base essentiellement sur des mesures isotopiques dont les résultats peuvent varier en fonction 

des conditions environnementales et selon les types de mesures effectuées (isotopes stables du 

carbone, de l’hydrogène etc.), et il est probable que le statut MxH de nombreuses espèces 

d’orchidées soit encore inconnu à ce jour (Selosse & Martos, 2014; Stöckel et al., 2014; Gebauer 

et al., 2016; Lallemand, 2018). Ainsi, les espèces d’orchidées semblent plutôt représenter un 

continuum trophique de l’autotrophie stricte vers la mycohétérotrophie totale, en passant par tous 

les stades intermédiaires de dépendance aux champignons mycorhiziens pour la nutrition 

carbonée (Schiebold et al., 2017, 2018).  

 

La grande majorité de ces études ont été conduites sur des orchidées terrestres de régions 

tempérées, parfois tropicales, et l’on a encore très peu d’informations sur le statut trophique et 

la dépendance mycorhizienne des espèces tropicales épiphytes, qui représentent pourtant la 

majeure partie de la diversité au sein de la famille. En particulier, aucun exemple d’orchidée 

épiphyte MxH n’a à ce jour été décrit, alors même que de nombreuses espèces épiphytes poussent 

sur les parties basses des troncs sous la canopée dense des forêts tropicales.  
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2.3.   Origines évolutives des mycorhizes d’orchidées  
 

2.3.1.   De la symbiose ancestrale jusqu’aux évolutions récentes 

  

 

 Toute les espèces d’orchidées étudiées forment des symbioses avec des Dikaryas, 

appartenant essentiellement aux familles de rhizoctonias dans les Basidiomycètes (Dearnaley et 

al., 2012; Wang et al., 2021). Certaines études ont révélé la présence de champignons du groupe 

des Glomeromycotina ou des Mucoromycotina dans certaines racines d’orchidées terrestres 

(Abadie et al., 2006; May et al., 2020; Perez-Lamarque et al., 2022) ou épiphytes (Cevallos et al., 

2018; Novotná et al., 2018), mais leur très faible fréquence et abondance indique probablement 

une colonisation endophyte des tissus racinaires. Bien que les amorces utilisées en PCR pour 

détecter les champignons mycorhiziens d’orchidées ne permettent souvent pas de cibler ces 

champignons endomycorhiziens arbusculaires, ceux-ci n’ont jamais été observés au sein de 

structures mycorhiziennes chez une espèce d’orchidée (Selosse et al., 2022). Ainsi, malgré le faible 

nombre de fossiles d’orchidées décrits à ce jour (et aucune racine fossilisée connue ; Strullu-

Derrien et al., 2018), la symbiose des orchidées avec des rhizoctonias est perçue comme ancestrale 

du fait de la présence de ces champignons dans les lignées les plus basales de cette famille 

(Dearnaley et al., 2012).  

  

 Il existe au moins deux arguments favorables à l’acquisition d’une symbiose ancestrale 

avec des rhizoctonias. Premièrement, ceux-ci constituent la majeure partie des partenaires 

fongiques d’orchidées au sein de la famille (Dearnaley et al., 2012; Wang et al., 2021) et les 

associations à des champignons mycorhiziens non-rhizoctonias résultent souvent d’histoires 

évolutives récentes (Těšitelová et al., 2015; Wang et al., 2021). Deuxièmement, les espèces 

appartenant aux deux genres formant la sous famille des Apostasioideae (i.e., Apostasia et 

Neuwiedia), sous-famille ayant divergé le plus précocement dans l’histoire évolutive des 

Orchidaceae (Givnish et al., 2015), sont associées respectivement à des Ceratobasidiaceae et 

Botryobasidiaceae (également dans les Cantharellales) ou à des Ceratobasidiaceae et 

Tulasnellaceae (Kristiansen et al., 2004 ; Yukawa et al., 2009; Suetsugu & Matsubayashi, 2021). 

Si l’on ne peut exclure une association plus récente des membres de cette sous-famille à ces 

groupes fongiques, une récente étude basée sur une reconstruction des traits ancestraux semble 

également indiquer l’existence d’un état mycorhizien ancestral « rhizoctonias » (Wang et al., 

2021).  

 

 La famille des Orchidaceae est généralement placée à la base de l’ordre des Asparagales 

(APG IV, 2016) dont les autres familles forment des symbioses endomycorhiziennes à arbuscules. 

Cela suggère une transition unique de partenaires mycorhiziens du groupe des Mucoromycota 
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(incluant les Glomeromycètes) vers celui des rhizoctonias chez l’ancêtre commun des orchidées, 

il y a plus de 75 Ma (Dearnaley et al., 2012; Givnish et al., 2015). Les ancêtres communs aux trois 

familles de rhizoctonias semblent avoir vécu il y a environ 260-280 Ma (Miyauchi et al., 2020), 

mais les âges de début de diversification de ces groupes sont bien plus récents (env. 70-80 Ma au 

sein des Ceratobasidiaceae ; Miyauchi et al., 2020 ;  env. 60-70 Ma au sein des Serendipitaceae ; 

Garnica et al., 2016) et pourraient correspondre à celui du début de la diversification au sein de 

la famille des Orchidaceae. Néanmoins, ces estimations se basent sur un nombre très réduit de 

génomes de rhizoctonias, et de futurs travaux seront nécessaires pour éclaircir les relations entre 

les diversifications des orchidées et de celles de leurs partenaires fongiques. L’association à des 

groupes de Basidio- et Ascomycètes non-rhizoctonias, plus tardive, s’est ensuite très probablement 

faite de manière multiple au cours de l’évolution des orchidées, entrainant de multiples 

transitions de l’autotrophie vers la mixotrophie ou la mycohétérotrophie (Jacquemyn & Merckx, 

2019; Wang et al., 2021).  

 

 

2.3.2.   Les origines de cette évolution : de l’endophytisme vers la symbiose 
…………mycorhizienne ? 

 
 La fréquence des transitions évolutives du régime autotrophe vers des régimes MxH ou 

MH chez les orchidées (> 17 évènements de transition ; Wang et al., 2021) a de quoi surprendre. 

Celles-ci ont été très probablement facilitées par l’association entre certaines espèces d’orchidées 

et des espèces fongiques ectomycorhiziennes ou saprotrophes. Des indices sur les origines 

évolutives de ces associations récentes pourraient se trouver dans l’écologie particulière de ces 

champignons : ceux-ci sont très fréquemment retrouvés comme endophytes de tissus de plantes, 

notamment dans les racines. La présence fréquente de ces champignons endophytes dans les 

racines des orchidées (Selosse et al., 2022, et référence citées) pourrait en effet avoir conduit, au 

cours de l’évolution, à une émergence répétée d’associations mycorhiziennes nouvelles et à la 

mise en place d’échanges trophiques entre les partenaires. Ce scénario évolutif porte le nom  d’ 

« hypothèse de la salle d’attente », ou plutôt en anglais, de la waiting room hypothesis (WRH ; 

Selosse & Roy, 2009; Selosse et al., 2022).  

 

 Les rhizoctonias sont également fréquemment retrouvés comme endophytes de plantes 

non-orchidées (Veldre et al., 2013; Weiß et al., 2016b; Selosse et al., 2022), y compris en étant 

également mycorhiziens d’orchidées voisines (Girlanda et al., 2011). Cela suggère deux choses : 

premièrement, il est probable que la mise en place de la symbiose mycorhizienne ancestrale des 

orchidées avec des rhizoctonias résulte elle-même d’un mécanisme de type WRH (Selosse et al., 

2022). Deuxièmement, ces rhizoctonias également endophytes de plantes voisines pourraient 

favoriser les échanges de nutriments entre plantes orchidées et non-orchidées (Selosse & Martos, 
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2014), ou également favoriser la persistance des champignons mycorhiziens d’orchidées dans 

l’environnement (une hypothèse cependant non confirmée par Calevo et al., 2021).  

 

2.4.  Les orchidées et leurs champignons mycorhiziens : des 
…………associations symbiotiques ? 
  

 

 Une symbiose, dans son sens francophone, est définie comme une interaction à bénéfices 

réciproques entre deux partenaires. Dans le cadre de la symbiose mycorhizienne, la plante fournit 

au champignon des sucres issues de la photosynthèse, tandis que le champignon fournit en retour 

de l’eau et divers nutriments. Toutefois, la symbiose reste avant tout un équilibre dynamique, 

tant sur le plan évolutif que physiologique, et les bénéfices pour les partenaires peuvent varier 

selon les conditions du milieu. Par exemple, des plantes habituellement mycorhizées et cultivées 

en milieu riche (où les nutriments ne sont pas limitants dans le sol) ne forment pas de symbiose 

mycorhizienne car celle-ci devient alors coûteuse pour elles (Lilleskov et al., 2002; Treseder, 2004). 

Chez les orchidées, la teneur en phosphate du sol a également été négativement corrélée au taux 

de colonisation mycorhizienne chez l’orchidée Bipinnula fimbriata (Mujica et al., 2020). De 

manière générale, la qualité du sol ainsi que sa diversité microbienne influencent tous deux la 

réponse des plantes à l’inoculation de partenaires mycorhiziens (Hoeksema et al., 2010). De plus, 

les mécanismes de mise en place et de maintien de la symbiose sont finement régulés, et chaque 

organisme contrôle au moins en partie son partenaire symbiotique (voir 1.2.3). Les éventuels 

tricheurs (par exemple des champignons recevant du carbone sans rien fournir en retour) sont 

généralement sanctionnés par les hôtes (ex : Kiers et al., 2011; Van Der Heijden et al., 2015 ; et 

références associées). Si ce constat est valable pour l’ensemble des associations symbiotiques (voir 

par exemple : Kiers et al., 2003), le cas des associations mycorhiziennes d’orchidées continue de 

diviser au sein de la communauté scientifique.  

 

 Comme nous l’avons vu au chapitre 2.2.3, la nature des échanges trophiques entre les 

orchidées et leurs champignons mycorhiziens n’a été élucidée que récemment et sur un nombre 

réduit d’espèces (Cameron et al., 2006, 2008; Látalová & Baláž, 2010). En particulier, on en sait 

très peu sur les échanges ayant lieu au sein des mycorhizes d’orchidées épiphytes en régions 

tropicales. Celles-ci développent généralement la photosynthèse plus tôt dans le protocorme, et 

leur dépendance vis-à-vis des champignons peut ainsi être questionnée. Ainsi, les conséquences 

même de la symbiose pour les deux partenaires restent floues. 

En effet, les orchidées ont souvent été vues comme adoptant une stratégie de type « take now, pay 

latter » (littéralement : « prend maintenant, paye plus tard »), c’est-à-dire que si l’association 

semble plutôt profiter à l’orchidée lorsque celle-ci est jeune, le transfert de carbone de la plante 
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vers ses champignons mycorhiziens au stade adulte rétablit le caractère mutualiste de 

l’association. Pourtant, certaines orchidées adultes continuent d’exploiter leurs champignons 

(i.e., espèces MH ou MxH), et les orchidées ont souvent été considérées comme parasitant leurs 

partenaires fongiques. Cette vision a d’ailleurs été entretenue par le fait que les pelotons sont 

régulièrement lysés et digérés par la plante (ou « phagocytés », selon le terme introduit par N. 

Bernard ; Selosse et al., 2011), suggérant un contrôle exercé par cette dernière sur les 

champignons de ses racines. En outre, le bénéfice de la symbiose sur la valeur sélective des 

champignons mycorhiziens d’orchidées est difficilement mesurable, notamment car ces derniers 

ne fructifient pas ou très peu (Dearnaley et al., 2012).   

Pourtant, d’autres bénéfices pour les deux partenaires pourraient entrer en jeu, comme le 

transfert de vitamines des orchidées MH vers leurs partenaires mycorhiziens (Selosse & Roy, 

2009) ou encore la protection des hyphes fongiques dans les racines de leur hôte (Calevo et al., 

2021). En milieu épiphyte, il a été suggéré que les conditions stressantes du milieu (voir Encadré 

2), ainsi que l’acquisition plus précoce de la photosynthèse par les orchidées, pourraient favoriser 

une relation mutualiste, bénéfique à chaque partenaire (Leake & Cameron, 2012).  

 

 S’il semble difficile d’appréhender les conséquences de la symbiose mycorhizienne sur les 

orchidées et leurs champignons à l’échelle des organismes, prenons à présent un peu de recul et 

intéressons-nous aux conséquences de cette association à une échelle plus globale : celle des 

écosystèmes.  
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III. Approche écologique des symbioses 
mycorhiziennes d’orchidées 

 

3.1.   Spécificité des symbioses mycorhiziennes d’orchidées 
 

3.1.1.   Une spécificité variable entre espèces et au cours des stades de 
développement 
 

 
 On considère généralement la symbiose mycorhizienne d’orchidées comme plus 

spécifique que les autres symbioses mycorhiziennes (Dearnaley et al., 2012; Van Der Heijden et 

al., 2015; Põlme et al., 2018). Néanmoins, étant donné le nombre d’espèces d’orchidées 

identifiées dans le monde (~ 28 000 ; Christenhusz & Byng, 2016), toute tentative de 

généralisation semble illusoire. Certaines études suggèrent des taux de spécificité variables selon, 

par exemple, le mode de vie des espèces d’orchidées (terrestre versus épiphyte ; Xing et al., 2019) 

ou leur aire géographique (incidence d’espèces spécifiques plus élevée en Australie comparée aux 

autres continents ; Phillips et al., 2011; Davis et al., 2015; Jacquemyn et al., 2017a), mais les 

patrons observés varient en réalité beaucoup selon les espèces (ou assemblages d’espèces) 

considérées (ex : Swarts et al., 2010, voir aussi Li et al., 2021b).  

En Asie par exemple, l’orchidée épiphyte Taeniophyllum glandulosum semble s’associer 

spécifiquement à la famille des Ceratobasidiaceae, au sein de laquelle elle montre une très nette 

préférence pour un seul OTU (Operational taxonomic unit), et ce quel que soit la période, le site 

d’échantillonnage, ou le stade de développement de la plante (Rammitsu et al., 2019). À l’inverse, 

certaines espèces semblent plus opportunistes dans leurs associations (Herrera et al., 2019), 

comme l’orchidée terrestre australienne Microtis media (Bonnardeaux et al., 2007) ou l’orchidée 

mycohétérotrophe (MH) à distribution Eurasiatique Epipogium aphyllum (Roy et al., 2009).  

 

 En outre, les patrons de spécificité mycorhizienne peuvent varier en fonction des stades 

du cycle de vie des espèces d’orchidées (Figure 9 ; Li et al., 2021b). Dans une méta-analyse récente, 

Ventre Lespiaucq et al., (2021) ont mis en évidence une forte variabilité des patrons d’évolution 

de la spécificité mycorhizienne des orchidées au cours de leur développement : dans la majorité 

des cas, la composition fongique des plantules et des plantes adultes était différente, mais celle-ci 

était associée aussi bien à des gains qu’à des pertes de partenaires fongiques entre ces deux stades, 

selon les études considérées.  
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Figure 9 Évolution qualitative des communautés mycorhiziennes au cours du développement des 
orchidées. Cinq cas de figures sont représentés ici. Chaque cercle correspond à un partenaire 
mycorhizien, identifié par sa couleur. S ; diversité mycorhizienne. Pour une considération de l’évolution 
des partenaires mycorhiziens en termes de richesse, voir Ventre-Lespiaucq et al., 2021. 

 

 

Certaines espèces d’orchidées montrent une forte spécificité mycorhizienne aux stades 

germinatifs, mais s’associent ensuite soit avec davantage de partenaires (incluant ceux déjà 

présents ; ex : Bayman et al., 2016; McCormick et al., 2021), soit avec des partenaires différents 

(ex : Meng et al., 2019b ; pour une germination peu spécifique, voir aussi Chen et al., 2019). Dans 

chacun de ces cas, un changement de spécificité mycorhizienne au cours des stades ontogéniques 

et observé à l’échelle de l’espèce d’orchidée se traduit également par une modification des 
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communautés mycorhiziennes à l’échelle des individus. Certaines espèces d’orchidées à l’inverse, 

semblent capables de germer avec de nombreux champignons, mais peu d’individus atteignent 

l’âge adulte (ex : Meng et al., 2019a). Dans ce deuxième cas, un éventuel changement de spécificité 

mycorhizienne se traduit alors à l’échelle de la population et non à l’échelle de l’individu, 

puisqu’une partie des stades germinatifs n’atteignent pas le stade adulte (Figure 10). 

 

 

 
 
Figure 10 Évolution de la spécificité mycorhizienne à l’échelle des individus versus à l’échelle de la 
population. L’identité des partenaires mycorhiziens des orchidées est donnée par la couleur des 
protocormes/adultes. s ; diversité mycorhizienne à l’échelle de la population.  

 

 

Ainsi, lors d’analyses des communautés mycorhiziennes d’orchidées in situ, 

l’interprétation des communautés fongiques associées aux protocormes reste délicate car les 

communautés observées peuvent ne pas être favorables à une croissance ultérieure de la plante. 

Dans ce cas, des tests de germinations in vitro sont nécessaires afin de valider, ou non, 

l’importance biologique des partenaires mycorhiziens identifiés (Meng et al., 2019a). Une 

approche synchrone peut également être mise en place, consistant à évaluer in situ les cortèges 

fongiques liés à différentes plantes d’une même population ayant des stades de croissance plus 

ou moins avancés (voir par exemple Article III).  
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3.1.2.   Spécificité mycorhizienne : une variabilité pas si contradictoire ? 

 
Dans une récente analyse de la spécificité mycorhizienne d’espèces de la sous-famille 

des Cypripedioideae, Shefferson et al., (2019) tentent de réconcilier les différents modèles de 

spécificité précédemment décrits, et introduisent la notion de « généralisme apparent ». Dans ce 

modèle, les espèces d’orchidées sont souvent spécifiques d’un ou de quelques champignons 

mycorhiziens dominants, mais s’associent également, de manière plus opportuniste, à d’autres 

champignons phylogénétiquement éloignés les uns des autres. Pour la plante, l’association à 

certains champignons abondants (McCormick et al., 2016) ou plus performants assure une 

croissance optimale, mais l’association à d’autres champignons peu abondants ou moins 

performants lui permet également d’élargir sa niche trophique et sa résistance aux variations 

environnementales, lui permettant éventuellement d’étendre sa distribution (Swarts et al., 2010; 

Shefferson et al., 2019).  

 

De plus, la notion de « généralisme apparent », bien que a priori non applicable dans 

certains cas (e.g., Phillips et al., 2011; Rammitsu et al., 2019), permet de mieux rendre compte de 

l’augmentation du pouvoir de détection des champignons mycorhiziens dans les racines 

d’orchidées par l’utilisation des nouvelles méthodes de séquençage à haut-débit (NGS, New 

Generation Sequencing). En effet, ces méthodes permettent la détection de communautés 

mycorhiziennes bien plus riches que les techniques de culture de champignons (voir par exemple 

Article III de ce manuscrit) ou de clonage (Martos et al., 2012) mais une partie des OTUs 

détectées pourraient en réalité avoir une importance écologique mineure pour la plante (Põlme 

et al., 2018). Ainsi, cette notion permet par exemple de différencier une orchidée 

véritablement généraliste (i.e., true generalism sensu Shefferson et al., 2019) capable de germer, 

grandir et survivre avec une large gamme de partenaires, d’une orchidée associée à de multiples 

champignons de l’environnement mais dépendante en réalité d’une ou de quelques espèces pour 

germer et assurer l’essentiel de sa nutrition.  

 

3.1.3.   Déterminismes et conséquences de la spécificité mycorhizienne des 
………..orchidées  

 

D’une manière plus générale, le ou les déterminismes de ces patrons de spécificité 

mycorhizienne et de leur variabilité restent encore inconnus : les orchidées sélectionnent-elles 

leurs partenaires dans l’environnement, ou s’associent-elles avec ceux disponibles à un endroit 

donné ?  

À l’échelle des écosystèmes, la spécificité mycorhizienne de certaines orchidées pourrait 

contraindre leur distribution spatiale, du fait par exemple d’une distribution réduite, ou limitée 

à certains habitats, des partenaires mycorhiziens (Swarts et al., 2010). A l’inverse, des espèces 
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d’orchidées peu spécifiques ne devraient théoriquement pas être limitées par la distribution de 

leurs partenaires fongiques. Pourtant, il ne semble pas exister de lien clair entre rareté et 

spécificité mycorhizienne d’une espèce d’orchidée (Phillips et al., 2011; McCormick & 

Jacquemyn, 2014) et l’on en sait encore peu sur l’influence possible des champignons 

mycorhiziens sur la distribution spatiale des orchidées, et inversement.  

En outre, les patrons de spécificité mycorhizienne des orchidées pourraient façonner la manière 

dont différentes espèces partagent des partenaires mycorhiziens, induisant de véritables réseaux 

d’interactions entre plantes et champignons (ex : Jacquemyn et al., 2011; Herrera et al., 2018). 

Dans la suite de ce chapitre, nous nous intéresserons successivement aux contraintes réciproques 

des deux partenaires sur leurs distributions spatiales respectives (partie 3.2), puis à la mise en 

réseaux de ces interactions plantes-champignons mycorhiziens (partie 3.3).  

 

3.2.   Contraintes réciproques sur la distribution spatiale des 
………partenaires 
 

3.2.1.   Le mystère de la distribution spatiale des orchidées  

 

 Si les orchidées forment probablement la famille de plantes la plus diversifiée sur Terre 

(Christenhusz & Byng, 2016), la plupart des espèces sont rares, présentes sur une aire de 

distribution limitée, et sont souvent menacées dans leurs habitats naturels. La distribution d’une 

espèce peut être notamment affectée par sa capacité à se disperser (production et acheminement 

des graines viables vers un site donné ; contrainte dispersive) ou à tolérer une certaine gamme de 

conditions environnementales (germination des graines et croissance des individus sur un site 

donné ; contrainte de l’habitat ; Münzbergová & Herben, 2005).  

 

Les orchidées présentent un système de dispersion a priori très efficace puisqu’une fois 

fécondées, les fleurs se transforment en capsules libérant des milliers (et jusqu’à plusieurs 

millions !) de graines microscopiques, disséminées par le vent sur des distances pouvant atteindre 

plusieurs milliers de kilomètres (Close et al., 1978; Arditti & Ghani, 2000). Charles Darwin, le 

premier, s’étonnait de la contradiction apparente entre la capacité de production des graines 

d’orchidées, et leur pourtant relative rareté dans les habitats (Darwin, 1862). Il observa ainsi que 

l’orchidée Orchis (Dactylorhiza) maculata pouvait produire jusqu’à 6 200 graines par capsule. A 

raison d’une production annuelle de > 30 capsules par plante, il calcula qu’un seul individu 

pouvait produire jusqu’à 186 300 graines. En extrapolant ce résultat à plusieurs générations 

successives d’orchidées produisant un nombre similaire de graines, il calcula qu’en seulement 

trois générations, les descendants d’une seule plante d’O. maculata recouvrirait la surface totale 
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des terres émergées du globe3 (Darwin, 1862). Ce n’est donc pas la quantité de graines produites 

qui semble limiter la dispersion des orchidées.  

 

Comme nous l’avons vu précédemment, ces graines sont dépourvues de réserves et 

nécessitent la présence d’un champignon pour germer. Cette germination symbiotique pourrait 

représenter une contrainte pour l’implantation de la plante, puisque l’absence de champignon 

compatible condamne la graine à ne pas germer. McCormick & Jaquemyn (2014) se sont 

intéressés aux contraintes limitant la distribution spatiale des orchidées, notamment en étudiant 

le rôle des partenaires mycorhiziens. Les résultats, illustrés ci-dessous, pointent vers des 

contraintes différentielles à l’échelle locale (un même habitat, considéré comme homogène) ou à 

l’échelle régionale (une mosaïque d’habitats, hétérogène Münzbergová & Herben, 2005).  

 

3.2.2.   Distribution spatiale des orchidées terrestres à l’échelle régionale 

 
 Une première étude de la répartition mondiale des principales familles mycorhiziennes 

(i.e., les rhizoctonias ; Dearnaley et al., 2012) a révélé leur présence dans la plupart des habitats 

du globe étudiés, suggérant que l’absence d’une famille n’était pas une contrainte à l’implantation 

des orchidées à très large échelle (Jacquemyn et al., 2017a ; pour l’Asie, voir par exemple : Xing et 

al., 2019).  

D’autre part, l’étude des cortèges mycorhiziens associés à diverses espèces d’orchidées a révélé la 

très large distribution de nombreux champignons mycorhiziens (Swarts et al., 2010; Jacquemyn 

et al., 2011; Phillips et al., 2011; Duffy et al., 2019; Xing et al., 2020a) suggérant là encore que 

ceux-ci n’étaient probablement pas limitants pour l’implantation de leur hôte. Les expériences de 

transplantation de graines de sites colonisés par des plantes adultes vers des sites non colonisés 

(mais néanmoins adaptés aux exigences écologiques des espèces d’orchidées étudiées) semblent 

d’ailleurs confirmer la présence de ces champignons sur des sites où les orchidées sont absentes 

(McCormick & Jacquemyn, 2014).  

 

Une partie des études précédentes ont par ailleurs été menées sur des orchidées rares et 

spécifiques de quelques champignons mycorhiziens. S’il ne semble pas exister de lien clair entre 

spécificité mycorhizienne et rareté des espèces d’orchidées (Jacquemyn et al., 2012b; McCormick 

& Jacquemyn, 2014), plusieurs grands cas de figures peuvent en réalité être rencontrés (Tableau 

1).  Swarts et al., (2010) suggèrent par exemple que la rareté de l’espèce C. huegelii, une orchidée 

terrestre du Sud-Ouest de l’Australie peut être expliquée par sa spécificité vis-à-vis d’un 

champignon mycorhizien rare. A l’inverse, D. elastica, une autre espèce poussant sur le même 

 
3 Ce calcul théorique ne prend bien évidemment pas en compte la capacité de germination des graines. De 
nombreuses espèces d’orchidées sont auto-compatibles, et une part non négligeable de leurs graines ne sont pas 
pourvues d’embryon viable. 
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territoire, est rare et spécifique d’un seul champignon mycorhizien pourtant largement répandu 

sur le territoire (Phillips et al., 2011). Cet exemple montre que les champignons mycorhiziens ne 

suffisent pas toujours à expliquer la distribution spatiale de leurs plantes hôtes. D’autres facteurs 

comme le régime de reproduction, les pollinisateurs, ou la préférence pour certains facteurs 

abiotiques, peuvent alors intervenir (Phillips et al., 2011). 

 

 
Tableau 1. Combinaisons possibles entre spécificité mycorhizienne (Spécificité), fréquence de la plante hôte 

(Orchidée) ou du/des partenaire(s) mycorhizien(s) (Myc.). R, distribution restreinte géographiquement.  
 

Orchidée Spécificité  Myc. Exemple Référence 

Rare Forte Rare (+ R) Caladenia huegelii Swarts et al., 2010 

Rare Forte Commun Drakea elastica Phillips et al., 2011 

Rare Faible Commun Liparis loeselii var. ovata Waud et al., 2017 

Commune (R) Forte Commun (R) Caladenia arenicola Swarts et al., 2010 

Commune Forte Commun Drakea glyptodon Phillips et al., 2011 

Commune Faible Commun Caladenia flava Swarts et al., 2010 

  

 

 En conclusion, la contrainte à la distribution des orchidées à l’échelle régionale semble 

peu dépendante des champignons mycorhiziens et pourrait plutôt être dispersive  (sensu 

Münzbergová & Herben, 2005), ou liée à d’autres facteurs environnementaux comme l’humidité 

ou le pH des sols (McCormick & Jacquemyn, 2014).    

 

3.2.3.   Distribution spatiale des orchidées terrestres à l’échelle locale 

 
 Une succession de travaux menés dès le début des années 2000 par Jacquemyn et al., a 

permis de mieux comprendre la structure et la dynamique spatiale des communautés d’orchidées 

terrestres des prairies et pelouses tempérées et méditerranéennes d’Europe. Dans une première 

étude menée en Belgique, Jacquemyn et al., (2007) ont mis en évidence la structure spatiale 

agrégée des plants d’Orchis purpurea à l’échelle de la prairie, ceux-ci formant des patchs de 

quelques mètres de diamètres regroupant la plupart des individus. Ce constat, confirmé ensuite 

chez d’autres espèces d’orchidées terrestres (Jacquemyn et al., 2012a) est issu de la dynamique 

suivante : les nouvelles graines germent généralement proches des adultes, à l’intérieur des patchs, 

favorisant ainsi une structure agrégée des populations d’orchidées terrestres de milieu ouvert 

(Figure 11 ; Diez, 2007; Jacquemyn et al., 2007, 2012a). 
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Figure 11 Dynamique d’une population d’orchidées terrestres en prairie tempérée. (A) Les 
communautés mycorhiziennes (en bleu) sont localisées à proximité des plantes adultes. La probabilité 
de germination des graines est d’autant plus élevée que la richesse fongique en champignons 
mycorhiziens compatibles est élevée. (B) Cela conduit à la germination de jeunes plants à proximité des 
adultes, entrainant une structure agrégée des populations d’orchidées à l’échelle de la prairie.  

 

 

Plusieurs facteurs peuvent expliquer cette structure, comme les propriétés du sol sur des 

microsites particuliers (Diez, 2007) ou encore la prévalence des champignons mycorhiziens à 

proximité des adultes, favorisant la germination des graines. En étudiant la distribution spatiale 

des champignons mycorhiziens de ces orchidées de prairies, Jacquemyn et al., (2012a) et Waud et 

al., (2016a,b) ont montré que les champignons mycorhiziens des plantes adultes étaient localisés 

de manière préférentielle à proximité de ceux-ci, favorisant ainsi la germination des graines 

d’orchidées. Plus que la présence de champignons mycorhiziens compatibles, c’est leur 

abondance dans le sol qui semble déterminante pour assurer un réel succès germinatif des graines 

(McCormick et al., 2016, 2018). Des résultats similaires ont été obtenus en milieu forestier (ex : 

Mckendrick et al., 2002; McCormick et al., 2021), montrant l’importance des champignons 

mycorhiziens dans la distribution spatiale des orchidées terrestres à des échelles locales 

(McCormick & Jacquemyn, 2014).  

 

 D’autres travaux ont révélé l’existence d’une structure spatiale agrégée des champignons 

mycorhiziens d’orchidées dans le sol (ex : Voyron et al., 2017 ; et dans une moindre mesure : Oja 

et al., 2016). Cette distribution agrégée, donc hétérogène, des champignons mycorhiziens 

pourrait donc bien contraindre celle de leur hôte à échelle locale. De plus, des distributions 

agrégées de partenaires fongiques spécifiques d’espèces d’orchidées différentes pourraient 

expliquer la coexistence de ces dernières à faible échelle (de l’ordre de quelques mètres ; 
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McCormick & Jacquemyn, 2014). En effet, d’après la théorie de ségrégation des niches 

écologiques (ou exclusion compétitive), deux espèces qui coexistent de manière stable doivent 

exploiter deux niches écologiques différentes. Ces niches écologiques peuvent être d’ordre 

abiotique (ex : exploitation directe de différentes ressources dans le sol), biotique (ex : association 

à des champignons mycorhiziens différents), ou les deux. Il a ainsi été suggéré que la coexistence 

d’espèces d’orchidées dans des prairies pouvait être en partie expliquée par l’association à des 

champignons mycorhiziens différents (Jacquemyn et al., 2012a, 2014 ; voir aussi Waterman et al., 

2011, pour un parallèle avec les pollinisateurs d’orchidées). Par exemple, dans l’étude menée par 

Jacquemyn et al., (2012a) les trois espèces d’orchidées terrestres étudiées (Anacamptis morio, 

Gymnadenia conopsea  et Orchis mascula) présentaient, sur un même site (40 x 70 m) des 

distributions spatiales bien distinctes, et étaient associées à des communautés mycorhiziennes 

distinctes également. Toutefois, les espèces A. morio et G. conopsea partageaient tout de même un 

OTU appartenant aux Tulasnellaceae, suggérant que les partenaires mycorhiziens ne sont pas les 

seuls facteurs déterminant la distribution spatiale des orchidées. De fait, on ignore encore 

actuellement si la ségrégation des espèces d’orchidées peut s’expliquer par une compétition pour 

ou entre les champignons mycorhiziens, et donc indirectement pour l’accès aux nutriments du 

sol, ou si elle repose sur une adaptation de la plante, et/ou des champignons, à certains micro-

habitats du sol (McCormick & Jacquemyn, 2014).  

 

3.2.4.   Distribution spatiale des orchidées épiphytes 

 
 Comme nous venons de le voir, la grande majorité des travaux portant sur la distribution 

spatiale des orchidées et de leurs champignons mycorhiziens ont été menés sur des espèces 

terrestres, essentiellement de prairies. En effet, la distribution spatiale des champignons 

mycorhiziens sur les écorces n’a été étudiée que très récemment laissant suggérer une structure 

agrégée des communautés fongiques sur l’écorce (Cook et al., 2022 ; et Article I de ce manuscrit), 

ou une distribution préférentielle de certains champignons dans des microsites (ex : présence 

d’humus) à la surface des arbres (Izuddin et al., 2019; Zarza et al., 2022).  

En particulier, aucun lien précis entre communautés fongiques et distribution des orchidées sur 

l’écorce n’avait été établi avant le début de cette thèse. Pourtant, les orchidées épiphytes 

présentent souvent des structures agrégées à l’échelle d’un arbre hôte (Hietz & Hietz-Seifert, 

1995; Zotz & Schultz, 2008) et certaines espèces présentent une structure génétique à des échelles 

fines (exemple : < 0.5m ; Trapnell et al., 2004), suggérant une dissémination et une meilleure 

germination des graines à proximité des parents. Toutefois, les travaux menés par Kartzinel et al., 

(2013) et Yang et al., (2017) montrent des taux de germination des graines à proximité des adultes 

variables selon les espèces considérées. De plus amples travaux sont nécessaires pour confirmer 

ou infirmer ces résultats, et permettre une meilleure caractérisation des communautés fongiques 
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d’écorces d’arbres tropicaux, et de leur influence sur la dynamique des orchidées épiphytes. Ces 

aspects seront abordés plus en détails en fin de manuscrit (partie 9.3).  

 

 À une plus large échelle, la distribution des orchidées épiphytes dans une forêt tropicale 

peut être influencée par la capacité de dispersion des graines (Fan et al., 2020) et par la capacité 

de ces graines à germer sur les écorces de diverses espèces d’arbres hôtes. Comme les autres 

espèces épiphytes, les orchidées colonisent de manière assez variable les arbres dans une forêt 

tropicale (Zotz, 2016). En effet, certaines espèces d’arbres portent très peu ou pas d’épiphytes, en 

raison par exemple d’une structure ou d’une chimie particulière de l’écorce (Zotz, 2016). À 

l’inverse, certaines espèces d’arbres apparaissent comme de meilleurs hôtes pour les 

communautés végétales épiphytes (dont les orchidées) en présence. De plus, certaines espèces 

d’orchidées montrent des préférences (généralement peu marquées) pour certaines espèces 

d’arbres épiphytes (Rasmussen & Rasmussen, 2018).   

 

 

 
 
Figure 12 Scénarios de distribution d’une espèce d’orchidée épiphyte (cercles rouges) dans une forêt 
plurispécifique (3 espèces d’arbres) en fonction de sa spécificité mycorhizienne et de sa préférence 
d’arbre hôte. L’identité des champignons mycorhiziens colonisant les écorces est donnée par la couleur 
des arbres. Dans le scénario 1, l’orchidée est distribuée sur plusieurs arbres hôtes dans la forêt, eux-
mêmes colonisés par les différents champignons mycorhiziens de l’orchidée. Dans le scénario 2, le 
champignon mycorhizien de l’orchidée est retrouvé sur différentes espèces d’arbres, autorisant une 
colonisation non spécifique des arbres malgré une spécificité mycorhizienne marquée. Dans le scénario 
3, l’orchidée est spécifique d’une seule espèce d’arbre, mais sa distribution n’est pas expliquée par celle 
de ses champignons mycorhiziens, suggérant l’existence d’autres mécanismes régissant cette spécificité 
orchidée-arbre hôte. Dans le scénario 4, la distribution du champignon mycorhizien de l’orchidée sur 
un seul arbre contraint, au moins en partie, la distribution de cette dernière.  
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Cependant, cette préférence d’hôte semblent souvent soit issue de biais statistiques (les orchidées 

coloniseraient d’avantage les arbres abondants et à gros diamètre ; Wagner & Zotz, 2019, et 

références associées), soit demeurent non-identifiés (ex: Lancaster, 2004). En particulier, 

l’influence de la distribution spatiale des champignons mycorhiziens sur la préférence d’hôte des 

orchidées épiphytes (Figure 12) n’a été abordé que très récemment, et sur des cas de préférences 

peu marquées (Gowland et al., 2013; Pecoraro et al., 2021).  

D’autre part, aucune étude n’a à ce jour étudié la distribution des champignons mycorhiziens 

entre les écorces d’arbres à large échelle en région tropicale. Certains partenaires mycorhiziens 

semblent pouvoir coloniser l’écorce d’un nombre important d’arbres hôtes (en extrapolant leur 

présence sur l’écorce à partir de celle dans les racines d’orchidées, ex : Rammitsu et al., 2019), 

mais l’on ignore encore si cette tendance est généralisable à l’ensemble des champignons 

mycorhiziens d’orchidées épiphytes. Par exemple, des semis de graines in situ réalisés par Yang et 

al., (2017) sur des arbres hôtes ont montré un taux de germination bien supérieur en présence 

(et à proximité) d’orchidées adultes qu’en l’absence de celles-ci, suggérant une abondance plus 

faible des partenaires mycorhiziens sur les arbres dépourvues d’orchidées.  

 

3.2.5.   Influences réciproques des partenaires sur leur distribution spatiale 

 

 Nous avons essentiellement discuté, jusqu’à présent, de la manière dont les champignons 

mycorhiziens pouvaient influencer la distribution spatiale de leurs hôtes. Cependant, cette 

approche phyto-centrée occulte un possible effet inverse, c’est-à-dire une influence des plantes sur 

la distribution spatiale de leurs champignons mycorhiziens. Ceux-ci, connus pour être des 

champignons saprophytes libres, sont généralement considérés comme ayant une distribution 

spatiale indépendante de celles de leurs hôtes (Dearnaley et al., 2012). En effet, des fructifications 

formées par des rhizoctonias sont retrouvées même en l’absence d’orchidées dans leur voisinage. 

Pourtant, au sein d’une même famille de rhizoctonias, les champignons associés aux orchidées 

peuvent être phylogénétiquement distincts de ceux retrouvés fructifiant seuls dans 

l’environnement, et on en sait en réalité peu sur leur distribution. Plusieurs auteurs ont suggéré 

une possible influence des orchidées sur la distribution spatiale de leurs symbiotes (McCormick 

& Jacquemyn, 2014; Waud et al., 2016a; Li et al., 2021a) mais ceci n’a jamais été démontré. De 

nombreuses études ont démontré via des semis de graines in situ la présence de ces champignons 

sur des sites non colonisés par des orchidées adultes (ex : Phillips et al., 2011), mais on ne connait 

pas l’influence de l’implantation d’une orchidée adulte sur la dynamique des réseaux mycéliens 

mycorhiziens associés, ni sur la reproduction et la valeur sélective des champignons concernés. Il 

est pourtant probable que les champignons soient eux-mêmes favorisés par l’association 

symbiotique car, malgré de récentes études suggérant un flux de carbone des champignons vers 
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les orchidées adultes (Gebauer et al., 2016), aucun flux net de C n’a pour l’instant été démontré 

du champignon vers la plante (voir partie II).  

En outre, rechercher un champignon microscopique dans l’environnement équivaut 

probablement à rechercher une aiguille dans une botte de foin, et les tentatives de détection de 

ces champignons dans le sol par des approches moléculaires ont rarement été concluantes 

(Voyron et al., 2017; Egidi et al., 2018), mais voir aussi McCormick et al., 2016). Cela suggère 

qu’en l’absence de racine à coloniser, les champignons mycorhiziens d’orchidées pourraient avoir 

une croissance réduite dans le sol.  

 

Dans la suite de ce manuscrit, nous tâcherons d’équilibrer autant que possible la balance 

entre les points de vue phyto- et myco-centrés en nous intéressant notamment aux conséquences 

possibles de la symbiose sur les champignons eux-mêmes. Par ailleurs, cette approche sera 

grandement facilitée par la détection relativement aisée, sur les écorces des arbres, des 

champignons mycorhiziens d’orchidées épiphytes, en comparaison de ceux associés aux orchidées 

du sol (Izuddin et al., 2019). 

 

3.3.   Réseaux d’interactions orchidées-champignons mycorhiziens  
 

3.3.1.   Construction et propriétés des réseaux plantes-champignons 

 
Chaque plante ou espèce de plante interagit avec de nombreux organismes (ex : 

pollinisateurs, pathogènes, microorganismes etc.) qui eux-mêmes interagissent avec plusieurs 

plantes ou espèces de plantes. De véritables réseaux d’interactions se mettent ainsi en place, à 

plusieurs échelles. Les interactions mutualistes des plantes (pollinisateurs, champignons 

mycorhiziens etc.) sont généralement représentées sous la forme de graphes, ou réseaux bipartites, 

où chaque plante ou espèce de plante interagit avec un ou plusieurs partenaire(s) mutualiste(s), 

et inversement (Figure 13A ; Bascompte & Jordano, 2007).  

 

L’étude de la structure des réseaux d’interactions peut fournir des informations clefs sur le 

déterminisme ou les contraintes des associations mutualistes (par exemple la complémentarité 

des traits, poids de la phylogénie, etc.), sur le fonctionnement des écosystèmes, leur stabilité ou 

résilience face aux perturbations (Bascompte & Jordano, 2007; Herrera et al., 2018). De 

nombreux indices ont été développés pour tenter de caractériser la structure de ces réseaux. Ils 

peuvent rendre compte de sa complexité (nombre d’interactions, de partenaires moyens etc.) ou 

de sa structure (emboitement ou modularité du réseau observé).  
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Figure 13 Construction, représentations et structures des réseaux plantes-champignons. (A) Exemple 
de réseau plantes-champignons (i) et représentations associées en réseau unipartite (ii) et réseaux 
bipartites (iii-iv). (B) Structures emboitées (i) ou modulaires (ii) classiquement observées sur les réseaux 
bipartites ; bleu, présence d’interaction, blanc, absence d’interaction. (i) Une structure emboitée est 
associée à la présence d’un core d’interactions entre partenaires généralistes, figuré ici par un encadré 
en pointillés. (ii) Chaque module d’interaction est symbolisé par un encadré en pointillés. 
 

 

L’emboitement d’un réseau (on parle de nestedness en anglais ; Figure 13B) correspond à une 

situation dans laquelle les espèces spécialistes interagissent avec des sous-ensembles des espèces 

généralistes, qui elles-mêmes interagissent entre elles (Bascompte & Jordano, 2007). De ce fait, il 

existe dans ce type de réseaux un noyau de partenaires (aussi appelé « core » ; ex : Herrera et al., 

2018) qui interagissent entre eux et avec le reste du réseau. Un réseau modulaire, à l’inverse, 

correspond à une situation où les partenaires forment des sous-groupes (appelés « modules » ou 

« compartiments ») interagissant plus entre eux qu’avec le reste du réseau (Bascompte & Jordano, 

2007).  
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Figure 14 (page suivante) Réseaux écologiques versus réseaux physiques. (A) Chaque zone grise délimite 
une zone géographique (= site) où les interactions plantes-champignons sont mesurées. Trois espèces 
d’orchidées (numérotés 1 à 3) sont représentées chacune par un individu par site. Trois espèces de 
champignons mycorhiziens (nommés A à C) sont indiquées par des couleurs différentes et leurs hyphes 
sont symbolisés par des traits colorés. (B) Réseau bipartite correspondant, tracé en additionnant les 
interactions des différents individus appartenant à une même espèce d’orchidée, bien 
qu’échantillonnés dans différents sites (= réseau écologique). Il comprend un seul lien physique plante-
plante (entre deux individus de plantes des espèces 2 et 3) mais 6 liens non physiques. (C) Réseau 
bipartite correspondant, tracé en considérant chaque individu d’orchidée séparément (=réseau 
physique). Il comprend un lien physique et un seul lien non physique.  
 

 

 Il existe de multiples manières de construire des réseaux bipartites, et la méthode 

employée peut avoir une grande influence sur les résultats obtenus (Põlme et al., 2018; Li et al., 

2021a). Considérons ici deux grands types de réseaux (Figure 14). Les premiers, que l’on peut 

qualifier de réseaux écologiques, rendent compte d’interactions observées à l’échelle des espèces, 

les individus échantillonnés ne vivant pas obligatoirement sur un même site. Dans ce cas, une 

espèce peut interagir avec plusieurs partenaires même si chaque individu est spécifique d’un seul 
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d’entre eux. Ce type de réseau peut par exemple servir d’outil en biologie de la conservation (ex : 

Herrera et al., 2018) ou en évolution. Les réseaux physiques, à l’inverse, rendent compte 

d’interactions à l’échelle des individus. Dans ce cas, le réseau rend compte de la situation sur un 

site donné, et chaque chemin emprunté dans le réseau (aussi long soit-il) correspond à une 

situation biologiquement observable. Dans le cadre des interactions plantes-champignons 

mycorhiziens, ces réseaux sont appelés des réseaux mycorhiziens communs (common mycorrhizal 

networks, CMNs ; Simard & Durall, 2004; Van Der Heijden & Horton, 2009).  

Ces deux approches ont été maintes fois utilisées pour décrire les interactions mycorhiziennes 

d’orchidées, et nous reviendrons ci-dessous sur les principales tendances observées.  

 

3.3.2.   Réseaux écologiques orchidées-champignons mycorhiziens 

 
  
 Dans une récente méta-analyse menée par Põlme et al., (2018), les auteurs ont comparé la 

structure de 111 réseaux plantes-champignons en comparant notamment les différents types 

d’interactions mycorhiziennes entre eux. Contrairement à ce qui était suggéré jusque-là, les 

différents types de réseaux mycorhiziens ne semblent pas différer entre eux dans leurs valeurs 

d’emboitement, bien que celles-ci soient beaucoup plus variables chez les orchidées. De plus les 

symbioses mycorhiziennes d’orchidées, ainsi que celles d’éricacées, semblent adopter une 

structure généralement plus modulaire que les autres symbioses mycorhiziennes. Cependant, les 

résultats sont en réalité très variables selon les espèces ou les sites considérés, ou encore selon les 

méthodes d'échantillonnage employées.  

Par exemple, une étude menée par Martos et al., (2012) sur l’ensemble de l’île de La Réunion a 

permis de mettre en évidence une forte ségrégation des communautés mycorhiziennes entre les 

orchidées terrestres et épiphytes, entrainant une forte modularité du réseau global à l’échelle de 

l’île. Une tendance similaire a été obtenue en Asie (Xing et al., 2019), suggérant que les orchidées 

terrestres et épiphytes s’associent à des champignons mycorhiziens différents. Dans chaque cas, 

la ségrégation n’est pas totale et certains champignons colonisent les deux habitats (Xing et al., 

2014), y compris en s’associant à des espèces différentes d’orchidées (Martos et al., 2012; Xing et 

al., 2019). Cependant, dans une étude similaire mais conduite sur une échelle spatiale plus 

réduite en Équateur, Herrera et al., (2018) ont observé un fort partage de partenaires entre 

orchidées épiphytes et terrestres, entrainant une structure de réseau emboitée. Ces tendances 

différentes pourraient ainsi être dues à des communautés d’orchidées différentes, mais aussi à 

des conditions climatiques ou à des procédures d’échantillonnages différentes (Herrera et al., 

2018; Põlme et al., 2018).   

 

 D’une manière plus générale, les tendances observées semblent variables d’un site et d’une 

étude à l’autre. Par exemple, des structures de réseau emboitées ont été décrites à la fois en milieu 
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terrestre (Jacquemyn et al., 2010, 2011), en milieu épiphyte (Martos et al., 2012; Xing et al., 

2020b), ou en prenant en compte les deux milieux (Kottke et al., 2013; Herrera et al., 2018; Xing 

et al., 2019). De même, des réseaux modulaires ont été décrits en milieu terrestre (Jacquemyn et 

al., 2015, 2016) et chez des communautés d’orchidées terrestres et épiphytes (Martos et al., 2012; 

Xing et al., 2019).  

 

L’ensemble de ces études a porté sur des réseaux entre espèces d’orchidées, n’incluant pas 

d’autres familles de plantes. Pourtant, les champignons mycorhiziens d’orchidées sont parfois 

retrouvés dans les racines d’autres plantes, et des membres des Tulasnellaceae ou Sebacinales 

forment par exemple des structures mycorhiziennes chez des hépatiques (Bidartondo et al., 2003; 

Kottke et al., 2003) ou des Éricacées (Weiß et al., 2016), respectivement. Des travaux menés en 

Équateur ont révélé une absence de partage de champignons mycorhiziens entre ces différents 

groupes de plantes à l’échelle de la forêt (Kottke et al., 2008), n’excluant pas toutefois un partage 

de partenaires fongiques entre espèces spatialement proches. Cette question mériterait davantage 

d’attention, et nous y reviendrons plus en détails dans le dernier chapitre de ce manuscrit. 

 

3.3.3.   Les réseaux mycorhiziens communs : le cas des orchidées  
 

 
 Les réseaux mycorhiziens communs (CMNs ; Simard & Durall, 2004; Van Der Heijden 

& Horton, 2009) se définissent par le partage de mycélium (appartenant à un/des champignon(s) 

mycorhizien(s)) entre différents individus de plantes, formant des réseaux d’interactions 

mycorhiziennes entre ces plantes. Ces dernières peuvent être à des stades de développement plus 

ou moins avancés, voire appartenir à des espèces différentes. Les CMNs ont été particulièrement 

étudiés dans le cadre des symbioses ectomycorhiziennes et dans une moindre mesure 

endomycorhiziennes arbusculaires (Hoeksema, 2015; Liang et al., 2020), mais leurs effets 

supposés sur l’écologie des peuplements végétaux sont loin de faire l’unanimité au sein de la 

communauté scientifique (voir Encadré 3).  

 

Encadré 3. Les réseaux mycorhiziens communs.  

 

 Les symbioses mycorhiziennes sont généralement peu spécifiques à l’échelle des 

communautés locales. Un même champignon (mycélium) peut interagir de manière 

symbiotique avec plusieurs plantes de la même espèce voire d’espèces différentes. L’observation 

de ce phénomène, mis en évidence à partir de séquençages et/ou génotypages des champignons 

dans les racines des plantes, a rapidement mené à la notion de réseaux mycorhiziens communs 

(CMNs) : les plantes sont mises en réseaux dans le sol par des filaments fongiques soupçonnés 
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d’assurer des transferts de nutriments ou d’eau, voire d’informations. Le transfert de sucres 

provenant de la photosynthèse des arbres vers des plantes mycohétérotrophes a été mis en 

évidence dès les années 1960 (Björkman, 1960), mais ce n’est que 25 ans plus tard qu’un tel 

transfert est vérifié entre plantes vertes en pots (Francis & Read, 1984), puis in situ (Simard et 

al., 1997).  Des estimations de flux de nutriments via ces réseaux indiquent que jusqu’à 280 kg 

de carbone pourraient être transférés entre plantes par hectare de forêt et par an (Klein et al., 

2016) ! Ces chiffres importants ont longtemps interpellé aussi bien la communauté scientifique  

(van der Heijden & Horton, 2009) que le grand public, aboutissant à la notion de wood wide 

web, l’internet (sous sa forme mycélienne) du sol.  

Cependant, si transfert de matière il y a, les bénéfices pour la croissance ou la survie des plantes 

sont encore débattus (Selosse et al., 2006; Bever et al., 2010; Hoeksema, 2015). Pourtant, alors 

que les preuves de flux nets de carbone entre plantes vertes semblent limitées (Bever et al., 

2010), de nombreux exemples de flux d’azote, de phosphore ou d’eau ont été mis en évidence, 

bien que l’implication directe des CMNs soit, dans certains cas, difficile à confirmer 

(Hoeksema, 2015).  

Outre les transferts de nutriments entre plantes via les CMNs, leurs conséquences 

physiologiques sur celles-ci (survie, croissance) ont été jusqu’ici relativement peu étudiées 

(Hoeksema, 2015). La première preuve d’un effet des CMNs sur la croissance des plantes 

remonte à une étude de Booth (2004), montrant un effet très variable selon les espèces de 

plantes étudiées. Quelques années plus tard, un effet positif des CMNs sur la survie de 

plantules a été mis en évidence (Booth & Hoeksema, 2010), cet effet positif provenant 

probablement d’une meilleure redistribution de l’eau au sein du réseau au bénéfice des jeunes 

plantes : on parle alors de processus de facilitation. Cependant, il serait maladroit d’y voir là 

une forme d’altruisme entre plantes âgées et jeunes. Dans cette étude en effet, l’effet positif des 

CMNs semble seulement compenser une forte compétition des racines de plantes entres elles 

(Booth & Hoeksema, 2010; Hoeksema, 2015 ; voir aussi : Bingham & Simard, 2012). Cette 

observation permet de soulever un point important de cette discussion : quels sont les effets 

des CMNs sur les champignons mycorhiziens, et quelles en sont les conséquences ? Ces 

questions ont été jusqu’à présent très peu soulevées par la communauté scientifique du fait 

d’approches souvent phyto-centrées. Pourtant, un champignon connecté dans un réseau 

pourrait favoriser la survie de tous ses partenaires afin de maximiser sa propre survie (Selosse 

et al., 2006). 

 

Ainsi, bien que les mécanismes en jeu soient dans la plupart des cas inconnus, il semble 

que les CMNs aient une importance écologique non négligeable pour les plantes et, peut-être, 

pour les champignons eux-mêmes. De plus, les effets des CMNs pourraient être plus marqués 

en cas de stress environnemental, par exemple en cas de stress hydrique (Bingham & Simard, 

2011, 2012), contribuant ainsi à la résilience de certaines forêts. Cependant, le rôle des CMNs 
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est très variable selon les systèmes étudiés. Par exemple, ils semblent beaucoup plus bénéfiques 

aux plantes ectomycorhizées qu’aux plantes à endomycorhizes arbusculaires (Liang et al., 2020), 

avec des effets là encore très variables d’une espèce de plante à l’autre. Enfin, si des effets sur 

la survie ou la croissance des jeunes plantes ont été mis en évidence (voir plus haut), 

l’importance écologique des CMNs sur les arbres adultes a seulement été suggérée (Birch et al., 

2020), bien que l’existence de flux ne soit, elle, plus à démontrer (ex : Rog et al., 2020).  

 

 

 

 Chez les orchidées, les CMNs sont connus pour assurer la nutrition des plantes 

mycohétérotrophes voire en partie celle des plantes mixotrophes (Figure 15). En effet, celles-ci 

s’associent souvent à des champignons ectomycorhiziens eux-mêmes associés aux arbres voisins 

(Selosse et al., 2002, 2004). Par exemple, la Néottie nid-d’oiseau (plante mycohétérotrophe) survit 

grâce au carbone fourni par les arbres voisins et transmis via un champignon ectomycorhizien 

(un Sebacina ; Selosse et al., 2002). Chez certaines espèces d’orchidées vertes, une partie du 

carbone semble provenir des champignons mycorhiziens. Même si aucun transfert direct des 

plantes voisines vers les orchidées n’a encore été démontré, des preuves isotopiques (ex : Liebel 

et al., 2010; Jacquemyn et al., 2017b, 2021) ainsi que la persistance d’espèces albinos (Julou et al., 

2005; Roy et al., 2013; Lallemand et al., 2019), suggèrent l’existence d’un réseau fonctionnel entre 

orchidées et plantes voisines. De plus, étant donné que les stades germinatifs d’orchidées sont 

dépendants de leurs champignons pour croître, et que les graines d’orchidées germent 

généralement mieux à proximité des adultes (Jacquemyn et al., 2012a ; voir partie 3.2), un 

phénomène de facilitation des jeunes plants hétérotrophes par les plantes voisines autotrophes 

est possible.  

A fortiori, on ne sait quasiment rien aujourd’hui de l’existence possible de CMNs dans les 

communautés d’orchidées épiphytes (et de plantes épiphytes plus généralement) dans les forêts 

tropicales. Pourtant, le milieu épiphyte est caractérisé par un stress hydrique élevé, et une faible 

disponibilité des éléments nutritifs (Zotz, 2016), deux facteurs qui pourraient favoriser la mise en 

place et le rôle essentiel de tels réseaux (Leake & Cameron, 2012). L’étude de potentiels CMNs 

épiphytes sera abordée plus en détails dans l’Article II de ce manuscrit.  
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Figure 15 Réseaux mycorhiziens communs (CMN) chez les orchidées. Les champignons mycorhiziens 
sont symbolisés dans le sol ou sur l’écorce par des traits colorés, et les mycorhizes sont symbolisés par 
des cercles de la même couleur. (A) CMN chez une orchidée mycohétérotrophe associée à un 
champignon ectomycorhizien d’un arbre voisin. (B) CMN chez des orchidées vertes mixotrophes 
associées à un champignon ectomycorhizien (en sous-bois) ou autotrophes associées à des rhizoctonias 
(prairie et sous-bois). Un phénomène de facilitation entre orchidées adultes et plantules a été observé 
en prairie, mais la présence de flux, et donc de CMN fonctionnel, n’a pas été démontrée. (C) CMN 
épiphyte : ceux-ci n’ont pas encore été démontré, ni entre orchidées d’espèces différentes (champignon 
bleu) ni entre orchidées d’une même espèce à des stades de vie différents (champignon rouge).  
 

 
 
 
 

A

B

C

Sous bois

Sous bois Sous-bois +
Prairie

Sol

Sol

Flux ?

Arbre hôte

?

?

Orchidées 
épiphytes



 63 

IV. Outils d’étude des symbioses mycorhiziennes 

d’orchidées 
 

4.1.   Détecter l’invisible : le cas des microorganismes 

 
 

 Les champignons sont des microorganismes filamenteux dont l’essentiel de la biomasse 

est constitué de filaments microscopiques, souvent invisibles à l’œil nu. Certains champignons 

forment des fructifications, des structures de reproduction sexuée appelées carpophores. C’est le 

cas de nombreux champignons ectomycorhiziens, dont certains sont associés à des orchidées 

partiellement ou totalement hétérotrophes. Les champignons endomycorhiziens arbusculaires, 

en revanche, ne forment pas de fructifications visibles, et se multiplient essentiellement de façon 

asexuée (Smith & Read, 2008). Chez les principales familles de champignons mycorhiziens 

d’orchidées (i.e., comprenant les rhizoctonias), certaines espèces fructifient de façon visible, 

formant des structures aux formes variées (voir par exemple Fig. 1 dans Weiß et al., 2016). La 

plupart du temps cependant, ces fructifications sont retrouvées seules, sans proximité avec une 

orchidée, et il semble que les champignons capables de former des mycorhizes avec les orchidées 

ne soient pas les mêmes que ceux capables de produire des structures reproductrices dans 

l’environnement. Par exemple, seules une cinquantaine d’espèces de Tulasnella ont été décrites 

sur la base de leurs basidiomes (Kirk et al., 2008), alors que près de 500 espèces potentielles sont 

présentes dans les bases de données en ligne (Martos, comm. pers.)   

 

 Ainsi, les champignons mycorhiziens d’orchidées sont, dans l’immense majorité des cas, 

invisibles à l’œil nu et non décrits. L’étude macroscopique d’une coupe racinaire permet tout 

juste d’en révéler la nature mycorhizienne, mais pas l’état des pelotons formés (jeunes pelotons, 

ou en cours de lyse). Pour réellement appréhender la structure des mycorhizes d’orchidées, et 

surtout identifier les partenaires fongiques impliqués, il est possible d’avoir recours à plusieurs 

méthodes de détection. Les principales utilisées sont récapitulées, et leurs limites discutées, dans 

les paragraphes ci-dessous.  

 

4.1.1.   Détection des champignons mycorhiziens par microscopie  

 

 La microscopie optique, avec ou sans coloration, peut être utilisée pour identifier la 

présence de pelotons et connaitre leur état de développement. Cependant, pour avoir une idée 
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plus précise des champignons mycorhiziens impliqués, il est nécessaire d’avoir recours à de la 

microscopie électronique à transmission (MET). En effet, les champignons mycorhiziens 

d’orchidées appartiennent au groupe des Dikaryas, qui sont des champignons à hyphes 

cloisonnés pour la plupart. Les cloisons peuvent comporter des pores, appelés dolipores, dont la 

structure peut être caractéristique de certaines familles. Par exemple, les rhizoctonias présentent 

des parenthosomes, des structures opaques aux électrons qui bordent les dolipores et permettent 

de les différencier d’autres familles fongiques. Ce critère, entre autres, a par exemple permis de 

révéler, sans ambiguïté, la formation de pelotons formés par des Atractiellomycètes chez certaines 

orchidées tropicales (Kottke et al., 2010). Au sein des rhizoctonias, la structure des dolipores 

permet également de différencier les différentes familles (Kottke & Suárez, 2009), et l’on sait par 

exemple grâce à cela que plusieurs espèces de rhizoctonias peuvent participer à la formation d’un 

seul peloton (Martos et al., 2012) !  

 

 Cependant, l’approche par microscopie présente plusieurs limites. La taille des coupes 

(quelques microns) limite fortement la surface de la zone de la racine étudiable, et il n’est pas rare 

de ne pas observer, en MET, de structures formées par des champignons détectés via des 

approches moléculaires (ex : Selosse et al., 2004). De plus, l’approche MET ne permet pas, ou très 

rarement, d’identifier les partenaires fongiques en deçà d’un rang taxonomique correspondant à 

l’ordre ou à la famille. D’autres approches peuvent être utilisées pour identifier de potentiels 

partenaires mycorhiziens d’orchidées, comme la microscopie à fluorescence (ex : Jiang et al., 2019) 

mais celles-ci restent encore peu développées dans le cas des rhizoctonias.  

 

 

4.1.2.   Isolement et culture des champignons mycorhiziens d’orchidées 

 
 Du fait de leur écologie saprotrophe, les champignons mycorhiziens d’orchidées peuvent 

être cultivés seuls (ex : Figure 7F), sur des milieux de cultures divers (Rasmussen, 1995). Cette 

faculté de mise en culture rend le modèle de la symbiose des orchidées-champignons 

mycorhiziens particulièrement intéressant à manipuler (par exemple en termes d’expression de 

gènes lors de la symbiose, ex : Ghirardo et al., 2020) puisque les deux partenaires peuvent être 

étudiés à la fois ensemble et séparément. En outre, la confrontation des graines d’orchidées à 

diverses souches de champignons permet d’identifier des partenaires mycorhiziens nécessaires à 

la germination symbiotique des graines (Rasmussen, 1995; Dearnaley et al., 2012 ; voir Article 

III), et de comparer les performances d’une orchidée en présence de différentes souches 

mycorhiziennes.  

 

La technique d’isolement des souches mycorhiziennes consiste à déposer des morceaux 

de racines ou des protocormes stérilisés en surface sur un milieu favorable à la croissance des 



 65 

champignons, puis à isoler une à une les souches fongiques colonisant le milieu (Figure 16). 

L’identification morphologique macroscopique des souches est délicate car plusieurs souches 

peuvent adopter une croissance très similaire, celle-ci variant de plus considérablement selon les 

milieux de culture employés. Leur identification repose donc généralement sur l’étude 

microscopique de structures filamenteuses particulières, et surtout sur le séquençage des régions 

de l’ADN ribosomique nucléaire (voir ci-dessous) (Freitas et al., 2020; Fritsche et al., 2021).  

 

 
 

 
Figure 16 Isolement et culture de souches fongiques mycorhiziennes. (A) un morceau de racine 
d’orchidée (ou un protocorme) est prélevé sur le terrain puis (B) nettoyé et stérilisé en surface. (C) Il est 
ensuite découpé en petits tronçons contenant de jeunes structures mycorhiziennes. Il est également 
possible d’isoler les pelotons du matériel végétal à l’aide de pinces à microdissection, sous loupe 
binoculaire. (D) Les pelotons ou les tronçons racinaires sont déposés sur un milieu de culture gélosé 
favorable à la croissance des champignons étudiés. Au fur et à mesure de la croissance des hyphes en 
dehors des tissus végétaux, les extrémités de ceux-ci sont repiquées (par prélèvement de petits cubes de 
gélose, cadre rouge) et (E) maintenus en cultures pures dans des boites séparées.  

 

 

 L’isolement des souches offre la possibilité de valider le statut mycorhizien de celles-ci lors 

d’expériences de germination puis de croissance in vitro des orchidées (Rasmussen, 1995). 
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Cependant, de nombreux champignons semblent non cultivables sur les milieux classiques et les 

tests multiples de milieux favorables nécessitent une grande quantité de matériel racinaire frais, 

souvent limitant (ex : espèce protégée). Ainsi, la méthode d’identification des champignons 

mycorhiziens la plus communément employée aujourd’hui repose sur le séquençage direct de 

l’ADN fongique des racines.  

 

4.1.3.   Identification des champignons mycorhiziens par approches de 
………..(meta)barcoding 

 
 La méthode de barcoding consiste à amplifier (par polymerase chain reaction ; PCR) de 

manière spécifique, puis à identifier, une séquence génétique conservée au sein d’un groupe 

d’organismes (Figure 17). Pour chaque organisme, la séquence obtenue fait office d’identificateur 

ou de code-barre (barcode en anglais). La méthode de metabarcoding consiste à amplifier un 

échantillon (comme une portion de racine ou un petit volume de sol), en ciblant sans a priori 

l’ensemble des organismes qui s’y trouvent (ou leur ADN environnemental), par exemple 

l’ensemble des champignons (Taberlet et al., 2012).  

L’étape de PCR génère des amplicons (des portions d’ADN amplifiées) qu’il faut identifier par 

séquençage. Le séquençage d’échantillons complexes (i.e., contenant plusieurs organismes) 

reposait il y a une quinzaine d’années sur des méthodes de clonage fastidieuses, mais le 

développement des nouvelles technologies de séquençage (Pyroséquençage, Illumina, PacBio, 

nanopore) a depuis permis une forte augmentation des capacités d’analyses d’échantillons 

(Tedersoo et al., 2021).  

 

L’identification des communautés de champignons par metabarcoding repose le plus 

souvent sur l’amplification et l’identification des séquences ITS-1 ou ITS-2 (internal transcribed 

spacers) de l’ADN ribosomal (Tedersoo et al., 2015a; Yang et al., 2018). Il s’agit de séquences 

suffisamment variables pour permettre la discrimination des différentes « espèces » de 

champignons (voir ci-dessous), mais aussi présentant des régions conservées garantissant 

l’utilisation d’amorces de PCR « universelles » (Waud et al., 2014). Toutefois, si l’ITS est adapté 

à la délimitation taxonomique des champignons au sein des Dikaryas, il ne permet 

malheureusement pas ou très peu la détection des groupes issus de branches basales dans la 

phylogénie des Eumycètes, comme les Mucoromycota qui contiennent pourtant les champignons 

mycorhiziens arbusculaires (les Glomeromycètes) et dont le gène 18S fait office de code-barre 

(Perez-Lamarque et al., 2022). Une fois les séquences obtenues, elles sont assemblées en « unités 

taxonomiques opérationnelles » (OTUs ; voir Encadré 4), concepts d’espèces largement utilisés 

en microbiologie. 
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Figure 17 Processus de traitement des données de metabarcoding environnemental. (i) Un échantillon 
environnemental (sol, écorce, racine etc.) est prélevé sur le terrain puis (ii) broyé et extrait au laboratoire 
afin d’en isoler l’ADN génomique. Cet ADN contient des séquences ribosomiques qui peuvent être 
amplifiées par PCR à l’aide d’amorces spécifiques. L’utilisation de plusieurs couples d’amorces pour un 
seul échantillon permet d’amplifier différents groupes d’organismes (ici en bleu et vert d’une part, et 
en jaune d’autres part). Quel que soit le couple d’amorces utilisé, certains organismes échappent à 
l’amplification (en rose dans ce schéma). L’amplification d’ADN est effectuée pour chaque échantillon 
(iii), en utilisant des amorces modifiées et propres à chacun d’entre eux. A l’issue du séquençage (iv), 
les séquences sont attribuées aux différents échantillons sur la base de leur combinaison barcode (en 
rouge) + amorce (en bleu). Ces séquences sont ainsi triées, filtrées et identifiées lors d’une étape de 
traitement bioinformatique (v), aboutissant à la construction d’une table d’OTUs sur laquelle les 
analyses statistiques sont menées (vi).  

Communauté fongique

SSU 18S 5.8S LSU 28S

ITS1 ITS2

5’ 3’

Couple d’amorces 
généralistes

Couple d’amorces 
spécialistes

Un échantillon

OTU Taxo Ech 1 Ech 2 Ech 3 Ech 4

OTU1 Sebacinales 2 3 0 1

OTU2 Fusarium 1 0 3 1

OTU3 Tulasnella 2 0 1 3

(v) Traitement
bioinformatique

Table d’OTUs

Echantillo
n 1

Echantillo
n 2

Echantillo
n 3

Echantillo
n 4

Am
or

ce
s 

1
Am

or
ce

s 
2

(vi) Analyses 
statistiques

Chromosome

Cellule fongique

Noyau ADN ribosomique

Am
pl

ico
ns

po
st

-P
CR

Amplification 
par PCR

(iii) PCR multiples 
avec barcodes

(ii) Extraction 
de l’ADN

(i) Échantillonnage

(iv) Préparation des 
banques et 
séquençage

> Seq1
GATATTCTGATCGCGTATCGGCATCGA
> Seq2
GGTATTCTGATCTCGGCTCGCATCGACTCAGCA
> Seq3
AATATTCTGAGATCTGCGATAGCT
…

Séquences brutes



 68 

 

 

Encadré 4. Le concept d’espèce chez les microorganismes.  

 

 Comment définir une espèce ? La question a longtemps tourmenté les biologistes, et 

continue de le faire aujourd’hui puisqu’aucune définition ne fait consensus. Chez les 

microorganismes, pour lesquels un critère morphologique est rarement disponible et souvent 

peu pertinent en raison de fortes convergences, la notion morphologique de l’espèce ne peut 

être appliquée. De plus, beaucoup de microorganismes ne présentent pas, a priori, de phase de 

reproduction sexuée, ou bien celle-ci a lieu de façon cachée. Ils présentent également une forte 

capacité d’échange de matériel génétique par transferts horizontaux, même entre individus 

phylogénétiquement éloignés. Ainsi, la définition d’espèce basée sur des critères reproductifs 

i.e., concept biologique d’espèce, est également peu applicable aux microorganismes (Taylor et 

al., 2000).  

De fait, la définition de l’espèce généralement adoptée repose sur l’information génétique : 

appartiennent à une même espèce, ou plutôt entité génétique, deux microorganismes dont les 

séquences d’une région donnée de l’ADN (appelée code-barre génétique, en anglais genetic 

barcode) présentent un certain pourcentage de similarité.   

Cette définition laisse entrevoir plusieurs limites : elle dépend de la séquence d’ADN choisie 

(ex : ITS ADNr chez les champignons), mais aussi du seuil de similarité choisi. Dans les faits, 

l’étude des microorganismes repose généralement sur la construction d’unités taxonomiques 

opérationnelles (OTUs), définies sur la base d’un seuil de similarité de séquences (par exemple 

l’ITS-2) généralement de 97%, mais variable selon les organismes et les études. Une espèce, ou 

concept d’espèce, peut alors être vue comme une OTU ou bien un ensemble d’OTUs formant 

un groupe monophylétique (Taylor et al., 2000) : on parle alors de concept phylogénétique 

d’espèce.  

Toutefois, les OTUs comme la notion d’espèce chez les microorganismes doivent avant tout 

être vus comme des outils, nécessaires aux analyses et aux discussions, et non comme des 

réalités biologiques immuables.  

A l’heure actuelle, l’utilisation d’OTUs à 97% semble être un outil adapté à l’étude des 

communautés fongiques, par rapport notamment à l’utilisation de seuils plus stringeants (ex : 

ASV, amplicon single variant ; Tedersoo et al., 2022 ; voir Article 2), mais des méthodes 

alternatives (notamment celle utilisé dans l’Article 1 de ce manuscrit) peuvent donner des 

résultats tout à fait similaires (Perez-Lamarque et al., 2022). L’utilisation d’un tel seuil a par 

ailleurs été justifié au sein de la famille des Tulasnellaceae par Linde et al., (2014) suggérant 

que, jusqu’à preuve du contraire, son utilisation dans nos études était pertinente.  
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Comme décrit précédemment, certaines familles de champignons échappent aux amorces 

« universelles », du fait de taux de substitutions plus élevés dans les séquences de l’ADNr 

nucléaire. C’est le cas, malheureusement (!), de la famille des Tulasnellaceae, une des principales 

familles mycorhiziennes d’orchidées (Rammitsu et al., 2021). De ce fait, l’usage d’un second 

couple d’amorces spécifiques de cette famille est nécessaire (Vogt-Schilb et al., 2020), mais 

contraint grandement les analyses de données ainsi que les conclusions qui en résultent (voir 

suite de ce manuscrit). De manière générale, le choix du couple d’amorces conditionne 

grandement les communautés de champignons ciblées (Waud et al., 2014) et il convient de garder 

en tête que les communautés fongiques identifiées à l’issue d’un séquençage ne reflètent qu’une 

partie des communautés réellement présentes dans les échantillons. De même, les abondances 

relatives des champignons obtenus peuvent ne pas refléter la réalité biologique de l’échantillon 

(Tedersoo et al., 2022). A titre d’exemple, un vif débat a eu lieu en 2015 lorsqu’un atlas mondial 

de la diversité fongique des sols (Tedersoo et al., 2014) a omis l’un des groupes de champignons 

les plus fréquents dans le sol, en raison de l’usage d’amorces qui n’amplifient pas l’ADN chez ce 

groupe (Schadt & Rosling, 2015; Tedersoo et al., 2015b).  

 

Outre la spécificité des amorces, l’approche par séquençage peut représenter plusieurs 

biais comme une surestimation de la diversité fongique (voir Encadré 5), ou une sous-estimation 

du nombre de séquences longues (Castaño et al., 2020). La technologie Illumina en particulier 

(utilisée lors des travaux présentés dans ce manuscrit), permet seulement de séquencer des 

amplicons d’une taille inférieure à 500-550 pb. Ainsi, les séquences obtenues sont courtes et leur 

assignation taxonomique est parfois incertaine. De plus, leur usage en analyses phylogénétiques 

se révèle limité car les séquences ITS, pauvres en régions conservées, ne permettent pas d’obtenir 

des alignements fiables à une échelle supra-générique (Tedersoo et al., 2022). Enfin, l’ensemble 

du protocole de metabarcoding (de la PCR au séquençage) autorise la détection de séquences 

initialement très peu abondantes dans les échantillons, augmentant le risque de contaminations 

extérieures ou de détection de champignons très peu abondants initialement (voir Encadré 6). 

De ce fait, des étapes de tris et de nettoyage des données (ex : Hornung et al., 2019; Zinger et al., 

2019), ainsi qu’un regard critique sur celles-ci sont nécessaires afin de limiter au maximum les 

risques de surinterprétation, ou d’interprétations erronées des résultats. Par exemple, il est 

impossible de déterminer le statut mycorhizien d’un champignon avec comme seul outil le 

séquençage de son ADN (ex : Johnson et al., 2020), et il est alors nécessaire d’avoir recours à 

d’autres méthodes comme de la microscopie (identification de la présence de pelotons).  
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Encadré 5. L’ITS comme barcode fongique ? 

 

 La région génomique généralement utilisée comme barcode chez les microorganismes 

appartient à l’ADN ribosomal (ADNr). Les séquences ADNr sont des séquences répétées au 

sein des génomes, présentant une organisation en tandem (i.e., à la suite les unes des autres ; 

Lavrinienko et al., 2021) ce qui augmente leur capacité d’amplification par PCR (Figure E5.1). 

Cependant, cette dernière particularité présente un inconvénient de taille : si les séquences 

ADNr peuvent varier de manière inter- ou intra-spécifique, leur variation peut également être 

intra-génomique, c’est-à-dire qu’au sein d’un même génome (i.e., d’un même organisme), 

plusieurs séquences d’ADNr différentes peuvent coexister. Plus problématique encore, leur 

nombre peut varier en fonction des conditions environnementales (ex : en cas de stress ; 

Lavrinienko et al., 2021). L’hypothèse généralement admise est celle de « l’évolution 

concertée », qui consiste à considérer que, du fait des recombinaisons homologues fréquentes 

au sein des génomes, chaque copie de l’ADNr présente une séquence similaire. Cependant, 

plusieurs études montrent que ce constat n’est pas applicable chez de nombreux 

microorganismes.  

 

Les microorganismes eucaryotes, en particulier, peuvent présenter un grand nombre de copies 

d’ADNr au sein de leur génome, et chez les champignons, ce nombre a varié de 14 à 1442 

copies sur les espèces récemment étudiées (Lofgren et al., 2019). Bien que la variabilité intra-

génomique des ADNr semble finalement toucher un faible nombre d’espèces de champignons 

(de l’ordre de 3 à 5% ; Lindner et al., 2013), les espèces concernées sont mal identifiées à 

l’heure actuelle. En particulier, aucune des études citées précédemment n’a inclus de 

rhizoctonias dans leurs analyses.  

 

L’existence d’un polymorphisme intra-génomique pourrait avoir plusieurs conséquences dans 

les analyses de metabarcoding : surestimation de la richesse spécifique (Lindner et al., 2013), 

problème de délimitation des espèces (Tremble et al., 2019) etc.  

Dans nos études en particulier, une place importante a été faite à la famille des Tulasnellaceae 

(en termes de profondeur de séquençage), autorisant la détection d’un éventuel 

polymorphisme intra-génomique de la région ITS-2. Heureusement, le regroupement des 

séquences en OTUs corrige probablement au moins en partie l’éventuel bruit issu de variants 

d’ITS. Il reste cependant possible qu’une partie des patrons obtenus pour cette famille dans 

les études qui suivent puissent être influencés par ce polymorphisme génétique. Il semble 

toutefois difficile de s’affranchir de ces biais à l’heure actuelle, et de plus amples travaux sur le 

séquençage des génomes de ces champignons seront nécessaires pour permettre, à l’avenir, une 

meilleure interprétation des données de metabarcoding (Lavrinienko et al., 2021).  
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Figure E5.1 Répétitions des séquences d’ADN ribosomiques (ADNr) au sein des génomes. (A) 

Positionnement des séquences d’ADNr au sein de régions répétées sur un chromosome eucaryotes (en 

gris). Adapté de Lavrinienko et al., 2021. (B) Exemples d’évolution des séquences d’ADNr répétées. (i) 

Comme toute séquence d’ADN, les séquences d’ADNr peuvent subir des mutations. Suite à 

l’accumulation de ces mutations, deux scénarios peuvent être envisagés. (ii) Dans le cadre d’une 

évolution classique, les mutations s’accumulent indépendamment entre régions paralogues. Plusieurs 

versions distinctes de l’ITS peuvent alors être retrouvées dans un même noyau de cellule fongique. (iii) 

Dans le cadre d’une évolution concertée, les recombinaisons fréquentes entre régions répétées 

entrainent une homogénéisation des séquences mutées. Les régions paralogues sont alors similaires 

entre elles, et l’ITS n’est présent qu’en une seule version. Adapté de Tremble et al., 2019.   

 

 

 

En dépit du tableau plutôt mitigé de l’approche de metabarcoding précédemment dressé, 

celle-ci reste idéale, toute précaution prise et à l’heure actuelle, pour étudier et décrire les 

communautés fongiques dans les racines des plantes et dans l’environnement. Elle offre la 

possibilité de traiter un grand nombre d’échantillons et de capter une large diversité fongique 

simultanément. A l’avenir, l’évolution des techniques de séquençage permettra de s’affranchir 

des biais actuels, en passant notamment par une augmentation de la taille des fragments amplifiés 

et séquencés, voire une capture de fragments ciblée, et donc une augmentation des résolutions 

taxonomique et phylogénétique correspondantes (Karst et al., 2021; Tedersoo et al., 2022). 
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Encadré 6. La normalisation des données en écologie microbienne.  

 

 Les données de séquençage à haut-débit sont issues d’une succession d’étapes 

comportant des biais (ex : extraction et amplification de l’ADN, préparation des librairies de 

séquençage etc.) altérant notamment l’abondance des différents organismes détectés. Chaque 

échantillon est représenté par un nombre de séquences qui est rarement représentatif de la 

quantité d’ADN présente au départ dans l’échantillon. De ce fait, il est nécessaire d’avoir 

recours à une étape de normalisation avant leur analyse statistique.  

A l’heure actuel, il n’existe pas de consensus et de nombreuses méthodes peuvent être 

employées. Dans l’Article I de ce manuscrit, la méthode employée est dite de « raréfaction » : 

elle consiste à tirer au hasard dans chaque échantillon un nombre fixe de séquences (McKnight 

et al., 2019). À l’issue de ce tirage aléatoire, la profondeur de séquençage de chaque échantillon 

est identique. De plus les occurrences rares (dont les contaminations) sont généralement 

retirées. Cette méthode a cependant été critiquée notamment car la fixation d’un seuil minimal 

de séquences à tirer entraine mécaniquement la perte de certains échantillons à la profondeur 

de séquençage trop faible (McMurdie & Holmes, 2014).  

Dans les Articles II à IV de ce manuscrit, nous avons préféré une méthode de normalisation 

par proportions (McKnight et al., 2019), notamment afin d’éviter ce dernier biais. Ici, les 

abondances absolues sont converties en abondances relatives, et la somme de celles-ci dans 

chaque échantillon vaut 1. Cependant, il convient de noter qu’aucun OTU n’est retiré à cette 

étape, et des occurrences rares (potentiellement issues de contaminants) persistent dans les 

données. Étant donné que nous avons réalisé une partie des analyses ci-dessous sur des données 

de présence-absence (du fait de l’utilisation de deux couples d’amorces à la spécificité 

radicalement différente), nous avons fait le choix de fixer un seuil arbitraire (mais basé sur une 

estimation du taux de contaminants potentiels, voir suite de ce manuscrit) au-dessous duquel 

chaque occurrence était considérée comme nulle. Les données ainsi normalisées ont pu être 

analysées à la fois en abondances relatives (analyses à l’échelle de l’OTUs ou pour un seul 

couple d’amorces) et en présence-absence (calculs d’indices de diversité α ou β à l’échelle de la 

communauté).  
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4.2. Les analyses spatiales appliquées aux communautés microbiennes 

 

4.2.1.   Distribution spatiale des microorganismes : quelques contraintes 

 

L’étude de la distribution des espèces, sa dynamique et les facteurs qui peuvent 

l’expliquer, tiennent une place centrale en écologie. Dans certains cas, l’aspect spatial de la 

distribution d’une espèce donnée est un biais d’échantillonnage dont on veut s’affranchir afin 

d’étudier, par exemple, un facteur biotique ou abiotique contraignant cette distribution. Dans 

d’autres cas, l’étude de la structure spatiale d’une espèce ou communauté d’espèces peut apporter 

à elle seule des éléments sur la dynamique des écosystèmes. Par exemple, l’étude de la distribution 

spatiale des champignons mycorhiziens d’orchidées, nécessaires à la germination des graines de 

leur hôte, peut donner des indices sur la capacité des orchidées à se disperser et à coloniser 

certains habitats (voir partie 3.2).  

 

La question de la structure spatiale chez les microorganismes n’a été posée que 

relativement récemment du fait de contraintes techniques liées notamment à la détection de ces 

communautés microbiennes (Green & Bohannan, 2006). De plus, il a longtemps été considéré 

que contrairement aux organismes de plus grande taille, les microorganismes présentent une 

structure spatiale limitée notamment à large échelle où ils sont supposés ubiquistes (en anglais 

« everything is everywhere »). Chez les champignons mycorhiziens d’orchidées par exemple, les 

principales familles de rhizoctonias sont retrouvées sur chaque continent (Jacquemyn et al., 

2017a). Néanmoins, à des échelles taxonomiques plus fines (espèce, variant génétique, etc.), de 

nombreuses études ont suggéré l’existence de structures spatiales à la fois locales (jusqu’à quelques 

millimètres) et globales (jusqu’à plusieurs centaines de kilomètres ; Green et al., 2004; Green & 

Bohannan, 2006), y compris chez les mycorhiziens d’orchidées (e.g., Xing et al., 2020a) .  

 

De manière générale, l’échelle taxonomique considérée peut exercer une forte influence 

sur les patrons de distribution observés (Hanson et al., 2012). Ceci est d’autant plus 

problématique chez les microorganismes puisqu’il n’existe pas de consensus sur la manière de 

définir un taxon (voir Encadré 4). Notamment, les structures spatiales de communautés 

fongiques définies sur la base d’OTUs à 97% ou sur la base d’ASV peuvent différer du fait de la 

variabilité génétique intra-OTUs.  

À échelle fine cependant (i.e., du même ordre de grandeur que la croissance d’un mycélium), ces 

différences peuvent être atténuées car un OTU donné a davantage de chances d’être composé 

d’un seul haplotype (i.e., un seul mycélium génétiquement homogène) qu’à des échelles plus 

grandes. Cependant, ce constat se heurte à plusieurs inconnues : on connait très rarement, pour 

ne pas dire jamais, les taux de croissance in situ, la taille des formations mycéliennes, ou encore 
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l’importance de la sporulation chez les champignons étudiés, en particulier chez les champignons 

mycorhiziens d’orchidées dont l’écologie est encore aujourd’hui très mal connue. Par exemple, il 

est difficile de savoir si un champignon recouvrant l’écorce d’un arbre est composé d’un seul ou 

de multiples mycéliums, ceux-ci éventuellement connectés entre eux, ou s’il s’agit simplement 

d’une sporée sans croissance hyphale.  

 

L’étude de la distribution spatiale des champignons sur l’écorce d’un arbre peut se baser 

sur l’étude de microsites (e.g., branches, base du tronc etc. ; Izuddin et al., 2019; Zarza et al., 2022). 

Cependant, dans un environnement a priori homogène (ex : le tronc d’un arbre), il est nécessaire 

d’introduire un système de coordonnées spatiales. Celui-ci présente l’avantage de pouvoir 

cartographier à échelle très fine les communautés fongiques de l’environnement. L’étude des 

données collectées repose sur la comparaison entre les distances spatiales (i.e., distances 

euclidiennes) et les distances écologiques (calculées avec différents indices de similarité, voir 

Koleff et al., 2003) entre échantillons. Sur une écorce d’arbre, il convient de calculer les distances 

spatiales en tenant compte de l’aspect cylindrique de l’écorce (Figure 18). Les distances sont 

calculées le long de l’écorce, en faisant l’hypothèse que les champignons considérés se limitent à 

la surface de celle-ci et ne pénètrent pas en profondeur dans l’arbre (ce dernier point sera discuté 

dans la partie finale de ce manuscrit).  

 

4.2.2.   Analyses spatiales en écologie 

 

La structure spatiale d’une communauté est souvent étudiée par le biais de son 

autocorrélation spatiale. Une structure est autocorrélée si elle est similaire à elle-même de proche 

en proche ; pour une communauté de microorganismes cela revient à dire que des points 

d’échantillonnages proches ont une composition proche également.  

Si la similarité entre paires d’échantillons diminue avec leur éloignement, alors la communauté 

présente une structure agrégée (on parle de renouvellement spatial, ou turnover en anglais). Si elle 

est constante alors la structure de la communauté est homogène. Enfin, en l’absence de signal 

significatif, la structure de la communauté peut être considérée comme aléatoire.   

 

 La mesure de l’autocorrélation spatiale passe généralement par un test de Mantel 

comparant les valeurs de deux matrices : l’une de distances spatiales et l’autre de distances 

écologiques (Figure 19). Pour chaque classe de distance (définie manuellement ou non), l’objectif 

est de tester l’existence d’une corrélation entre les valeurs de distances écologiques et 

l’appartenance à cette classe de distance (D). Si le coefficient de corrélation (r) obtenu est compris 

entre 0 et 1, alors la corrélation est positive (les communautés éloignées d’une distance D sont 

similaires entre elles), s’il est compris entre -1 et 0, alors elle est négative (les communautés 

éloignées d’une distance D sont différentes entre elles ; Fortin et al., 2002).  
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Figure 18 Calcul des distances spatiales sur le tronc. (A) Le tronc est cylindrique au niveau de la zone 
d’échantillonnage, permettant le calcul de distances précises entre points d’échantillonnages. (B) 
Échantillonnage spatialisé comprenant des points d’écorces (cercles bleus) et des portions de racines 
(cercles blancs). La distance entre les points A et B peut être calculée en suivant deux chemins le long 
de l’écorce cylindrique (traits pleins et en pointillés). (C) Les distances le long de ces deux chemins (dA-

B
1

 et dA-B
2) sont calculées en apposant virtuellement la grille d’échantillonnage de part et d’autre de la 

grille réelle. La distance minimale (dA-B) est conservée pour les analyses spatiales.  
 

 

Une alternative au corrélogramme de Mantel est la représentation de l’évolution des similarités 

entre échantillons en fonction de leur éloignement spatial continu, appelé en anglais distance 

decay of similarity (= déclin de similarité avec la distance). Puisque les indices de distances 

écologiques sont généralement compris entre 0 et 1, la tendance obtenue peut être modélisée à 

l’aide d’une distribution binomiale (Millar et al., 2011), ceci étant d’autant plus vrai que l’indice 

de Jaccard, utilisé dans ce manuscrit, est un pourcentage. Il est alors possible de calculer divers 

paramètres comme la halving distance, distance nécessaire pour que la similarité moyenne entre 

paires d’échantillons soit réduite de moitié. La significativité de la tendance obtenue est 

également testée à l’aide d’un test de Mantel (Anderson et al., 2013). Dans ce manuscrit, cette 

approche a été choisie afin d’étudier la structure spatiale des communautés non pas entre toutes 
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les combinaisons possibles d’échantillons, mais seulement pour les combinaisons « racine versus 

écorce ». La matrice de distances ainsi obtenue est une matrice non-carrée, format non pris en 

compte dans les logiciels classiques de calcul de corrélogramme (par exemple sur R).  

Pour l’étude d’une quantité liée à un échantillon (e.g., richesse fongique) et non d’une qualité 

(composition), d’autres tests statistiques existent comme le test de Moran (Fortin et al., 2002), 

non détaillé ici mais abordé dans l’Article I.  

 
Figure 19 Exemple d’analyses spatiales en écologie microbienne. (A) Échantillonnage spatialisé sur le 
tronc d’un arbre, comprenant des échantillons d’écorce (cercles bleus) et de racines de plantes épiphytes 
(cercles blancs le long des racines grises). (B) La collecte des coordonnées de chaque échantillon sur le 
terrain permet d’obtenir une matrice de coordonnées qui est transformée (C) en matrice de distances 
(voir Figure 18) à partir de laquelle les analyses statistiques sont menées. (D) Calcul d’autocorrélation 
spatiale. (i) Les similarité écologiques sont calculées pour toutes les paires d’échantillons, ici symbolisés 
par des cercles bleus dont l’intensité rend compte de la composition microbienne. (ii) La corrélation 
entre les matrices de distances écologiques et spatiales aboutit à la construction d’un corrélogramme de 
Mantel. Vert : autocorrélation positive ; rouge : autocorrélation négative. (E) Calcul de distance decay of 
similarity. (i) Les distances spatiales et écologiques sont calculées entre chaque paire d’échantillons 
racine-écorce. (ii) Les deux séries de distances sont représentées sur un même graphique et la 
distribution obtenue est modélisée à l’aide d’un modèle mathématique. (F) Analyse de partition de 
variance incluant la variable spatiale. (i) La matrice de distances spatiales est convertie en (ii) vecteurs 
utilisés comme variables dans (iii) l’analyse de partition de variance. Dans cet exemple, la distribution 
spatiale des échantillons (PCNM) explique 28% de la variation totale des communautés microbiennes, 
dont 8% de manière conjointe avec l’identité des plantes hôtes échantillonnées (Espèces).  
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 Dans certains cas, il peut être intéressant de confronter l’effet, sur une communauté 

quelconque, d’une contrainte spatiale avec celui d’une ou de plusieurs autres contraintes (e.g., 

identité des espèces mycorhizées). Un test de Mantel partiel permet par exemple de tester la 

corrélation entre une matrice de distances écologiques et une matrice de variables 

environnementales, et ce en contrôlant l’effet des distances spatiales. Cependant, cette approche 

a été critiquée (Guillot & Rousset, 2013) notamment car le test devient incorrect lorsque les 

facteurs considérés sont eux même spatialement autocorrelés (c’est le cas par exemple d’orchidées 

poussant sur le tronc d’un arbre, voir Article II).  

Aussi, une seconde approche a été utilisée dans la suite de ce manuscrit, et se base sur la 

conversion de distances spatiales en facteurs numériques utilisables par exemple en analyses 

d’ordination (i.e., explication des communautés par des variables environnementales). Cette 

approche par PCNM (Principal Coordinates of Neighbourhood Matrix) convertit les distances spatiales 

en vecteurs numériques (les vecteurs propres associés à la matrice de distance). Ceux-ci sont 

ensuite sélectionnés (par « sélection forward » ; Blanchet et al., 2008) selon leur capacité à 

significativement rendre compte de la structure spatiale des données. Une fois sélectionnés, ils 

peuvent être incorporés à diverses analyses comme une analyse de partition de variance qui 

détermine la part de variabilité des communautés étudiées expliquée par différents facteurs (ex : 

spatial versus identité des espèces hôtes).  

 

 

Encadré 7. L’île de La Réunion et la forêt de Mare Longue.  

 

 L’île de La Réunion est une île volcanique âgée d’environ 2.5 Ma, située à environ 

800km à l’Est des côtes de Madagascar, dans l’Océan Indien. Elle appartient à l’archipel des 

Mascareignes, comprenant également l’île Maurice, et l’île Rodrigues. L’île de la Réunion a été, 

et continue d’être façonnée par la présence de ses deux volcans : le Piton des Neiges (3069m) 

éteint il y a environ 10 000 ans et le Piton de la Fournaise (2632m), âgé de seulement 500 000 

ans, l’un des volcans les plus actifs au monde.  

Du fait d’un important relief et d’une exposition différentielle aux vents entre ses faces est et 

ouest, l’île comporte une forte variabilité de climats et donc d’écosystèmes naturels. 

Malheureusement ceux-ci sont fortement menacés par l’urbanisation et la prolifération 

d’espèces envahissantes. Depuis sa colonisation par l’Homme il y a 4 siècles seulement, l’île a 

perdu l’essentiel de sa végétation de basse altitude. Les forêts indigènes ne recouvraient plus 

que 38% de la surface de l’île à la fin des années 1990, ce qui reste malgré tout bien supérieur 

aux autres l’îles de l’Archipel où moins de 1% des écosystèmes naturels subsistent encore 

(Strasberg, 1994).  

L’île de la Réunion se caractérise par une richesse floristique relativement faible mais présente 

un taux d’endémisme très élevé : 34% des 500 espèces indigènes d’Angiospermes sont 
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endémiques (Strasberg, 1994). Une des familles les plus représentées est celle des orchidées 

avec près de 150 espèces, dont respectivement 50% sont endémiques des Mascareignes, et 25% 

de La Réunion (Martos et al., 2012).   
 

 
 

Figure E7.1 Vue de la forêt de Mare Longue (La Réunion) dans sa zone la mieux préservée, Avril 2021. 

 

            Plusieurs travaux de cette thèse (Articles II et III) ont été menés au sud-est de l’île, dans 

l’un des derniers fragments de forêt humide de basse altitude, et le mieux préservé. Cette forêt 

constitue la réserve de Mare Longue (Figure E7.1), une bande de végétation ininterrompue de 

68 ha reliant la partie basse de l’île au volcan (altitude env. 100-700m ; Strasberg, 1994). Le sol 

est constitué d’une coulée de basalte âgée d’un peu plus de 4 siècles (Albert et al., 2020). De 

par sa préservation exceptionnelle, la forêt de Mare Longue a fait l’objet de nombreux projets 

de recensement de végétation, et plusieurs hectares de forêts ont été entièrement cartographiés 

(ex : Lancaster, 2004). La forêt a suivi une dynamique d’implantation forestière depuis la mise 

en place de la coulée (Cadet, 1977), et est aujourd’hui constituée d’arbres parfois pluri-

centenaires atteignant plusieurs dizaines de mètres de haut.  Le sol forestier, assombri par la 

couleur de la lave et par une canopée dense, montre des signes de renouvellement d’arbres 

endémiques (comme le délicat bois de corail ; Chassalia corallioides), malgré l’apparition 

d’espèces envahissantes, comme Clidemia hirta. Les écorces des arbres sont riches d’une flore 
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épiphyte essentiellement constituée de fougères et d’orchidées. Ces dernières, colonisant 

parfois densément l’écorce d’un seul tronc, feront l’objet de l’Article II. L’une d’entre-elles, 

l’orchidée épiphyte Bulbophyllum variegatum, espèce pleine de mystères retrouvée 

presqu’exclusivement sur une seule espèce d’arbre, fera, elle, l’objet de l’Article III.  

Cette forêt très bien préservée offre une excellente opportunité d’étudier l’écologie 

mycorhizienne d’espèces épiphytes dans leur état naturel. À titre plus personnel, je suis très 

heureux d’avoir eu la chance d’y travailler.  
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Objectifs et problématiques de la thèse 
 

 Les symbioses mycorhiziennes des orchidées ont été essentiellement étudiées dans des 

environnements terrestres, en régions tempérées. Cependant, la majeure partie des espèces 

d’orchidées sont épiphytes, et nos connaissances sur les symbioses mycorhiziennes de ces espèces 

restent assez éparses. En particulier, si l’identification des partenaires mycorhiziens des orchidées 

épiphytes connait une attention croissante depuis plusieurs années, l’écologie de ces 

champignons reste encore très peu étudiée.  

 

 Cette thèse vise à mieux comprendre l’écologie des champignons mycorhiziens 

d’orchidées épiphytes, notamment via l’étude de leur distribution spatiale dans les racines des 

orchidées et dans leur environnement proche. En toile de fond, elle s’interroge également sur les 

déterminismes des associations orchidées-champignons mycorhiziens : sont-elles régies par des 

contraintes spatiales, par des contraintes liées à la reconnaissance des partenaires, ou les deux ? 

 

Elle se divise en différents axes, associés à une ou plusieurs questions : 

  

(i) comment se distribuent les champignons mycorhiziens d’orchidées sur les écorces des 

arbres autour de leurs hôtes ?  

 

(ii) des individus ou espèces d’orchidées qui coexistent spatialement sur l’écorce peuvent-

ils partager des champignons mycorhiziens ?  

 

(iii) la distribution spatiale des champignons de l’écorce est-elle hétérogène entre 

différentes espèces d’arbres dans une forêt ? Cette distribution peut-elle contraindre celle des 

orchidées sur certains arbres à l’échelle de la forêt ?  

 

La thèse comporte un dernier volet plus appliqué, portant sur la mycorhization des 

vanilles, des orchidées semi-épiphytes cultivées à La Réunion sous différents modes de culture. 

Le statut mycorhizien des vanilles (ici Vanilla planifolia essentiellement) n’a jamais été étudié dans 

le sud-ouest de l’océan Indien. La question posée est la suivante : 

 

(iv) quelles sont les communautés mycorhiziennes de la vanille introduite et cultivée à La 

Réunion et en quoi celles-ci peuvent-elles influencer ou être influencées par les pratiques 

culturales ? 

 

Ces différentes questions seront abordées au cours de quatre articles, publiés ou en cours de 

préparation :  
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- L’article I (publié dans New Phytologist) présente les résultats d’une étude menée au 

Brésil et visant à étudier, par metabarcoding environnemental, la distribution spatiale 

des communautés fongiques de l’écorce et des racines d’orchidées épiphytes poussant 

sur deux arbres hôtes. Il met en évidence la structuration spatiale des différents 

groupes fonctionnels de champignons (dont les rhizoctonias) sur l’écorce et 

l’influence des orchidées épiphytes sur cette structure.  

 

- L’article II (publié dans Journal of Ecology) s’inscrit dans la continuité de la première 

étude et vise à corroborer les résultats obtenus dans une autre région à l’île de La 

Réunion, en cherchant cette fois à maximiser le nombre d’espèces d’orchidées 

épiphytes coexistant sur un même arbre. Il présente ainsi la manière dont les 

champignons mycorhiziens mettent en réseau des orchidées épiphytes lorsque celles-

ci sont spatialement proches sur l’écorce d’un seul arbre. En annexe, nous aborderons 

également les relations entre les champignons mycorhiziens de l’écorce et les autres 

plantes épiphytes (fougères, lianes etc.). 

 
- L’article III (en préparation) se concentre sur une espèce d’orchidée épiphyte de sous-

bois à La Réunion, Bulbophyllum variegatum, et tente d’en étudier la préférence d’hôte, 

marquée chez cette espèce, par le spectre de ses partenaires mycorhiziens. Par une 

double approche de metabarcoding environnemental et d’expérience de semis in vitro, 

il met en évidence la spécificité mycorhizienne de cette espèce, ainsi que le turnover 

temporel des champignons mycorhiziens. 

 

- L’article IV (en préparation) aborde un volet de la thèse appliqué à la culture de la 

vanille (Vanilla planifolia), une orchidée semi-épiphyte introduite et cultivée à La 

Réunion. Il décrit, par une approche de metabarcoding, l’influence des modes de 

culture sur la mycorhization de la vanille, mais aussi l’influence de ces dernières sur 

les communautés de pathogènes associées à la plante.  

 

L’ensemble des questions abordées durant la thèse s’intègre dans un projet plus global, 

financé par l’Agence Nationale de la Recherche (ANR) et coordonné par Florent Martos (MC 

MNHN) : « L’épiphytisme en tant qu’écosystème fongique colonisé par les plantes 

vasculaires (EPIFUN) ». Si les travaux réalisés durant la thèse se concentrent donc sur l’écologie 

mycorhizienne d’une famille de plantes vasculaires épiphytes, les orchidées, d’autres familles de 

plantes épiphytes et d’autres guildes de champignons (i.e., non-mycorhiziens) sont également 

abordés tout au long de ce manuscrit afin de rendre compte, le plus largement possible, du rôle 

des plantes et des champignons dans la structuration des écosystèmes épiphytes.  
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V. Structure spatiale des communautés fongiques 

de l’écorce 
 

 

Article I. A fine-scale spatial analysis of fungal communities on tropical tree bark unveils 

the epiphytic rhizosphere in orchids.  
 

 
 Cet article porte sur l’étude des communautés fongiques de l’écorce de deux espèces 

d’arbres tropicaux au Brésil (Siparuna sp. et Himathanthus sucuuba) et des racines de deux espèces 

d’orchidées épiphytes colonisant leur tronc (Isochilus linearis (Jacq.) R.Br. et Epidendrum 

armeniacum Lindl.). L’approche utilisée repose sur un metabarcoding de l’ITS-2 fongique 

d’échantillons de l’écorce et des racines d’orchidées épiphytes. Le schéma expérimental est 

novateur puisqu’il consiste en un échantillonnage à échelle très fine (de l’ordre du centimètre, 

avec 348 échantillons analysés) et entièrement spatialisé.  

 

Cette étude dévoile une communauté fongique complexe, constituée de plusieurs guildes 

fongiques colonisant l’écorce des arbres tropicaux. Chaque guilde présente une forte 

autocorrélation spatiale, c’est-à-dire que les communautés fongiques ne sont pas homogènes sur 

l’écorce mais présentent une structure en agrégats, ici de l’ordre de quelques dizaines de 

centimètres. Cette structure semble influencée par la présence des racines d’orchidées épiphytes, 

suggérant l’existence d’une rhizosphère épiphyte, c’est-à-dire une zone d’influence des racines 

épiphytes sur l’écorce environnante. En particulier, les champignons mycorhiziens d’orchidées 

sont localisés préférentiellement à proximité des racines, ce qui suggère que celles-ci pourraient 

constituer une niche écologique importante en milieu épiphyte.    

 

Il s’agit à notre connaissance des premiers travaux visant à étudier la distribution spatiale 

des champignons de l’écorce d’arbres tropicaux à une échelle si fine et via une technique de 

séquençage. Depuis sa publication dans New Phytologist en 2021 (Vol. 231), une étude similaire 

conduite dans une forêt tropicale au Costa Rica a confirmé une partie des résultats obtenus 

(Cook et al., 2022). L’apport de cette nouvelle étude sera discuté dans la dernière partie de ce 

manuscrit (Discussion générale). 

 

Cet article est l’aboutissement d’un travail initié lors de mon stage de Master 2 en janvier 

2019. La récolte d’échantillons et leur traitement au laboratoire avaient été effectués en amont 

du stage et je me suis chargé du traitement des données ainsi que de l’écriture du manuscrit. Ce 

travail s’intègre dans une série d’études pionnières initiées par Marc-André Selosse au Brésil à la 
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fin des années 2010. J’ai également participé, dans le cadre de ce projet, à l’avancée d’un second 

volet portant sur l’influence de l’arbre hôte sur les communautés fongiques épiphytes 

(laboratoire, traitement bio-informatique des données). Ce second volet sera analysé après la thèse 

et ne figure pas dans ce manuscrit.  
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Summary

! Approximately 10% of vascular plants are epiphytes and, even though this has long been
ignored in past research, are able to interact with a variety of fungi, including mycorrhizal
taxa. However, the structure of fungal communities on bark, as well as their relationship with
epiphytic plants, is largely unknown.
! To fill this gap, we conducted environmental metabarcoding of the ITS-2 region to under-
stand the spatial structure of fungal communities of the bark of tropical trees, with a focus on
epiphytic orchid mycorrhizal fungi, and tested the influence of root proximity.
! For all guilds, including orchid mycorrhizal fungi, fungal communities were more similar
when spatially close on bark (i.e. they displayed positive spatial autocorrelation). They also
showed distance decay of similarity with respect to epiphytic roots, meaning that their com-
position on bark increasingly differed, compared to roots, with distance from roots.
! We first showed that all of the investigated fungal guilds exhibited spatial structure at very
small scales. This spatial structure was influenced by the roots of epiphytic plants, suggesting
the existence of an epiphytic rhizosphere. Finally, we showed that orchid mycorrhizal fungi
were aggregated around them, possibly as a result of reciprocal influence between the mycor-
rhizal partners.

Introduction

Although they are globally distributed, microorganisms exhibit
highly variable local richness and show spatial structure at every
scale (from centimeters to thousands of kilometers), especially in
soils (Green et al., 2004; Green & Bohannan, 2006). Much of
the microbial biodiversity observed in soil appears to be intrinsi-
cally linked to plants in the rhizosphere and soil–root interactions
have been shown to influence their community structure (Bever
et al., 2010). Reciprocally, the community structure of soil
microorganisms that develop nutritional and protective sym-
bioses with roots are particularly affected by host presence and
diversity (Peay et al., 2013) such as the mycorrhizal fungi that
associate with c. 90% of vascular land flora (Van Der Heijden
et al., 2015; Brundrett & Tedersoo, 2018). Fungal metabarcod-
ing studies in soils have shown that mycorrhizal taxa are not ran-
domly distributed but exhibit spatial structure at rather fine
scales, in temperate as well as tropical systems (Pickles et al.,
2010; Tedersoo et al., 2010; Coince et al., 2013; Anderson et al.,
2014; Bahram et al., 2016; Zhang et al., 2017); that is, there is a

patchiness due to host distribution, but also due to other factors
such as spore dispersal and community interactions (Hanson
et al., 2012). However, the characterization of the underground
distribution of soil fungi (mycorrhizal fungi, saprotrophs or
pathogens) is complicated by the three-dimensional nature of
soils, since differences may exist between soil horizons (Anderson
et al., 2014; Bahram et al., 2015).

Unlike soils, tree barks can be easily investigated as their multi-
ple layers can all be sampled and sequenced at once, especially on
young trees where the bark is usually thin. Thus, young barks can
be seen as virtually two-dimensional and are ideal systems for sur-
veying the spatial distribution of fungal communities and mycor-
rhizal taxa around their epiphytic plant hosts. Indeed, c. 10% of
vascular plant species root on barks in the tropical wet forests
around the globe (Zotz, 2016). These plants have long been con-
sidered as essentially nonmycorrhizal in such aerial substrates
(Lehnert et al., 2017; Brundrett & Tedersoo, 2018; but see Rowe
& Pringle, 2005) and their fungal partners have therefore largely
been ignored. However, there is now growing interest in fungal
endophytes in epiphytic plant species, as they may strongly influ-
ence the population dynamics of such plants (Leroy et al., 2019).
One symbiosis that regularly occurs in the epiphytic habitats is
the orchid mycorrhiza (Martos et al., 2012; Herrera et al., 2018;
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Novotn!a et al., 2018). Epiphytic orchids, representing ≥ 80% of
this hyper-diverse plant family (with over 25 000 species (Givnish
et al., 2015)), harbor typical hyphal coils within their root corti-
cal cells, which are formed by the same families but different
species of saprotrophic basidiomycetes (Dearnaley et al., 2012;
Martos et al., 2012; Xing et al., 2019) than those found in soil.
The fungi are also required for germination of the minute,
nutrient-poor orchid seeds (Smith & Read, 2008). It was there-
fore hypothesized that the distribution of orchids must be con-
strained by that of their mycorrhizal fungi (McCormick &
Jacquemyn, 2014; McCormick et al., 2018).

The distribution of orchid mycorrhizal fungi (OMF) has been
investigated in soils (Jacquemyn et al., 2014, 2017; McCormick
& Jacquemyn, 2014; McCormick et al., 2016, 2018; Voyron
et al., 2017), but only marginally on barks (Kartzinel et al.,
2013), perhaps because most studies focus on temperate and
Mediterranean ecosystems where orchids are strictly terrestrial.
For example, two recent studies (Waud et al., 2016a,b) showed a
decline in both OMF abundance and the similarity of OMF
community composition with distance from adult orchids, which
likely explains the patchy distribution of grassland orchids (Jac-
quemyn et al., 2007, 2014). Still, in grassland habitats, Voyron
et al. (2017) found that communities of OMF are more similar
in adjacent soil locations (i.e. they display spatial autocorrelation;
Hanson et al., 2012). As for the epiphytic environment, very little
is known on the spatial distribution of mycorrhizal fungi on bark
(but see (Izuddin et al., 2019) for a first approach). Similarly, the
evolution of their community structure according to distance
from epiphytic host roots is not yet resolved. We can only
hypothesize that the low hydro-mineral supply (Yoder et al.,
2010; Izuddin et al., 2019) and the particular structure of tree
bark (e.g. flaking bark, Rasmussen & Rasmussen, 2018) can con-
strain both orchids and fungi, and make the symbiosis even more
necessary for the mycorrhizal partners.

Here, we aim to bridge the knowledge gap on epiphytic fungi,
including mycorrhizal fungi, through an investigation of the fine-
scale spatial distribution on trees of bark fungi, with a focus on
each fungal fonctionnal guild (including endophytes), and the
OMF in particular. We investigated a low number of trees to
enable us to carry out very dense sampling, especially in the vicin-
ity of epiphytic roots, in order to obtain the first detailed view of
the structure of fungal communities on bark and of their relation-
ships to vascular epiphytic plants. We made the following
hypotheses: first, as described in soils, these communities are not
randomly distributed on bark (patchiness); second, due to the
ability of many fungi to colonize plant roots, their distribution
should be modulated by the distance to roots of vascular epi-
phytes; and third, communities of OMF should be aggregated
around their orchid hosts.

Materials and Methods

Study area

The study site was situated in a protected area of the Atlantic
Forest at Parque Estadual Serra do Brigadeiro (Rolim & Ribeiro,

2001), a secondary forest in transition between Dense Rain
Forest and Semideciduous Forest (F!avaro, 2012), close to the city
of Araponga, Minas Gerais state, Brazil (lat. 20°43015.3″S, long.
42°28054.0″W; elevation 1050 m). The elevation provides fre-
quent fogs throughout the year, and the humidity is around 80%,
even in the dry season. The climate of the region is humid sub-
tropical mesothermic, with temperatures ranging from 17 to
23°C and annual rainfall averaging 1300 mm (Rolim & Ribeiro,
2001). This forest is characterized by medium to large trees and a
high diversity of orchid species, the majority of which are epi-
phytic (Lana et al., 2018).

Bark and root sampling

Two trees, belonging to Siparuna sp. (Siparunaceae; tree 1) and
Himathanthus sucuuba (Apocynaceae; tree 2), were selected in
February 2015 and February 2016 (95 m away from each other)
respectively because they had epiphytic orchids growing on their
lower trunk, namely Isochilus linearis (Jacq.) R.Br. and Epiden-
drum armeniacum Lindl. Flexible plastic grids of regular mesh size
(7 cm) were placed around these trunks, covering the whole cir-
cumference of tree 1 (58 cm, Fig. 1) and tree 2 (23 cm, Supporting
Information Fig. S1). Grid 1 extended from 2 to 2.7 m above the
ground and encompassed five individuals of I. linearis. Grid 2
extended from 0.7 to 2.4 m and encompassed five I. linearis and
two E. armeniacum individuals. On each point of the grid, we sam-
pled 100 mg of bark at the center of every pore of the grid using a
sterilized scalpel, without removing the covering lichens, mosses,
or liverworts. The samples thus consisted of small amounts of sur-
face bark (up to but not including the cambium) and its cryp-
togamic cover, which was made easier by the young age of trees
and the thinness of these species’ bark.We also sampled 3 mm root
sections every 1.5 cm along each epiphytic orchid root, starting
from the stem (Figs 1, S1), and bark was collected under each root
sample. On grid 1, we took additional bark samples in the close
vicinity of orchid roots (Fig. 1). This resulted in a total of 482 sam-
ples for the two grids (167 on grid 1 and 315 on grid 2; Table S1).
The rationale behind this dense sampling method was twofold: we
expected a high turnover of fungal communities at a scale of a few
cm, and we did not want to miss any important fungi on the bark,
especially endophytic ones. All samples were frozen at !20°C
within few h, at the nearby field laboratory of the Serra do Bri-
gadeiro State Park headquarters, for downstream molecular analy-
ses. Two additional thin sections of orchid roots surrounding each
piece of sample material were collected to check, under a micro-
scope, for mycorrhizal fungal colonization on the following day,
and all, without exception, displayed hyphal coils in at least one of
each of the inspected sections.

High-throughput sequencing of fungal communities

Bark and root samples were kept frozen and manually ground in
liquid nitrogen until a fine powder was obtained. Genomic DNA
was extracted from this powder using the NucleoSpin Soil Kit
(Macherey-Nagel, D€uren, Germany) following the manufac-
turer’s instructions. Amplification trials were conducted for each
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isolate, using two primer pairs: ITS86-F/ITS4 (White et al., 1990;
Turenne et al., 1999), amplifying the internal transcribed spacer 2
(ITS-2) of ribosomal DNA (Yang et al., 2018) of most fungi, and
ITS86-F/ITS4-tul (Taylor & McCormick, 2008) amplifying the
same region in Tulasnellaceae, since this OMF family requires
specific primers for amplification of its ribosomal DNA (Martos
et al., 2012). High sample multiplexing (up to 576 samples for
each primer pair) was made possible by the use of a unique pair of
barcoded primers in the polymerase chain reaction (PCR); 36 for-
ward primers (ITS86-F barcodes 1–36) and 16 reverse primers
(ITS4 barcodes 1–16 in fungi-specific PCR or ITS4-Tul barcodes
17–32 in Tulasnellaceae-specific PCR) were used. Each barcode
was a unique sequence of eight bases added to the 50 end of the
primer sequence, and the set of 36 barcodes was designed to have
at least five differences between barcodes.

Tagging-system negative controls were implemented at this
stage (Hornung et al., 2019; Zinger et al., 2019), that is, pairs of
barcoded primers were intentionally omitted in the final sequenc-
ing to control for cross-contamination. Polymerase chain reaction
was performed with 25 µl of reaction mixture containing 0.2 mM
of each dNTP, 0.2 mM of each primer, 1 unit of AmpliTaq Gold
360 DNA Polymerase (Life Technologies), 19 AmpliTaq Buffer
supplied with MgCl2, and 1.5 µl template DNA. The following
program was used: initial denaturation, 10 min at 95°C; 30
cycles of denaturation, 30 s at 95°C; annealing, 30 s at 56.5°C
(ITS86-F/ITS4) or 55°C (ITS86-F/ITS4-tul); and elongation

30 s at 72°C – final elongation 7 min at 72°C. Plate designs were
randomized in order to avoid possible cross-contamination lead-
ing to misinterpretation in subsequent spatial analysis. After visu-
alization on gel, the positive amplicons were purified with
NucleoMag NGS Clean-up and Size Select (Macherey-Nagel),
quantified by fluorescence with Qubit dsDNA High-Sensitivity
(Invitrogen), and pooled in equimolar ratios before library prepa-
ration and 29 250 bp paired-end sequencing on an Illumina
MiSeq platform at Fasteris (Geneva, Switzerland). Three positive
controls (mock community) and three negative controls (ultra-
pure water) were used per PCR trial (plate), resulting in a total of
36 positive and 36 negative controls. All of them were added to
the amplicon pool for subsequent bioinformatic analysis (Hor-
nung et al., 2019; Zinger et al., 2019). The mock community
used in positive controls was a defined mixture of fungal DNAs
of known concentration, including four Ascomycota and 21
Tulasnellaceae strains grown in pure cultures.

Sequencing data processing

Paired reads were merged using BBMERGE (Bushnell et al., 2017)
and the resulting reads were demultiplexed using BBDUK (source-
forge.net/projects/bbmap/); mistagging (Zinger et al., 2019) was
also controlled but represented < 0.2% of the reads. The reads
were trimmed from their barcode+primer sequences, allowing
zero discrepancy, filtered for size > 200 bp and quality ≥ 25 using

(a) (b)

Fig. 1 Sampling design for tree 1. (a) Sampling design of the first tree (Siparuna sp.) containing five individuals of the epiphytic orchid Isochilus linearis
(orange circles, 1–5). Bark was sampled regularly (black filled circles) across the grid, and several additional points were randomly sampled around orchid
individuals 1 and 4 (black filled stars). The grid covered the whole circumference of the tree, and the grey filled circles indicate the positions of sampling
points on the opposite side of the grid (as an example, the points designated by an arrow are at the same position on the trunk). Orchid roots were
regularly sampled along each root (orange filled rectangles). Panel (b) shows a detail of orchid individual 3 before sampling, showing that orchid roots were
easily traceable along the trunk, allowing precise spatial analyses. Bar, 3 cm. The sampling design for tree 2 is presented in Supporting Information Fig. S1.
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CUTADAPT (Martin, 2011); sequences with ‘Ns’ were removed at
this step. Operational taxonomic units (OTUs) were constructed
using the SWARM v.3.0 algorithm (Mah!e et al., 2015) with a reso-
lution of 5 (Schneider-Maunoury et al., 2018). Chimeras were
removed using both the de novo search option of VSEARCH (Rognes
et al., 2016) and a reference-based search of UCHIME (Edgar et al.,
2011) against the reference dataset v.7.2 (Nilsson et al., 2015).
The original (i.e. trimmed) reads were then mapped on the filtered
SWARM representative sequences using BLASTN (Altschul et al.,
1990) and a 97% threshold. This step deals with sequences of dif-
ferent size, especially when using two sets of primers amplifying
different fragment lengths. Operational taxonomic units repre-
sented by only one sequence (singletons) were removed. The most
abundant sequence was chosen as representative of each OTU,
and the final taxonomic assignment was performed using assign_-
taxonomy.py (‘blast’ assignment method, with default e-value of
0.001) in QIIME v.1.9.1 (Caporaso et al., 2010) against UNITE
v.8.0 (‘All eukaryotes’; https://dx.doi.org/10.15156/BIO/
786350). Raw sequences are available in the Sequence Read
Archive (SRA) under the BioProject accession no.
PRJNA692353.

Two OTU tables were retrieved for each primer pair and
merged into a single OTU table. Operational taxonomic units
were filtered with the DECONTAM package (Davis et al., 2018)
using the ‘frequency’ method. We also discarded those found in
the negative and positive PCR controls (Hornung et al., 2019),
and those of nonfungal origin. Moreover, we generated rarefac-
tion curves using QIIME v.1.9.1 (Caporaso et al., 2010) (Fig. S2)
and then rarefied the OTU table at 103 sequences (in order to
maximize both the number of samples kept for subsequent analy-
ses and the fungal community read coverage) (McKnight et al.,
2019) using the rrarefy function in the VEGAN package of R
(Oksanen et al., 2013).

Fungal functional guilds

Operational taxonomic units found in at least one orchid root
sample were attributed to endophytes. Among them, those Basid-
iomycota belonging to Tulasnellaceae, Ceratobasidiaceae (Veldre
et al., 2013), Serendipitaceae (Weiß et al., 2016), and Atractiel-
lales (Kottke et al., 2010) were recognized as OMF (Dearnaley
et al., 2012). Trophic guilds were assigned to all OTUs using
FUNGUILD (Zanne et al., 2019): we chose to keep those which
were either exclusively saprotrophs, symbiotrophs, plant
pathogens, or lichenized fungi. As a consequence of this filter, the
majority of OTUs used for guild analysis were identified at least
at the genus level (85.3%) or at the family level (97.2%). For the
remaining OTUs, guilds provided by FUNGUILD were validated
based on the author’s expertise. The OMF were kept in a separate
category, despite their saprotrophic and symbiotrophic abilities
(Dearnaley et al., 2012; Selosse & Martos, 2014).

Statistical analysis

All statistical analyses (except neutral community model analysis,
which was conducted using abundance data) were conducted

from presence–absence data because the specific primer pair
biased the read counts of Tulasnellaceae relative to other fungi.
We tested the effect of sample sources (root or bark, grid 1 or 2)
on the composition of fungal communities using PERMANOVA
(999 permutations; grids as ‘strata’) using ADONIS, complemented
with a betadisper test as indicated in the corresponding R package
VEGAN (Oksanen et al., 2013). The data were visually assessed by
nonmetric multidimensional scaling ordination (NMDS) using
metaMDS in VEGAN. Additionally, we tested for each OTU the
ecological dispersion from bark to orchid roots using a neutral
community model (Sloan et al., 2006), as detailed in studies by
Venkataraman et al. (2015) and Burns et al. (2016). Briefly, for
each grid, the relationship between the abundance of an endo-
phytic OTU (considering the OTUs shared between bark and
roots only) on the overall bark and the frequency detection of this
OTU in roots was compared to a neutral model. This neutral
model was computed using the nlsM function of the R package
MINPACK.LM. The variability of the model was assessed using a
95% binomial proportion confidence interval (Wilson, 1927)
using the R package HMISC, and the goodness of fit of the model
was assessed using the coefficient of determination (R2).

For fine-scale spatial analyses, we then calculated Euclidean dis-
tances, preferring the shortest distance between two samples on
the cylindrical trunk, and the Jaccard index of ecological similarity
using vegdist in VEGAN. Spatial autocorrelation of fungal commu-
nities was analyzed on each grid for composition, using theMantel
test in the R package ECODIST, and for richness, using Moran’s I
test in the R package SPDEP; for the latter, the neighborhood matrix
was computed using a neighboring distance of < 10 cm. The sig-
nificance of the Mantel and Moran’s I statistics was assessed by
permutation testing (999 replicates). We further tested the spatial
structures of the single OTUs using the joincount.test in SPDEP.

Finally, we assessed the turnover of bark fungal communities
with increasing distance from the roots, for OTU composition
(i.e. distance decay of similarity, based on Jaccard index, between
root and bark samples) and OTU richness using a generalized lin-
ear model (GLM; glm function in the R default package) specify-
ing a log-link binomial (Millar et al., 2011) and a negative
binomial distribution respectively. As the similarities between
samples are not independent of one another, coefficients of the
binomial GLM were obtained using a leave-one-out Jackknife
procedure as described previously (Millar et al., 2011). The sig-
nificance of the distance decay of similarity was tested using a
permutational Mantel test (Spearman method, 9999 permuta-
tions; Anderson et al., 2013), while the significance of the dis-
tance decay of richness was assessed by ANOVA (F-test).

Results

Roots and bark harbored distinct but partially overlapping
fungal communities

We retrieved a total of 22 554 729 reads after the molecular anal-
yses and high-throughput sequencing. The primer pair ITS86-F/
ITS4 yielded much more data and diversity (6823 OTUs, 36
477! 31 597 sequences per sample) than the specific ITS86-F/
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ITS4-tul set of primers (41 OTUs, including 17 Tulasnellaceae,
15 589! 11 583 sequences per sample). Eighteen OTUs, includ-
ing two Tulasnellaceae, were amplified by both sets of primers.
Ascomycota from positive controls (mock community) were all
retrieved after sequencing, while Tulasnellaceae showing no mis-
match with IT86-F and ITS4 or ITS4-tul primers were often but
not always (56%) retrieved after sequencing, depending on their
DNA quality and/or concentration.

After removing the controls, 3 121 888 sequences passed our
quality (removal of contaminants) and taxonomic filters (fungi
only), resulting in a total of 4 390 fungal OTUs in the whole
dataset (348 samples, Table S1), comprising mostly Ascomycota
(2670) and Basidiomycota (1303) sequences, but also Chytrid-
iomycota (23), Mortiellomycota (9), Mucoromycota (7), Rozel-
lomycota (2), Glomeromycota (1) and unidentified fungi (375).
Overall, Agaricomycetes (Basidiomycota) were the most abun-
dant (1 782 079 sequences; 57.08%), followed by Doth-
ideomycetes (Ascomycota; 507 594 sequences; 16.26%; Fig. S3;
Table S2). The list of all fungal families and genera detected in
the dataset is presented in Table S3. Notably, Sebacinales OTUs
all belonged to the clade of Serendipitaceae (data not shown;
Weiß et al., 2016).

Fungal richness (average number of OTUs per sample) was
significantly different between bark and roots within each grid
(i.e. grid 1 (116! 90 in bark, 42! 32 in roots) and grid 2
(125! 63 in bark, 255! 108 in roots; P < 0.001 in both cases)),
as well as between roots (P < 0.001) and between bark
(P = 0.0081) from the two grids.

Total fungal communities were significantly different between
both grids (PERMANOVA: F = 13.91, R2 = 0.047, P = 0.001,
betadisper: F = 12.69, P < 0.001), and between roots and bark
(PERMANOVA: F = 4.57, R2 = 0.016, P = 0.001, betadisper:
F = 29.67, P < 0.001), as shown by nested PERMANOVA.
Additionally, grids and compartments (root vs bark) were clearly
segregated in NMDS analyses (Fig. 2) despite significant
heteroscedasticity, which has been shown to weakly affect
PERMANOVA testing (Anderson & Walsh, 2013). However,
265 (18.8%) and 1000 (38.4%) OTUs were shared between bark
and roots in grids 1 and 2, respectively (Table S4). Neutral com-
munity model (NCM) analyses showed that, on both grids,
endophytic fungal communities tended to differ from a neutral
dispersal model ‘from bark to roots’, and were, on the contrary,
largely overrepresented in the root compartment (Figs S4, S5).
Only lichenized fungi on grid 2 were unambiguously less over-
represented in roots than other fungi (Fig. S6). When consider-
ing roots only, fungal communities differed between orchid
individuals (PERMANOVA: F = 1.39, R2 = 0.148, P = 0.001,
betadisper: F = 98.47, P < 0.001) and species (PERMANOVA:
F = 1.92, R2 = 0.023, P = 0.001, betadisper: 10.48, P = 0.002),
but more strikingly between grids (PERMANOVA: F = 4.91, R2

= 0.058, P = 0.001, betadisper: F = 23.96, P < 0.001; Fig. S7),
with only 237 (10.36%) shared OTUs (Table S4).

Among the 31 OMF OTUs that were found, encompassing
the four OMF families (see ‘Fungal functional guilds’ in the
Materials and Methods section, above; Fig. 3), only five OTUs
were shared between the two trees after rarefaction (Table S4)

and only one OTU (Tulasnellaceae, TUL-1) when considering
the roots only (Tables S4, S5). However, the sharing of OMF
between the grids was not statistically different to that of other
fungi, meaning that the trees harbored different fungal commu-
nities overall. On grid 2, where two orchid species co-exist, OMF
OTUs belonging to Ceratobasidiaceae (CER-1) and Serendipi-
taceae (SER-1) were shared between the two species when they
were spatially close (Table S5; Fig. S1). Among the OMF found
in roots, only 50% (2/4) and 47% (7/15) were also retrieved on
bark on grid 1 and 2, respectively (Table S4), so that root com-
munities did not appear to be only a subset of adjacent bark com-
munities.

All fungal communities were spatially structured

All functional guilds, except lichenized fungi on grid 1 and
symbiotrophs on both grids, showed significant spatial autocor-
relation of OTU composition (Mantel test; Table 1). Among
the different guilds, OMF on grid 2 showed positive spatial
autocorrelation within 30 cm, which was the largest distance
detected in this study (Fig. 4). The whole fungal community,
as well as endophytes alone, also showed positive spatial auto-
correlation within 15 and 18 cm on grids 1 and 2, respectively.
For the other guilds, that is, lichenized fungi, plant pathogens,
saprotrophs, and symbiotrophs, spatial autocorrelation was
more significant on grid 2, with positive autocorrelation
between 0 and 10–20 cm, whereas for grid 1, it was observed
within the first 10 cm only. The mean Jaccard index for adja-
cent points separated by 14 cm tended to be higher vertically
than horizontally (comparison possible on grid 1 only;
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Fig. 2 Nonmetric multidimensional scaling (NMDS) on total fungal
community, considering all samples and presence/absence data. Stress =
0.2098. Nested PERMANOVA revealed significant differences between
both grids (F = 13.91, R2 = 0.047, P = 0.001, betadisper: F = 12.69,
P < 0.001), sample type (root vs bark; F = 4.57, R2 = 0.016, P = 0.001,
betadisper: F = 29.67, P < 0.001) and their interaction (F = 3.07, R2 =
0.011, P = 0.001).

New Phytologist (2021) 231: 2002–2014
www.newphytologist.com

! 2021 The Authors
New Phytologist! 2021 New Phytologist Foundation

Research
New
Phytologist2006



Fig. S8), but due to large variation in the values the difference
was not statistically supported.

Regarding spatial autocorrelation of OTU richness, all fungal
guilds, except symbiotrophs on grid 1, showed a significant auto-
correlation (Moran’s I; Table S7). Orchid mycorrhizal fungi
exhibited positive autocorrelation at the largest distances on both
grids (30 cm).

Spatial autocorrelation of single OTUs showed that only
OMF on grid 2 tended to be more frequently spatially clustered
than other fungi (Table S6). Orchid mycorrhizal fungal families
showed vertical stratification on grid 2 that covered a greater
height on the tree (1.7 m), whereas this pattern was not obvious
on grid 1 (covering 0.7 m only; Fig. S9).

Epiphytic roots influenced all fungal communities

The Jaccard similarity between root and bark fungal composi-
tions significantly decreased with increasing distance from the
roots for the whole fungal community on both grids (Fig. 5).
This was also observed for endophytes on both grids, for non-
OMF symbiotrophs on grid 1 only, and for OMF, plant
pathogens and saprotrophs on grid 2 only (Table 1; Fig. 5; see
also Fig. S10 and Table S8 for details). The distance decay of bark
fungal richness showed contrasting results, with either nonsignifi-
cant or opposing results between grids (Figs S12–S14; Table S9).

The evolution of density (i.e. spatial density based on occur-
rence data) of OMF on bark at a distance from colonized roots
showed that they were spatially distributed in close proximity to
the roots on both grids, but contrasting spatial structures were
detected between OMF families on grid 2 (with Tulasnellaceae
tending to spread at a longer distance from roots; Fig. S11).
However, by comparing the density distribution of OMF with
that of endophytes (distance from roots beyond which 80% of
the occurrences of a given OTU are limited), the OMF were not
statistically closer to roots than other endophytes (Wilcox tests,
W = 370, P = 0.423 and W = 1142, P = 0.397 for grids 1 and 2,
respectively).
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Fig. 3 Operational taxonomic unit (OTU)
composition of the orchid mycorrhizal fungi
(OMF) communities in orchid roots. Bars
show the cumulative proportion of
sequences (in %) for each OTU in each
orchid individual. One Isochilus linearis
individual on grid 1 has been removed
because of the absence of detected OMF in
its roots. Bar colors indicate the OTU family.
The number of samples available for each
individual (Nsamples) as well as the number of
OMF OTUs (NOTUs) found in them are given
above each bar. The orchid individual
numbers at the bottom of the graph refer to
the sampling designs illustrated in Fig. 1 and
Supporting Information Fig. S1. See Table S5
for further details concerning these
communities. E. armeniacum, Epidendrum
armeniacum; I. linearis, Isochilus linearis.

Table 1 General spatial features for each fungal guild.

Guild Grid No. of OTUs Mantel R Sim. dec. b slope; r

Total 1 2445 0.238*** 0.013; 0.231*
2 3724 0.215*** 0.004; 0.235***

Endophyte 1 1816 0.234*** 0.012; 0.201*
2 3233 0.191*** 0.004; 0.235***

OMF 1 14 0.206*** 0.005; !0.291ns

2 31 0.560*** 0.035; 0.604***
Lichenized 1 196 0.005ns 0.043; 0.123ns

2 263 0.072** 0.006; 0.032ns

Plant pathogen 1 333 0.098** 0.013; 0.012ns

2 493 0.091** 0.002; 0.144**
Saprotroph 1 637 0.125** -0.002; 0.082ns

2 956 0.070** 0.002; 0.092*
Symbiotroph 1 26 !0.005ns 0.009; 0.392*

2 55 0.094ns 0.003; !0.041ns

The number of operational taxonomic units (OTUs) in each guild is given
before rarefaction. Mantel R index and Sim. dec. b slope (slope of
similarity decay between bark and roots, based on Jaccard index, and
associated r value for the Mantel test; see Supporting Information Table S8
for details) are calculated after rarefaction. *, P < 0.05; **, P < 0.01; ***,
P < 0.001; ns, not significant.
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Discussion

Features of fungal communities on bark compared to soil

The majority of fungal OTUs identified on the investigated tree
barks belonged to Ascomycota (61%) and Basidiomycota (30%),
even if the latter were the most abundant in reads. Other phyla
that are usually associated with plants, such as arbuscular mycor-
rhizal fungi of the Glomeromycotina division, (Spatafora et al.,
2017), were largely missing in our dataset. These fungi poorly
amplify with ITS primers (Berruti et al., 2017) and, according to

some observational studies (Lehnert et al., 2017), they are less
represented (but not absent, see for instance Rowe & Pringle,
2005) in epiphytic environments than in soils. Conversely, sapro-
trophic fungi are particularly expected on barks, including the
ones known to be symbiotically associated with epiphytic orchids
(Kottke et al., 2010; Martos et al., 2012; Herrera et al., 2018;
Novotn!a et al., 2018). It is noteworthy that Tulasnellaceae were
broadly retrieved from barks and roots on both trees, which
shows the relevance of using specific primers (Tedersoo et al.,
2015), even though we cannot exclude the possibility that some
Tulasnella species did not amplify with these primers.
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Fig. 4 Spatial autocorrelation of fungal community composition. Mantel correlograms show spatial autocorrelation based on the presence/absence of (a,
b) total fungal community, fungal endophytes and orchid mycorrhizal fungi (OMF) and (c, d) lichenized, plant pathogen, saprotroph and symbiotroph
fungal guilds (Jaccard index) for (a, c) grid 1 and (b, d) grid 2. A positive value corresponds to a positive autocorrelation, and a negative value corresponds
to a negative autocorrelation. Filled circles indicate a statistically significant value. The thick lines at the bottom of each plot indicate the significant spatial
autocorrelation distance for each guild represented. Total and endophyte curves are confounded on panel (b).
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Fungal metabarcoding has long been carried out in soils and in
soil-dwelling plant roots (Schmidt et al., 2013). Soils are complex
three-dimensional environments where fungal species and func-
tional groups occupy different horizons (Anderson et al., 2014;
Bahram et al., 2015), and where mycorrhizal fungi may not be
easily found outside the rhizosphere (Egidi et al., 2018), perhaps
due to insufficiently deep investigations. Conversely, bark, espe-
cially when thin, offers a nearly two-dimensional environment
suitable for exhaustive sampling of microbial species in space and
time. While bark has been commonly studied in the context of
diseases (e.g. Arrigoni et al., 2020), it has only very recently been

regarded as a niche for other fungal guilds (Izuddin et al., 2019;
Eskov et al., 2020).

Here, the fungal communities growing on two trees were
clearly distinct, both on the bark and in the roots of epiphytes
(Figs 2, S7). Although the purpose of our sampling was to charac-
terize fungal diversity within rather than between trees, we can
expect that the structure of epiphytic fungal communities is very
complex (Kembel & Mueller, 2014; Vacher et al., 2016) and far
from understood. In both cases, they encompassed much more
diverse guilds than the expected saprotrophic and lichenized
fungi, showing the complexity of fungal communities as well as
the presence in the environment of endophytic and sym-
biotrophic fungi. Furthermore, 377 fungal OTUs (8.6%) could
not be identified at a lower taxonomic rank, suggesting that a
high and previously unknown fungal diversity exists in such a
tropical environment (Cevallos et al., 2018).

As we chose to work on young trees, the thinness of their
bark did not allow us to test for a possible differentiation of
the fungal communities throughout the bark layers (e.g. inner
vs outer bark), but future studies could focus on this question
using older trees with more differentiated barks. However, this
thinness allowed us to exhaustively sample fungal communities
at a given position. Whether these communities are spatially
structured or are either homogeneously or randomly dis-
tributed remained an open question, which we investigated in
this study.

Most operational taxonomic units tend to have an
endophytic niche on bark

In soils, there is growing evidence that fungal communities are
spatially structured (Blaalid et al., 2012; Kadowaki et al., 2014;
Bahram et al., 2016). In our study, total and endophytic com-
munities showed similar and strong spatial turnover on bark
(Fig. 4; Table 1). This suggests there is no difference between
fungi that are able to colonize living roots and those that are
not. This may be because most fungi regarded as endophytes
only colonize roots superficially (e.g. in orchid velamen; Her-
rera et al., 2010) without any functional interaction with the
plants; yet many endophytic fungi are likely to extend away
from plant tissues and have a partially free-living lifestyle (i.e.
not within plant tissues; Selosse et al., 2018). In our study,
most of the fungi were found to be endophytes (34.63% and
78.25% for grids 1 and 2, respectively; Table S4). These results
reveal that on bark much of the fungal community is able to
colonize epiphytic roots, probably because they contain more
assimilable carbon than the oligotrophic surrounding bark.
Accordingly, saprotrophs and plant pathogens tended to be
slightly more present in roots than the rest of the community
(though this finding was nonsignificant for plant pathogens).
On the other hand, lichenized fungi, which can acquire their
own carbon through photosynthesis, were less present in roots
than other fungi (Table S4).

Neutral community model analyses revealed that endophytes
tended to occur more frequently in roots than expected by neu-
tral dispersal processes (Fig. S4), which may suggest that root
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Fig. 5 Distance decay of similarity (based on Jaccard index) between roots
and bark for total fungal community (large panel, blue) and orchid
mycorrhizal fungi (OMF; small panel, orange) community for (a) grid 1
and (b) grid 2. Colored lines show the regressions of a binomial
generalized linear model (GLM, log-link function) and the colored areas
represent the associated 95% confidence interval. Asterisks denote
statistically significant trends, according to the Mantel test (*, P < 0.05;
***, P < 0.001; ns, not significant). See Supporting Information Table S8
for details.
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colonization by endophytic fungi is not passive but rather is
actively built by hyphal foraging. Interestingly, lichenized fungi
on grid 2 tended to occur less frequently in roots than expected
by neutral dispersal processes (Fig. S6), suggesting that some
fungi colonize (or contaminate) roots accidentally. However,
contrary to air dispersal, in the context of which this model was
initially applied (Venkataraman et al., 2015), fungi may instead
disperse through hyphae growth (not sporulation) at the small
scales studied here. Thus, the filtering of fungal communities by
the root compartment, although expected, may reflect the abun-
dance of these fungi on adjacent bark. The sampling procedure
applied here successfully allowed us to investigate the very fine-
scale spatial structure of fungal guilds on the bark in proximity to
epiphytic roots.

All fungal communities exhibit intrinsic spatial structure

All trophic guilds exhibited spatial structure on at least one tree
(Fig. 4). Consistent with previous results on soil communities
(Bahram et al., 2016; Voyron et al., 2017), OMF (despite their
low statistical power due to the limited number of OTUs), sapro-
trophs and plant pathogens were the most spatially structured
communities, as shown by Mantel (Table 1; Fig. 4) and Moran’s
I (Table S7) tests, perhaps because they exploit resources that are
more localized than, for example, lichenized fungi. As tree bark is
subjected to water runoff, one might expect that fungal commu-
nities would be more similar vertically than horizontally: this
trend was observed but not statistically supported on grid 1
(Fig. S8). However, this analysis was limited by the small diame-
ter of the trunks, which limits horizontal measurement (especially
on grid 2), and a limited vertical range. Future sampling may
investigate a possible axis-dependence of epiphytic fungal com-
munities.

Mycorrhizal fungi in particular are known to display spatial
structure (Bahram et al., 2015), for example in ectomycorrhizal
(Pickles et al., 2010; Tedersoo et al., 2010; Coince et al., 2013;
Anderson et al., 2014), arbuscular (Whitcomb & Stutz, 2007),
ericoid (Toju et al., 2016) and orchid mycorrhizal fungi (Voyron
et al., 2017). Orchid mycorrhizal fungi from grassland soils dis-
play spatial autocorrelation up to several m (Voyron et al., 2017),
whereas in our study spatial autocorrelation was limited to a few
tens of cm (Fig. 4). Although a weak spatial structure is not
excluded in soil (Oja et al., 2016), this suggests that epiphytic
OMF (or perhaps epiphytic fungi as a whole) experience stronger
competition for space on the limited bark surface and thus are
more segregated in this environment than in soils (Lekberg et al.,
2007; Mujic et al., 2016). A nonexclusive explanation may be the
fact that the stressing and oligotrophic epiphytic environment of
the plant limits the availability of carbohydrates and, from there,
the foraging ability of the mycorrhizal mycelia. Alternatively, the
turnover of the bark substrate by radial growth, leading to flaking
bark (Rasmussen & Rasmussen, 2018), could also disturb micro-
bial communities, preventing them from spreading throughout
the bark surface.

In a recent study, Izuddin et al. (2019) showed that fungal
communities vary between microsites (stem/branch/fork) on

tropical trees. Our study highlights the fact that even without any
apparent heterogeneity of substrate, bark fungal communities
have a spatial structure and are neither randomly nor homoge-
neously distributed. As discussed in the next sub-section (‘Roots
influence all fungal communities in the epiphytic rhizosphere’,
below), vascular epiphytes, like orchids, also influence the diver-
sity and spatial structure of fungal communities. Barks devoid of
epiphytes would thus be of interest, as they could be used to com-
pare the composition and spatial structure of fungal communities
in the absence of epiphytic roots. Even though trees devoid of
epiphytes can be scarce in tropical rainforests (and are often asso-
ciated with altered habitat), we encourage such investigations for
future studies as we cannot exclude the possibility that contrast-
ing patterns might be found. Here, as we tested the influence of
these epiphytes on fungal communities, we chose trees colonized
by orchids and showed for the first time that they can shape epi-
phytic fungal communities.

Roots influence all fungal communities in the epiphytic
rhizosphere

Roots are generally colonized by numerous fungi which positively
or negatively interact with the plants (e.g. mycorrhizal fungi or
fungal pathogens). It can thus be hypothesized that these fungal
communities are influenced by the presence of roots (Goldmann
et al., 2016; Waud et al., 2016a; Zhang et al., 2017), and vice
versa. For instance, it has recently been shown that saprotrophic,
pathotrophic and symbiotrophic fungi in soil were more abun-
dant near roots (Zhang et al., 2017). Our analysis of richness
confirmed this tendency on grid 2 only (Figs S12, S14), showing
that the distance decay of richness at a distance from roots is
dependent upon the study system.

However, all of the fungal guilds except lichenized fungi (see
also the sub-section ‘Most operational taxonomic units tend to
have an endophytic niche on bark’, above) were influenced by the
presence of epiphytic roots, at least on one grid. Thus, this signif-
icant decay of fungal community similarity with distance from
the roots (Figs 5, S10; Table S8) does suggest the presence of an
epiphytic ‘rhizosphere’ similar to that classically described in
soils. The mechanisms of this rhizosphere influence may differ
from one guild to another. For instance, while the OMF should
get direct or indirect nutrient and/or protection benefits from the
orchid roots (Dearnaley et al., 2012), plant pathogenic fungi
should be attracted by the living plants (Morris et al., 1998), and
saprotrophic fungi should benefit from root exudates (Sun &
Fries, 1992).

For OMF particularly, the strong decay of similarity observed
on grid 2 (Waud et al., 2016a), with short halving distance
(Table S8), as well as the quasi-absence of OMF at a distance
higher than 60 cm from colonized roots (Fig. S11), suggests that
the roots, but also their close vicinity, act as their main ecological
niche (Dearnaley et al., 2012). Although the latter observation
and conclusion are often not reported in OMF analyses in soil
(Egidi et al., 2018), this may be due to problems of vertical depth
of sampling, which are alleviated by the thinness of the bark envi-
ronment studied here.

New Phytologist (2021) 231: 2002–2014
www.newphytologist.com

! 2021 The Authors
New Phytologist! 2021 New Phytologist Foundation

Research
New
Phytologist2010



Fungal communities could modulate epiphytic plant
population dynamics

The clustered structure of the epiphytic fungal communities and
the existence of an epiphytic root rhizosphere, although the two
are intrinsically linked, should strongly influence plant establish-
ment and dynamics. For orchids especially, whose seeds lack
reserves and depend on OMF for germination (Dearnaley et al.,
2012), it is likely that the distribution of plants may be controlled
by OMF distribution (McCormick & Jacquemyn, 2014; but see
a balanced view in Kartzinel et al., 2013).

Here, the OMF were more spatially clustered than any other
fungi (Table S6), as reflected in the vertical stratification on grid
2 (Fig. S9), which suggests that they could strongly constrain
orchid seed germination. In soil, it has also been proposed that
the patchiness of orchid individuals (Jacquemyn et al., 2007)
could be due to that of their mycorrhizal partners (Jacquemyn
et al., 2012). Additionally, plant pathogens should also be
involved in the establishment of epiphytic plants by modulating
the probability of a seedling becoming established (Sarmiento
et al., 2017). In future, experimental approaches coupled to
metabarcoding may investigate, again with ease as the system is
nearly two-dimensional, whether epiphytic orchid seed germina-
tion can be predicted from the fungal community at the site of
seed deposition (Kartzinel et al., 2013).

Conclusion and perspectives

While metabarcoding studies are increasingly used to describe
microbial communities and their spatial structure (Schmidt et al.,
2013), epiphytic habitats of tropical environments have been
largely overlooked in such research (McCormick et al., 2018).
We show for the first time that fungi and their trophic guilds, in
accordance with our first hypothesis, are spatially structured on
barks colonized by vascular epiphytes, and that this structure is
influenced by the presence of their roots. We thus suggest that a
rhizosphere effect also exists for epiphytic plants, and particularly
concerning OMF fungi, confirming our second and third
hypotheses, respectively. Additionally, some fungi, including
OMF or pathogens, may also have influenced the presence of the
orchid roots (e.g. through seed germination), and the mecha-
nisms behind this epiphytic rhizosphere are yet to be explored.

Although the two tree species were colonized by distinct fungal
communities, the results were consistent between them, and we
therefore postulate that the observed features can be viewed as
default expectations for other bark fungal communities. How-
ever, future investigations in other epiphytic environments, espe-
cially environments colonized by epiphytes with arbuscular
mycorrhizal fungi, are needed to test this hypothesis and further
shed light on epiphytic fungal communities and their interactions
with plants.

In this study, we observed a vertical niche differentiation for
OMF communities, but not for other fungal guilds, probably
because our sampling design was not appropriate for the investi-
gation of such vertical gradients. Yet, our observations also
suggested that there may be a lower degree of vertical structure

than horizontal structure. As both biotic (e.g. interspecific com-
petition) and abiotic (e.g. water runoff) factors should influence
vertical niche segregation, future studies should focus on bark
microbial communities of taller forest trees (Izuno et al., 2016)
and their roles as potential drivers of epiphytic plant population
structure and dynamics.
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VI. Réseaux mycorhiziens épiphytes 

 

Article II. Spatial turnover of fungi and partner choice shape mycorrhizal networks in 

epiphytic orchids 

 
 Cet article présente les résultats d’une étude des réseaux d’interactions entre des orchidées 

épiphytes et leurs champignons mycorhiziens. En effet, l’Article I de ce manuscrit a suggéré un 

partage de champignons mycorhiziens entre orchidées épiphytes voisines sur l’écorce, mais les 

tendances soulevées ne reposaient que sur une poignée d’individus. Dans cette nouvelle étude, 

nous avons voulu (i) confirmer, dans une forêt tropicale de La Réunion les résultats obtenus dans 

l’Article I (au Brésil) et (ii) étudier plus en détails les réseaux mycorhiziens épiphytes suggérés.  

Pour cela, nous avons échantillonné les racines d’orchidées épiphytes appartenant à 10 espèces 

différentes et poussant sur deux espèces d’arbres différentes (6 arbres au total), ainsi que l’écorce 

de ces arbres. Le schéma expérimental est similaire à celui réalisé dans l’Article I (i.e., 

échantillonnage spatialisé à échelle très fine), mais cette fois nous nous sommes concentrés sur 

l’échantillonnage des racines (348 échantillons au total) par rapport aux écorces (206 échantillons 

au total, dont 105 analysés).  

 

 Les résultats confirment l’existence de réseaux mycorhiziens épiphytes : des orchidées 

épiphytes spatialement proches sur l’écorce partagent des champignons mycorhiziens, cela même 

lorsqu’elles appartiennent à des espèces ou à des stades de croissance différents. De plus, l’analyse 

de réseaux conduite sur chaque arbre hôte révèle une structure modulaire des réseaux plantes-

champignons fortement expliquée par le choix des partenaires (spécificité orchidée-champignon 

mycorhizien) mais aussi par la structure spatiale du réseau (disposition des orchidées et des 

communautés fongiques sur l’arbre). Ces résultats confirment ainsi l’importance de la 

composante spatiale dans la structure des réseaux d’interactions plantes-champignons, et nous 

invitent à étudier plus en détail la fonctionnalité de ces réseaux. Notamment, il sera désormais 

nécessaire de vérifier si les réseaux formés ont une importance écologique (par exemple transfert 

d’eau ou de nutriments entre plantes par des hyphes fongiques et phénomènes de facilitation), 

c’est-à-dire s’ils se comportent en réseaux mycorhiziens communs (CMNs) épiphytes.  

 

 Dans cette étude, nous avons fait le choix de nous concentrer sur les réseaux mycorhiziens 

d’orchidées, en sélectionnant les champignons étudiés. Des analyses complémentaires, et non 

publiées, suggèrent également que le partage de ces champignons peut avoir lieu entre orchidées 
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et autres plantes épiphytes (fougères notamment). Ces résultats préliminaires seront brièvement 

exposés à la suite de cet article et discutés à la fin de ce manuscrit. 

 

 Les données présentées dans cet article sont issues d’une mission d’échantillonnage que 

nous avons menée avec une partie de l’équipe à La Réunion en Février 2020. J’ai ensuite pris en 

charge les analyses moléculaires, bio-informatiques et statistiques des données, ainsi que la 

rédaction de l’article, en collaboration avec tous les co-auteurs.  

 
 
 
 
 



Journal of Ecology. 2022;00:1–17.   Պ|Պ1wileyonlinelibrary.com/journal/jec

!;1;b�;7Ĺ�Ɩ���m;�ƑƏƑƑՊ |Պ�11;r|;7Ĺ�Ƒƕ���Ѵ��ƑƏƑƑ
DOI: 10.1111/1365-2745.13986  

R E S E A R C H  A R T I C L E

Spatial turnover of fungi and partner choice shape mycorrhizal 
networks in epiphytic orchids

Rémi Petrolli1 Պ|   Lucie Zinger2,3 Պ|   Benoît Perez- Lamarque1,2 Պ|    
Géromine Collobert1 Պ|   Chantal Griveau1Պ|   Thierry Pailler4 Պ|    
Marc- André Selosse1,5,6 Պ|   Florent Martos1

1�mv|b|�|�7;�"�v|࣐l-|bt�;ķݽ��oѴ�|bomķ��bo7b�;uvb|࣐�Ő�"+��őķ���v࣐�l�m-|bom-Ѵ�7ŝ�bv|obu;�m-|�u;ѴѴ;ķ���!"ķ�"ou0omm;�&mb�;uvb|࣐ķ�����ķ�&mb�;uvb|�7࣐;v��m|bѴѴ;vķ�
�-ubvķ�u-m1;ĸ�2�mv|b|�|�7;��boѴo]b;�7;�Ѵŝ��"�Ő����"őķ1ݽ�oѴ;�moul-Ѵ;�v�r࣐ub;�u;ķ���!"ķ���"�!�ķ�&mb�;uvb|࣐��"�ķ��-ubvķ�u-m1;ĸ�3�-|�u-Ѵbv��bo7b�;uvb|���;m|;uķ�
�;b7;mķ�$_;��;|_;uѴ-m7vĸ�4�;u0b;u�7;�Ѵŝ&mb�;uvb|࣐!�-��;�7࣐�mbomķ�&�!��Ɣƒ��bu-7Ŋ�&mb�;uvb|࣐ķ��;�rѴ;l;m|v�(࣐[࣐|-���;|��bo-]]u;vv;�uv�;m��bѴb;��$uorb1-Ѵķ�"|�
�b;uu;ķ��-�!࣐�mbomķ�u-m1;ĸ�5	;r-u|l;m|�o=��Ѵ-m|�$-�omol��-m7��-|�u;��omv;u�-|bomķ�&mb�;uvb|��o=��7-ॉvhķ��7-ॉvhķ��oѴ-m7�-m7�6�mv|b|�|�&mb�;uvb|-bu;�7;�
u-m1;�Ő�&őķ��-ubvķ�u-m1;

$_bv�bv�-m�or;m�-11;vv�-u|b1Ѵ;��m7;u�|_;�|;ulv�o=�|_;��u;-|b�;��ollomv��||ub0�|bom��b1;mv;ķ��_b1_�r;ulb|v��v;ķ�7bv|ub0�|bom�-m7�u;ruo7�1|bom�bm�-m��l;7b�lķ�
ruo�b7;7�|_;�oub]bm-Ѵ��ouh�bv�ruor;uѴ��1b|;7ĺ
š�ƑƏƑƑ�$_;���|_ouvĺ�Journal of Ecology�r�0Ѵbv_;7�0���o_m�)bѴ;��ş�"omv��|7�om�0;_-Ѵ=�o=��ub|bv_��1oѴo]b1-Ѵ�"o1b;|�ĺ

Correspondence
��lb࣐!;|uoѴѴb
�l-bѴĹ�u;lbĺr;|uoѴѴbŠlm_mĺ=u

Funding information
�];m1;��-|bom-Ѵ;�7;�Ѵ-�!;1_;u1_;ķ��u-m|ņ
��-u7���l0;uĹ���!Ŋ�ƐƖŊ���ƏƑŊ�ƏƏƏƑ

Handling Editor:��-mv��-1t�;l�m

Abstract
Ɛĺ� �m�vobѴvķ�rѴ-m|v�-m7�=�m]b�1-m�=oul�1olrѴ;��l�1ouu_b�-Ѵ�m;|�ouhv�-ѴѴo�bm]�m�-
|ub;m|�|u-mv=;uv�0;|�;;m�rѴ-m|�bm7b�b7�-Ѵv�-m7�vr;1b;vĺ��|�bv�Ѵ;vv�1Ѵ;-uķ�_o�;�;uķ�
�_;|_;u�v�1_�m;|�ouhv�;�bv|�om�|_;�0-uh�o=�|u;;v��_;u;�;rbr_�|b1�rѴ-m|�1oll�-
mb|b;v�|_ub�;�bm�u-bm=ou;v|vĺ��u;�bo�v��ouh�v_o�;7�|_-|�|uorb1-Ѵ�;rbr_�|b1�ou1_b7v�
;vr;1b-ѴѴ�ķ�_-u0o�u�v�l0bo|b1�=�m]b�bm�|_;bu�uoo|vķ�0�|�|_;�v|u�1|�u;�-m7�7;|;ulb-
m-m|v�o=�|_;�u;v�Ѵ|bm]�m;|�ouhv�u;l-bm��mhmo�m�-|�|_;�|u;;�v1-Ѵ;ĺ

Ƒĺ� );�|;v|;7�|_;�_�ro|_;vbv�|_-|�;rbr_�|b1�ou1_b7v�uoo|;7�bm�|_;�v-l;�-u;-�om�|_;�
0-uh�v_-u;�l�1ouu_b�-Ѵ�=�m]bķ�u;]-u7Ѵ;vv�o=�|_;bu�vr;1b;v�Őbĺ;ĺ�vr-|b-Ѵ�7;|;ulbm-m|őĺ�
ou�|_bv�r�urov;ķ��;�v;Ѵ;1|;7�|_;�|u�mh�o=�vb��|u;;v�o=�|�o�1ollom�vr;1b;v�bm�-�
u-bm=ou;v|�-m7�v-lrѴ;7�ou1_b7�uoo|vķ�ruo|o1oulv�-m7�v�uuo�m7bm]�0-uhĺ�);�b7;m|b-
=b;7�l�1ouu_b�-Ѵ�=�m]b�bm1Ѵ�7bm]�$�Ѵ-vm;ѴѴ-1;-;��vbm]�_b]_Ŋ�|_uo�]_r�|�v;t�;m1bm]�
o=�|_;��$"Ƒ�l-uh;uķ�-m7�u;1omv|u�1|;7�ou1_b7ŋ�=�m]�v�0br-u|b|;�m;|�ouhv�=ou�;-1_�
|u;;�|o�-m-Ѵ�v;�|_;bu�v|u�1|�u;�-m7�|_;�vr-|b-Ѵ�|�umo�;u�o=�|_bv�v�l0bovbvĺ

ƒĺ� );�=o�m7�|_-|�;rbr_�|b1�ou1_b7�1oll�mb|b;v�=oul�-m|bm;v|;7�-m7�_b]_Ѵ��lo7�-
Ѵ-u�m;|�ouhv��b|_�l�1ouu_b�-Ѵ�=�m]b�vru;-7�om�|_;�0-uhĺ��v�;�r;1|;7ķ�lo7�Ѵ;v�
o=�bm|;u-1|bomv�-u;�;�rѴ-bm;7�0��|_;bu�vr-|b-Ѵ�v|u�1|�u;ķ��b|_�m;-u0��uoo|v�v_-ubm]�
=�m]bķ�0�|�-Ѵvo�0��|_;�ou1_b7�vr;1b;v�bm�oѴ�;7ĺ�$_;v;�u;v�Ѵ|v�u;�;-Ѵ�|_;�ru;v;m1;�
o=�v_-u;7�l�1;Ѵb-Ѵ�m;|�ouhv�bm�;rbr_�|b1�_-0b|-|vķ��_ov;�uoѴ;v�bm�|_;�u;vbѴb;m1;�
-m7�=-1bѴb|-|bom�o=�;rbr_�|b1�rѴ-m|�1oll�mb|b;v�m;;7�|o�0;�-vv;vv;7ĺ

4. Synthesisĺ�$uorb1-Ѵ�|u;;�0-uhv�-u;�7;mv;Ѵ��1oѴomb�;7�0��1;u|-bm�l�1ouu_b�-Ѵ�=�m]b�
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l�1ouu_b�-Ѵ�v�l0bom|vķ�l;-mbm]�|_-|�|_;�vr-|b-Ѵ�7bv|ub0�|bom�o=�|_;�
l�1ouu_b�-Ѵ�r-u|m;uv�v_o�Ѵ7�ru;�-bѴ�bm�7;|;ulbmbm]�rѴ-m|ŋ�=�m]�v�bm-
|;u-1|bomv�bm�|_;�v|u;vvbm]�;rbr_�|b1�_-0b|-|ĺ��-u|b1�Ѵ-uѴ�ķ�Őbbbő� ļv;;7-
Ѵbm]v�=-1bѴb|-|bomĽ�l-��o11�u�bm�|_;�;rbr_�|b1�ou1_b7�_-0b|-|ķ�l;-mbm]�
|_-|� 7b==;u;m|� ]uo�|_� v|-];v� o=� -m� ou1_b7� vr;1b;v� v_-u;� v�l0bo|b1�
=�m]b�|_-|�l-��v�v|-bm�|_;�]uo�|_�o=�-7f-1;m|�v;;7Ѵbm]vĺ

ƑՊ |Պ��$�!���"���	���$��	"

ƑĺƐՊ |Պ "|�7��vb|;�-m7�vr;1b;v

$_;� v|�7�� �-v� 1om7�1|;7� bm� ;0u�-u�� ƑƏƑƏ� bm� -� �;ѴѴŊ�ru;v;u�;7�
=u-]l;m|�o=�Ѵo�Ѵ-m7�u-bm=ou;v|�om��-�!࣐�mbom�bvѴ-m7�Ő�-u;Ŋ�Ѵom]�;ķ�
ƑƐŦƑƐனƐƓப"� ƔƔŦƓƓனƑƖபՓ�ķ� ;Ѵ;�-|bom� ƑƏƔŋ�ƔѵƏՓlĸ� "|u-v0;u]ķ� 1994ő�
�m7;u� |_;� r;ulbvvbom� m�l0;u�	�!Ŋ��Ŋ�ƑƏƑƏŊ�ƏƐƒĺ� "b�� |u;;vķ� |_u;;� o=�
;-1_�Labourdonnaisia calophylloides��of;u�Ő"-ro|-1;-;ő�ou�Nuxia ver-
ticillata��-lĺ�Ő"|bѴ0-1;-;ĸ�$-0Ѵ; 1őķ��;u;�v;Ѵ;1|;7�-11ou7bm]�|o�|_;bu�
7b-l;|;u�Ő-rruo�ĺ�ƑƏՓ1lő�-|�0u;-v|�_;b]_|�-m7�|_;�1o;�bv|;m1;�o=�-|�
Ѵ;-v|�|_u;;�ou1_b7�vr;1b;v�om�|_;bu�|u�mhĺ�L. calophylloidesķ�|_;�7olb-
m-m|� |u;;� vr;1b;v� o=� |_bv� =ou;v|ķ� _-v� -� v|u-b]_|� |u�mh��b|_� 1u-1h;7�
0-uhķ��_;u;-v�N. verticillata�Ő-Ѵvo�1ollomő�_-v�-�|�bv|;7ķ�1u;�-vv;7�
|u�mh��b|_� Ѵ;-=��;�=oѴb-|bm]�0-uh� Őb]�u;�"Ɛőĺ��o|_�|u;;�vr;1b;v�-u;�
;m7;lb1�|o�|_;��-v1-u;m;�bvѴ-m7v�-m7��;u;�v_o�m�|o�_ov|�-|�Ѵ;-v|�
ƐƔ�-m7�ƐƓ�ou1_b7�vr;1b;v�u;vr;1|b�;Ѵ��bm�-�v�u�;��o=�ƐŊ�_-�rѴo|�bm�|_bv�
=ou;v|� Ő�-m1-v|;uķ� 2004őĺ� $_;� v;Ѵ;1|;7� |u�mhv� ŐѴ-0;ѴѴ;7� �ŋ�őķ� _-u-
0o�u;7�-� |o|-Ѵ�o=�ƐƏ�;rb7;m7uob7�ou1_b7�vr;1b;v� bm� vb��];m;u-� |_-|�
�;u;�lour_oѴo]b1-ѴѴ�� b7;m|b=b;7� Ő$-0Ѵ; 1ĸ� $-0Ѵ;� "Ɛőķ� ;�1;r|� ruo|o-
1oulv� om� |u�mh� � |_-|��;u;� Ѵ-|;u� b7;m|b=b;7� 0��	��� -m-Ѵ�vbv� Őv;;�
0;Ѵo�őĺ��ѴѴ� |_;� |u;;�-m7�ou1_b7�vr;1b;v� v|�7b;7�-u;� Ѵbv|;7�-v� ļ�;-v|�
�om1;umĽ�ou�ļ	-|-�	;=b1b;m|Ľ�-11ou7bm]�|o�|_;��&��ķ�;�1;r|�Beclardia 
macrostachya� Ő$_o�-uvő� �ĺ� !b1_��_b1_� bv� ļ�;-u� $_u;-|;m;7Ľ� Ő&����
u-m1;ķ�����ķ�����ş�����ķ�2013őĺ

ƑĺƑՊ |Պ "-lrѴbm]�ruo1;7�u;

�m�;-1_�|u�mhķ�|_;�rovb|bom�o=�;-1_�v-lrѴ;�Őuoo|vķ�ruo|o1oulv�-m7�
0-uhő��-v�ru;1bv;Ѵ��7;|;ulbm;7� bm�-�1oou7bm-|;�v�v|;l�1olrubvbm]�
|_;�_;b]_|�om� |_;� |u�mh�0;|�;;m�cĺ� Ɛ� -m7�ƒ�l�-m7� |_;�_oub�om|-Ѵ�
7bv|-m1;�om�|_;�|u�mh�=uol�-��;u|b1-Ѵ�u;=;u;m1;�Ѵbm;ķ��vbm]�l;-v�ubm]�

|-r;�Őb]�u;�"Ɛőĺ�+;ѴѴo�ŋ�ou-m];�rou|bomv�Őcĺ�ƑՓ1lő�o=�uoo|v�bm�1om|-1|�
�b|_� |_;�0-uhķ� |_-|� bvķ��_;u;�l�1ouu_b�-Ѵ� 1oѴomb�-|bom� bv�hmo�m� |o�
o11�u�Ő�-u|ov�;|�-Ѵĺķ�2012őķ��;u;�v-lrѴ;7��vbm]�v|;ubѴ;�u-�ou�0Ѵ-7;v�
Ѵ;-�bm]�|_;�ou1_b7v�-Ѵb�;�om�|_;bu�|u�mhĺ�$_;bu�v�u=-1;��-v�v|;ubѴb�;7�
bm�ƕƏѷ�;|_-moѴķ�|_;m�t�b1hѴ��7ub;7�bm�vbѴb1-�];Ѵĺ��-1_�uoo|�v-lrѴ;��-v�
-vvb]m;7�|o�-m�ou1_b7�vr;1b;v�-m7�]uo�|_�v|-];Ĺ�ruo|o1oulķ�mo�Ѵ;-=ĸ�
v|-];�Ƒķ�om;�Ѵ;-=ĸ�v|-];�ƒķ��o�m]�v;;7Ѵbm]�Őmo|�bm�-];�o=�=Ѵo�;ubm]őĸ�
v|-];�Ɠķ�-7�Ѵ|�Őb]�u;�"Ƒőĺ��Ѵ-m|�bm7b�b7�-Ѵv��;u;�mo|�1o�m|;7�]b�;m�
|_-|�_-Ѵ=�o=�|_;v;�ou1_b7v�_-�;�v�lro7b-Ѵ�]uo�|_�-ѴѴo�bm]��;];|--
|b�;�l�Ѵ|brѴb1-|bomĺ��m�-77b|bom�|o�|_;�uoo|v�o=�-7�Ѵ|v�-m7�v;;7Ѵbm]vķ�
ou1_b7�ruo|o1oulv�=o�m7�om�|u�mh���;u;�v-lrѴ;7�-m7�ru;v;u�;7�bm�
ƔƏѷ�;|_-moѴ�-|�ƓŦ��-m7�Ѵ-|;u�b7;m|b=b;7�0��	���-m-Ѵ�vbv�Őv;;�0;Ѵo�őĺ�
�;1-�v;� |_;����-Ѵvo�7bv|ub0�|;�om� |_;�0-uh�-uo�m7� |_;� uoo|v�o=�
;rbr_�|b1�ou1_b7v� Ő�;|uoѴѴb� ;|� -Ѵĺķ�2021őķ��;� -Ѵvo� 1oѴѴ;1|;7� 1ĺ� ƔƏՓl]�
o�|;u� 0-uh� v-lrѴ;v� -|� u;]�Ѵ-u� bm|;u�-Ѵv� bm� |_;� 1oou7bm-|;� v�v|;l�
�vbm]�-�v|;ubѴb�;7�0Ѵ-7;ĺ�$_;v;�0-uh�v-lrѴ;v��;u;�bll;7b-|;Ѵ��7ub;7�
bm� bm7b�b7�-Ѵ�0-]v�o=�vbѴb1-�];Ѵķ�ru;�;m|bm]�-m��1uovvŊ�1om|-lbm-|bom�
0;|�;;m�v-lrѴ;vĺ��m�|_;�;m7ķ�ƒƓƐ�uoo|�v;1|bomvķ�ƕ�ruo|o1oulvķ�-m7�
ƐƏƔ�rb;1;v�o=�0-uhķ�|_-|�bvķ�ƓƔƒ�v-lrѴ;vķ��;u;�1oѴѴ;1|;7�-m7��v;7�=ou�
molecular analyses.

ƑĺƒՊ |Պ�oѴ;1�Ѵ-u�-m-Ѵ�v;v�o=�=�m]b�-m7�rѴ-m|v

$_;�uoo|�ou�0-uh�v-lrѴ;v��;u;�ro�7;u;7�bm�-�$bvv�;��v;u����Ő b-];mő�
�b|_� |�o� v|;ubѴb�;7� |�m]v|;m� 0;-7v� r;u� |�0;ķ� -m7� ];molb1� 	���
�-v� ;�|u-1|;7� �vbm]� |_;� 	�;-v�ţ� �Ѵ-m|��bmb� �b|� Ő b-];mő� ou� |_;�
��1Ѵ;o"rbm� "obѴ� �bmb� �b|� Ő�-1_;u;�Ŋ��-];Ѵķ� �l0�� ş� �o� ��ĺő� u;-
vr;1|b�;Ѵ�ĺ��oѴ��bm�ѴroѴ�r�uuoѴb7om;�Ő�(��ő��-v�-77;7�|o�|_;�0-uh�
v-lrѴ;v� 7�ubm]� 1;ѴѴ� Ѵ�vbv� |o� ru;1brb|-|;� |_;� |-mmbmvĺ� 	�;� |o� |_;bu�
vl-ѴѴ�vb�;ķ�|_;�ruo|o1oulv��;u;�]uo�m7�l-m�-ѴѴ��bm�|_;�Ѵ�vbv�0�==;u�
�vbm]�v|;ubѴb�;7�r;ѴѴ;|�r;v|Ѵ;vķ�-m7� |_;bu�	����-v�;�|u-1|;7�-v� =ou�
|_;�uoo|vĺ��-1_�v-lrѴ;��-v�|_;m�-lrѴb=b;7�0����!��vbm]�|�o�v;|v�o=�
rubl;uv�|-u];|bm]�|_;�bm|;um-Ѵ�|u-mv1ub0;7�vr-1;u�Ƒ�Ő�$"Ƒő�o=�m�1Ѵ;-u�
ub0ovol-Ѵ�	����_b1_�ruo�b7;v�lou;�v�b|-0Ѵ;�u;v�Ѵ|v�|_-m�|_;��$"Ɛ�
Ő+-m]� ;|� -Ѵĺķ� 2018őķ� m-l;Ѵ�� |_;� �b7;Ѵ�� �v;7� �$"ѶѵŊ�ņ�$"Ɠ� Ő)_b|;�
;|� -Ѵĺķ�1990ő� -lrѴb=�bm]� 0o|_��v1oŊ�� -m7��-vb7bol�1o|-� ;�1;r|� |_;�
��� =-lbѴ�� $�Ѵ-vm;ѴѴ-1;-;� Ő!-llb|v�� ;|� -Ѵĺķ�2021őķ� -m7� |_;�lou;�
u;1;m|� ƔĺѶ"Ŋ��ņ�$"ƓŊ�$�Ѵ� Ő(o]|Ŋ�"1_bѴ0� ;|� -Ѵĺķ� 2020ő� |o� vr;1b=b1-ѴѴ��
-lrѴb=��$�Ѵ-vm;ѴѴ-1;-;ĺ��-1_���!�-lrѴb=b1-|bom��-v�1om7�1|;7��b|_�
0o|_�=ou�-u7�-m7�u;�;uv;�|-]];7�rubl;uv�-v�bm�Ő�;|uoѴѴb�;|�-Ѵĺķ�2021őĺ�
$_;���!�;�r;ubl;m|-Ѵ�7;vb]m�-Ѵvo�bm1Ѵ�7;7�|_u;;�m;]-|b�;�Ő�Ѵ|u-r�u;�
�-|;uő� -m7� |_u;;� lo1h� 1oll�mb|�� 1om|uoѴv� r;u� rѴ-|;ķ� u;v�Ѵ|bm]�
bm�ƒѵ�rovb|b�;� -m7�ƒѵ�m;]-|b�;� 1om|uoѴv� bm� |o|-Ѵĺ�);�-Ѵvo� bm1Ѵ�7;7�
|-]]bm]� v�v|;l� m;]-|b�;� 1om|uoѴv� |o� -vv;vv� 1uovvŊ�1om|-lbm-|bom�
7�ubm]� ��!� |ub-Ѵvķ� Ѵb0u-u�� ru;r-u-|bom� ou� v;t�;m1bm]� Ő�oum�m]�
;|� -Ѵĺķ� 2019ĸ� ,bm];u� ;|� -Ѵĺķ� 2019őĺ� $_;� lo1h� 1oll�mb|�� 1omvbv|;7�
bm�-�7;=bm;7�lb�|�u;�o=�ƐƏ�=�m]-Ѵ�v|u-bmvķ�bm1Ѵ�7bm]�0o|_��v1oŊ��-m7�
�-vb7bol�1o|-�Ő$-0Ѵ;�"Ƒőĺ�$_;�ou]-mb�-|bom�o=�v-lrѴ;v�bm���!�rѴ-|;v�
�-v� u-m7olb�;7ĺ� ��!��;u;� r;u=oul;7� bm� ƑƔՓμѴ� 1om|-bmbm]� ƏĺƑՓl��
;-1_�7�$�ķ�ƏĺƓ�μ��;-1_�rubl;uķ�Ɛ��mb|��lrѴb$-t��oѴ7ţ�ƒѵƏ�	���
�oѴ�l;u-v;�Ő$_;ulo�bv_;u�"1b;m|b=b1őķ�Ɛ*��lrѴb$-t���==;u�v�rrѴb;7�
�b|_��]��2 and 1.5 μѴ�|;lrѴ-|;�	��ķ��vbm]�|_;�=oѴѴo�bm]�ruo]u-lĹ�
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bmb|b-Ѵ� 7;m-|�u-|bom�ƐƏ�lbm� -|� ƖƔŦ�ĸ� ƒƔՓ1�1Ѵ;v� o=� 7;m-|�u-|bom�ƒƏv�
-|�ƖƔŦ�ķ�-mm;-Ѵbm]�ƒƏv�-|�ƔѵĺƔŦ��Ő�$"ѶѵŊ�ņ�$"Ɠő�ou�ƔƑŦ��ŐƔĺѶ"Ŋ��ņ
�$"ƓŊ�|�Ѵőķ� -m7� ;Ѵom]-|bom� ƒƏv� -|� ƕƑŦ�ĸ� =bm-Ѵ� ;Ѵom]-|bom� ƐƑՓlbm� -|�
ƕƑŦ�ĺ�)_;m;�;u� v-lrѴ;v�7b7�mo|�-lrѴb=���b|_� |_;�lou;��mb�;uv-Ѵ�
rubl;u�v;|�ŐƓƕ�v-lrѴ;vőķ��;��v;7�-�m;v|;7���!�ruo|o1oѴ��b|_��$"Ɛņ

$)Ɛƒ�-v�=oѴѴo�vŌ�bmb|b-Ѵ�7;m-|�u-|bom�ƐƏ�lbm�-|�ƖƔŦ�ĸ�ƒƔՓ1�1Ѵ;v�o=�
7;m-|�u-|bom� ƒƏv� -|� ƖƔŦ�ķ� -mm;-Ѵbm]� ƒƏv� -|� ƔƔŦ�� -m7� ;Ѵom]-|bom�
Ɛ�lbm�-|�ƕƑŦ�ĸ�=bm-Ѵ�;Ѵom]-|bom�ƐƑՓlbm�-|�ƕƑŦ�Ō�|_;m��$"ѶѵŊ�ņ�$"Ɠ�
-v�-0o�;ĺ��-1_���!�|ub-Ѵ��-v�u;rѴb1-|;7�|�b1;ķ�rooѴ;7�-m7�Ѵo-7;7�om�
-]-uov;� ];Ѵ� =ou� �bv�-Ѵb�-|bom� o=� |_;� -lrѴb1omvĺ� �-1_� -lrѴb1om��-v�

TA B L E  1Պ"-lrѴbm]�7;vb]mĺ��=�|_;�ƓƔƒ�v;t�;m1;7�v-lrѴ;v�Ő|u;;�0-uh�-m7�ou1_b7�uoo|vőķ�ƒѵѶ�_-u0o�u;7�ou1_b7�l�1ouu_b�-Ѵ�=�m]b�Ő��ő�
v;t�;m1;v�-m7��;u;�|_�v�h;r|�=ou�v�0v;t�;m|�-m-Ѵ�v;vĺ��om1;umbm]�ruo|o1oulvķ�|_bv�u;ru;v;m|;7�om;�o=�v;�;m�v-lrѴ;7�ruo|o1oulvĺ���
v-lrѴ;vķ�m�l0;u�o=�v-lrѴ;7�ou1_b7�uoo|vĺ��77b|bom-Ѵ�7;|-bѴv�u;]-u7bm]�|_;�ou1_b7�|ub0;v�-m7�v�0Ŋ�|ub0;v�-u;�]b�;m�bm�$-0Ѵ;�"Ɛ

$u;;��	
��v-lrѴ;v�Őbm1ĺ�
protocorms) Sample type Species Family Coordinates �Ѵ|ĺ�Őlő

� 17 �-uh Labourdonnaisia 
calophylloides

"-ro|-1;-; ƑƐŦƑƐனƏѵப"�ƔƔŦƓƓனƒƐபՓ� 237

8 !oo|v Oberonia disticha �u1_b7-1;-; Ō� Ō�

20 !oo|v Aeranthes arachnites �u1_b7-1;-; Ō� Ō�

15 !oo|v Bulbophyllum 
prismaticum

�u1_b7-1;-; Ō� Ō�

� 16 �-uh Labourdonnaisia 
calophylloides

"-ro|-1;-; ƑƐŦƑƏனƔƕĺƕப"�ƔƔŦƓƓனƒѶĺѵபՓ� 338

7 !oo|v Polystacchia concreta �u1_b7-1;-; Ō� Ō�

26 !oo|v Angraecum 
mauritianum

�u1_b7-1;-; Ō� Ō�

3 !oo|v Angraecum pectinatum �u1_b7-1;-; Ō� Ō�

10 !oo|v Bulbophyllum 
prismaticum

�u1_b7-1;-; Ō� Ō�

� 17 �-uh Labourdonnaisia 
calophylloides

"-ro|-1;-; ƑƐŦƑƐனƑƏப"�ƔƔŦƓƓனƑƏப� 205

15 !oo|v Angraecum pectinatum �u1_b7-1;-; Ō� Ō�

5 !oo|v Polystacchia concreta �u1_b7-1;-; Ō� Ō�

11 !oo|v Angraecum 
mauritianum

�u1_b7-1;-; Ō� Ō�

7 !oo|v Bulbophyllum 
prismaticum

�u1_b7-1;-; Ō� - 

8 !oo|v Bulbophyllum occultum �u1_b7-1;-; Ō� Ō�

D 17 �-uh Nuxia verticillata "|bѴ0-1;-; ƑƐŦƑƏனƑѶப"�ƔƔŦƓƓனƐƓப� 553

6 !oo|v Beclardia macrostachya �u1_b7-1;-; Ō� Ō�

45 !oo|v Angraecum cucullatum �u1_b7-1;-; Ō� Ō�

9 !oo|v Bulbophyllum 
prismaticum

�u1_b7-1;-; Ō� Ō�

8 !oo|v Polystacchia concreta �u1_b7-1;-; Ō� Ō�

� 17 �-uh Nuxia verticillata "|bѴ0-1;-; ƑƐŦƑƏனƒƏப"�ƔƔŦƓƓனƏѶப� 556

13 !oo|v Angraecum ramosum �u1_b7-1;-; Ō� Ō�

14 !oo|v Bulbophyllum 
prismaticum

�u1_b7-1;-; Ō� Ō�

23 !oo|v Angraecum cucullatum �u1_b7-1;-; Ō� Ō�

 21 �-uh Nuxia verticillata "|bѴ0-1;-; ƑƐŦƑƏனƑƖப"�ƔƔŦƓƓனƏƕப� 560

23 !oo|v Angraecum ramosum �u1_b7-1;-; Ō� Ō�

21 !oo|v Beclardia macrostachya �u1_b7-1;-; Ō� Ō�

Ɠƒ�Őƕő !oo|v Angraecum cucullatum �u1_b7-1;-; Ō� Ō�

1 !oo|v Polystacchia concreta �u1_b7-1;-; Ō� Ō�

7 !oo|v Bulbophyllum 
prismaticum

�u1_b7-1;-; Ō� Ō�
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|_;m�r�ub=b;7��b|_�|_;���1Ѵ;o�-]ţ���"��Ѵ;-mŊ��r�-m7�"b�;�";Ѵ;1|�
Ő�-1_;u;�Ŋ��-];Ѵőķ� t�-m|b=b;7� 0�� =Ѵ�ou;v1;m1;� �vbm]� |_;�  �0b|Ť�
7v	����b]_Ŋ�";mvb|b�b|�� Ő�m�b|uo];mŤőķ�-m7�|_;m�lb�;7�;t�bloѴ-uѴ��
�b|_�o|_;u�-lrѴb1omv�bm�=o�u�rooѴvĺ�$_;�=o�u�rooѴv��;u;�v;t�;m1;7�
bm�|�o�ƑՓ×ՓƑƔƏՓ0r�r-bu;7Ŋ�;m7�v;t�;m1bm]�u�mv�om�-m��ѴѴ�lbm-��b";t�
rѴ-|=oul�-|�-v|;ubv�Ő�;m;�-ķ�"�b|�;uѴ-m7őĺ

ou� |_;� vr;1b;v� b7;m|b=b1-|bom� o=� ruo|o1oulvķ� �;� r;u=oul;7�
v;lbm;v|;7���!v��b|_�=buv|��$"Ɛ�ņ�$"Ɠ�Ő!b7]�-��;|�-Ѵĺķ�2003ő�|_;m�
�$"Ɛņ�$"Ɠ�Ő)_b|;�;|�-Ѵĺķ�1990őķ�-m7�v;t�;m1;7�|_;v;�-lrѴb1omv��b|_�
|_;�"-m];u�l;|_o7�-|���uo=bmv��;molb1v�Ő�;ul-m�őĺ�$_;�o0|-bm;7�
v;t�;m1;v��;u;�-Ѵb]m;7��b|_�v;t�;m1;v�o=�ou1_b7v�=uol��-�!࣐�mbom�
u;|ub;�;7�om��;m�-mh��vbm]���$$�Ő�-|o_�;|�-Ѵĺķ�2002őķ�-m7�-�r_�-
Ѵo];m;|b1�bm=;u;m1;��-v�r;u=oul;7�0������vbm]�� $!���ƑĺƐĺƒ�Ő�bm_�
;|�-Ѵĺķ�2020ő�=ou�r_�Ѵo];m;|b1�1olr-ubvomķ��vbm]�7;=-�Ѵ|�r-u-l;|;uvĺ

ƑĺƓՊ |Պ �bobm=oul-|b1v�-m7��$&�=bѴ|;ubm]

�-bu;7� u;-7v� =uol� ƑՓ×ՓƑƔƏՓ0r� �ѴѴ�lbm-� v;t�;m1bm]��;u;� ruo1;vv;7�
�vbm]�-�1�v|ol;7�rbr;Ѵbm;�0-v;7�om�("��!���Ő!o]m;v�;|�-Ѵĺķ�2016ő�
-v� bm� �;u;�Ŋ��-l-ut�;ķ��u;_;m�bmh;Ѵķ� ;|� -Ѵĺ� Ő2022őĺ� �ub;=Ѵ�ķ� r-bu;7Ŋ�
;m7�u;-7v��;u;�-vv;l0Ѵ;7��vbm]�|_;�fastq_mergepairs�=�m1|bom��b|_�
7;=-�Ѵ|�r-u-l;|;uv�-m7�-vv;l0Ѵ;7�u;-7v��b|_�lou;�|_-m�|�o�;uuouv�
bm� |_;� -Ѵb]ml;m|� �;u;� 7bv1-u7;7ĺ� $_;� u;v�Ѵ|bm]� -vv;l0Ѵ;7� u;-7v�
�;u;�-vvb]m;7�|o�v-lrѴ;v�-11ou7bm]�|o�|_;bu�|-]+rubl;u�v;t�;m1;v�
�vbm]� �&$�	��$� Ő�-u|bmķ� 2011ő� -ѴѴo�bm]� �;uo� 7bv1u;r-m1b;vĺ� $-]�
f�lrv� Ő,bm];u� ;|� -Ѵĺķ� 2019ő� �-v� ;v|bl-|;7� -|� |_bv� v|;r� -m7� u;ru;-
v;m|;7� ƏĺƏƓѷ� o=� |_;� u;-7vĺ� �r;u-|bom-Ѵ� |-�omolb1� �mb|v� Ő�$&vő�
�;u;�1Ѵ�v|;u;7��vbm]�-�Ɩƕѷ�vblbѴ-ub|��|_u;v_oѴ7��b|_�("��!���-Ѵ-
]oub|_lĺ��_bl;u-v��;u;�7;|;1|;7�-|�|_bv�v|;r��vbm]�|_;�uchime_de-
novo�or|bom�o=�("��!���-m7�u;lo�;7�=uol�|_;�7-|-v;|ĺ��$&v��;u;�
|-�omolb1-ѴѴ��-vvb]m;7��vbm]�|_;�usearch_global�or|bom�o=�("��!���
�b|_�7;=-�Ѵ|�r-u-l;|;uv�om� |_;�&��$��(Ѷĺƒ� ŐƑƏƑƐŊ�ƏƔŊ�ƐƏő�;�h-u�-
o|;v�u;=;u;m1;�7-|-0-v;�Ő�bѴvvom�;|�-Ѵĺķ�2015őĺ

"bm]Ѵ;|omv�-m7�v_ou|��$&v�Ő<ՓƑƏƏՓ0rő��;u;�u;lo�;7�0;=ou;��$&�
|-0Ѵ;�0�bѴ7bm]ĺ��om=�m]-Ѵ��$&v�-m7��$&v�-0moul-ѴѴ��7;|;1|;7� bm�
|_;� rovb|b�;� -m7� m;]-|b�;� 1om|uoѴv� �;u;� -Ѵvo� 7bv1-u7;7� =uol� |_;�
7-|-v;|ķ� -v��;ѴѴ� -v��$&v� b7;m|b=b;7�-v�1om|-lbm-m|v�0�� |_;�decon-
tam rŊ�r-1h-];��b|_� =u;t�;m1��l;|_o7� Ő	-�bv� ;|� -Ѵĺķ�2018őĺ� bm-ѴѴ�ķ�
0-v;7�om�|_;�ru;�bo�vѴ��;v|bl-|;7�|-]Ŋ�f�lrv�u-|;ķ��$&v�|_-|� u;r-
u;v;m|;7�<ƏĺƔѷ�o=� |_;� v-lrѴ;� u;-7v� Ő_;u;-=|;u� u;=;u;m1;7� -v� |_;�
0bobm=oul-|b1v� |_u;v_oѴ7ő��;u;� v;|� |o� Əķ� _;m1;�lbmblb�bm]� |_;� bl-
r-1|�o=�-u|;=-1|�-Ѵ�v;t�;m1;v�-m7�|-]�f�lrvĺ�"-lrѴ;v��b|_�<1000 
u;-7v�ou��b|_o�|�����;u;�mo|�1omvb7;u;7�bm�v�0v;t�;m|�-m-Ѵ�v;vĺ�
�;1-�v;��;��v;7�|�o�r-buv�o=�rubl;uv�o=��-u�bm]�vr;1b=b1b|�ķ�|_;�u;-7�
1o�m|v�o0|-bm;7��b|_��$"ѶѵŊ�ņ�$"Ɠ�-m7�ƔĺѶ"Ŋ��ņ�$"ƓŊ�$�Ѵ��;u;�mo|�
1olr-u-0Ѵ;�-m7�|_;u;=ou;ķ�omѴ��|_;�ru;v;m1;ŋ�-0v;m1;�ŐƐņƏő�o=�|_;�
����$&v�1oѴomb�bm]� |_;�ƒѵѶ� u;l-bmbm]�v-lrѴ;v��-v�1omvb7;u;7�
bm�=oѴѴo�bm]�v|-|bv|b1-Ѵ�-m-Ѵ�v;v�Ő;�1;r|�bm�b]�u; 1ĸ�b]�u;v�"ƒķ�"ƐƔ 
�_;u;�-ѴѴ�=�m]b��;u;�-m-Ѵ�v;7őĺ��v��$&v��b|_�Ѵo��-0�m7-m1;v�1-m�
0;�o�;uŊ�u;ru;v;m|;7�bm�v|-|bv|b1-Ѵ�-m-Ѵ�v;v��vbm]�ru;v;m1;ŋ�-0v;m1;�
7-|-ķ��;�u;r;-|;7�|_;�l-bm�-m-Ѵ�v;v�0��;�1Ѵ�7bm]��$&v��_ov;�r;uŊ�
v-lrѴ;�u;Ѵ-|b�;�-0�m7-m1;��-v�ƽƐƏѷ�Őbmv|;-7�o=�|_;�ƏĺƔѷ�l;m|bom;7�

-0o�;őķ�|o�1om=bul�|_;�uo0�v|m;vv�o=�o�u�u;v�Ѵ|v�|o�ro|;m|b-Ѵ�lb7Ŋ�|oŊ�
low- abundance errors.

�lrѴb1om� v;t�;m1;� �-ub-m|� Ő�"(ő� 1omv|u�1|bom� l;|_o7v� _-�;�
0;;m�7;�;Ѵor;7�|o�blruo�;�|_;�7;Ѵbm;-|bom�o=�lb1uo0b-Ѵ�|-�-�-m7�|_;�
u;ruo7�1b0bѴb|��o=�l;|-0-u1o7bm]�7-|-ķ� -Ѵ|_o�]_� |_;bu� u;Ѵ;�-m1;� bm�
1olr-ubvom�|o��$&v�_-v�0;;m�t�;v|bom;7��_;m��vbm]� �$"� u;]bomv�
-m7�	bh-u�-� =�m]b� Ő$;7;uvoo� ;|� -Ѵĺķ�2022őĺ�);� |_;u;=ou;� u;r;-|;7�
vol;�o=�|_;�-m-Ѵ�v;vķ�|_-|�bvķ�|_;�m;|�ouh�-m-Ѵ�v;v�Őv;;�0;Ѵo�őķ��vbm]�
|_;�lov|�-0�m7-m|��mbt�;�v;t�;m1;v�Ő�r�|o�=b�;ő�bmvb7;�;-1_����
�$&ĺ�$_bv�=bm;u�7;Ѵbm;-|bom�o=���ķ�|_-|�bvķ�ƐƏƏѷŊ�vblbѴ-ub|���$&vķ�
-bl;7�-|�7;|;ulbmbm]��_;|_;u�|_;�v-l;�=�m]-Ѵ�_-rѴo|�r;��-v�=o�m7�
bm�v;�;u-Ѵ�-7f-1;m|�uoo|v�ou�ruo|o1oulv�o=�|_;�v-l;�ou�o=�7b==;u;m|�
ou1_b7�vr;1b;vĺ

ƑĺƔՊ |Պ	b�;uvb|��-m-Ѵ�v;v

$_;�=oѴѴo�bm]�0;|-�7b�;uvb|��-m-Ѵ�v;v��;u;�1om7�1|;7��b|_�|_;�vegan 
rŊ�r-1h-];�Ő�hv-m;m�;|�-Ѵĺķ�2013őķ��vbm]�|_;��-11-u7�bm7;��-v�blrѴ;-
l;m|;7�bm�|_;�vegdist�=�m1|bomĺ�$o�-vv;vv�7b==;u;m1;v�bm����1ol-
rovb|bom�0;|�;;m�v�0v|u-|;v� Őbĺ;ĺ� uoo|��vĺ�0-uhőķ�ou1_b7�vr;1b;v�-m7�
|u;;� bm7b�b7�-Ѵv�-m7�vr;1b;v� bm�|_;�o�;u-ѴѴ�7-|-v;|ķ��;��v;7�-�mom-
l;|ub1�l�Ѵ|b7bl;mvbom-Ѵ� v1-Ѵbm]� Ő��	"ő�-rruo-1_��vbm]� |_;�meta-
MDS� =�m1|bomĺ�$_;�7b==;u;m1;v��;u;�|;v|;7��vbm]�-���!����(�ķ�
�b|_� ƖƖƖ� r;ul�|-|bomvķ� �vbm]� |_;� adonis� =�m1|bomĺ� �v� |_;� v|�7b;7�
;rbr_�|b1�ou1_b7v�]u;��om�7b==;u;m|�|u�mhv�bm�|_;�v-l;�=ou;v|�-u;-ķ�
|_;�r;ul�|-|bomv��;u;�1omv|u-bm;7�|o�;-1_�|u;;�bm7b�b7�-Ѵ��vbm]�|_;�
strata�or|bom�bm�adonisĺ�$o�|;v|�|_;�;==;1|�o=�|u;;�bm7b�b7�-Ѵv�om�=�m]-Ѵ�
1oll�mb|b;v��b|_bm�ou1_b7�vr;1b;v�]uo�bm]�om�v;�;u-Ѵ�|u;;v��;�1om-
7�1|;7�-���!����(���vbm]�|_;�|u;;�b7;m|b|��Ő�ŋ�ő�-v�;�rѴ-m-|ou��
�-ub-0Ѵ;�-m7�ou1_b7�vr;1b;v�-v�strata.

ƑĺѵՊ |Պ�;|�ouh�-m-Ѵ�v;v

�br-u|b|;�bm|;u-1|bom�m;|�ouhv�_-�;�0;;m��v;7�|o�7;v1ub0;�-m7�-m--
Ѵ�v;�|_;�r-||;umv�o=�bm|;u-1|bomv�0;|�;;m�vr;1b;v�0;Ѵom]bm]�|o�|�o�
]uo�rv�o=�ou]-mbvlvķ�=ou�;�-lrѴ;ķ�rѴ-m|v�-m7�|_;bu�l�1ouu_b�-Ѵ�=�m]b�
Ő�-1t�;l�m�;|�-Ѵĺķ�2011ĸ��-u|ov�;|�-Ѵĺķ�2012őĺ�$_;v;�m;|�ouhv��v�-
-ѴѴ��_-�;�-�momu-m7olķ�u-|_;u�m;v|;7�ou�lo7�Ѵ-u�v|u�1|�u;�Ő�_-]mom�
;|�-Ѵĺķ�2012őĺ��m�-�m;v|;7�m;|�ouhķ�bm|;u-1|bomv�-u;�0;|�;;m�];m;u-Ѵ-
bv|� vr;1b;v�ou�0;|�;;m�vr;1b-Ѵbv|�-m7�];m;u-Ѵbv|� vr;1b;vķ��b|_� Ѵb||Ѵ;�
ou�mo�u;1bruo1-Ѵ�vr;1b=b1b|��Ő�-v1olr|;�;|�-Ѵĺķ�2003őĺ��;v|;7m;vv�bv�
-�1ollom�=;-|�u;�o=�l�|�-Ѵbv|b1�m;|�ouhv��_;u;�b|�bv�v�rrov;7�|o�
1om=;u� v|-0bѴb|�� Ő$_0࣐-�Ѵ|�ş�om|-bm;ķ�2010őķ� 0�|� b|� 1-m�-Ѵvo� u;v�Ѵ|�
=uol�m;�|u-Ѵ�ruo1;vv;v�Ő�ubv_m-�;|�-Ѵĺķ�2008őĺ��m�-�lo7�Ѵ-u�m;|�ouhķ�
_o�;�;uķ�bm|;u-1|bomv�-u;�l-bmѴ���b|_bm�lo7�Ѵ;v��b|_�Ѵb||Ѵ;�ou�mo�bm-
|;u-1|bom� 0;|�;;m�lo7�Ѵ;v� Ő�Ѵ;v;m� ;|� -Ѵĺķ�2007őĺ��o7�Ѵ-ub|��l-��
bm7b1-|;�|_;�ru;v;m1;�o=�u;1bruo1-Ѵ�vr;1b-Ѵb�-|bom�Ő;ĺ]ĺ�bm�r-u-vb|b1�1oŊ�
;�oѴ�|bomőķ�0�|�-Ѵvo�;m�buoml;m|-Ѵ�1omv|u-bm|v�Ő�-u|ov�;|�-Ѵĺķ�2012őĺ�
�o�;�;uķ� |_;� v|�7�� v1-Ѵ;� -m7� |_;� bm7b�b7�-ѴŊ�� �;uv�v� vr;1b;vŊ�Ѵ;�;Ѵ�
v1-Ѵ;� 1omvb7;u;7� 0o|_� _-�;� Ѵ-u];� bm=Ѵ�;m1;� om� -� ]b�;m� m;|�ouhŝv�
v|u�1|�u;�Ő;ĺ]ĺ��Ѵ;v;m�;|�-Ѵĺķ�2007őĺ
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�m� ou7;u� |o� v|�7�� bm|;u-1|bomv� -|� |_;� v1-Ѵ;� o=� =�m]-Ѵ�l�1;Ѵb-ķ�
-ѴѴ� m;|�ouh� -m-Ѵ�v;v� �;u;� r;u=oul;7� �vbm]� |_;� vb�� bm|;u-1|bom�
l-|ub1;v� bm7;r;m7;m|Ѵ�ķ� 1ouu;vrom7bm]� |o� |_;� vb�� |u�mhv� v|�7b;7ĺ�
�bm-u��l-|ub1;v�o=� bm|;u-1|bomv�0;|�;;m� =�m]-Ѵ��$&v� Őuo�vő� -m7�
rѴ-m|� uoo|� v-lrѴ;v� Ő1oѴ�lmvĸ� bĺ;ĺ� 0br-u|b|;� m;|�ouhvőķ� u;|ub;�;7�
-=|;u� |_;� Ѵo�Ŋ�1o�m|� o11�uu;m1;v� =bѴ|;ubm]� 7;v1ub0;7� -0o�;ķ� �;u;�
�v;7� -v� bmr�|v� =ou� |_;� =oѴѴo�bm]� -m-Ѵ�v;vĺ� uol�;-1_�l-|ub�ķ��;�
;�-Ѵ�-|;7�0o|_�|_;�m;v|;7m;vv�-m7�|_;�lo7�Ѵ-ub|��bm�|_;�o0v;u�;7�
m;|�ouh�-m7�|;v|;7�|_;bu�vb]mb=b1-m1;�-]-bmv|�ƐƏƏƏ�m�ѴѴ�lo7;Ѵv�u;-
1omv|u�1|;7��vbm]�|_;�permatswap�=�m1|bom�o=�|_;�vegan rŊ�r-1h-];ĺ�
�;v|;7m;vv��-v�1-Ѵ1�Ѵ-|;7��vbm]�|_;�nested� =�m1|bom�o=�0br-u|b|;�
Ő	oul-mm� ;|� -Ѵĺķ� 2008őķ� 1omvb7;ubm]� |_;� ļ��	ƑĽ� l;|_o7ĺ� $_;�
lo7�Ѵ-ub|�� ļ Ľ��-v� 1-Ѵ1�Ѵ-|;7��vbm]� |_;� computeModule� =�m1|bom�
o=� |_;� v-l;� r-1h-];� �vbm]� 7;=-�Ѵ|�l;|_o7� Ő�;�l-mő� -m7� ƐƏƏƏ�
v|;rvĺ� �v� lo7�Ѵ;� 7;|;1|bom� l-�� vѴb]_|Ѵ�� �-u�� 7�ubm]� 1-Ѵ1�Ѵ-|bom�
7�;�|o�u-m7olb�;7�ruo1;7�u;ķ�lo7�Ѵ;v��;u;�=buv|�1-Ѵ1�Ѵ-|;7�ƐƏƏ�

|bl;v�-m7�|_;m�|_;�lov|�=u;t�;m|�v;|�o=�lo7�Ѵ;v��-v�h;r|�=ou�v�0-
v;t�;m|�-m-Ѵ�v;vĺ�$o�-vv;vv�|_;�u;Ѵb-0bѴb|��o=�;-1_�o0|-bm;7�lo7-
�Ѵ;ķ��;�|_;m�v;-u1_;7�_o��l-m��|bl;v�|_;v;�lo7�Ѵ;v��;u;�=o�m7�
bm�ƐƏƏƏ�-77b|bom-Ѵ�lo7�Ѵ-ub|��1-Ѵ1�Ѵ-|bomķ�-m7�1-Ѵ1�Ѵ-|;7�rŊ��-Ѵ�;v�
-11ou7bm]Ѵ��=ou�;-1_�om;�o=�|_;lĺ

ƑĺƕՊ |Պ "r-|b-Ѵ�-m-Ѵ�v;v

$_;�vr-|b-Ѵ�7bv|-m1;v�0;|�;;m�v-lrѴ;v��;u;�1-Ѵ1�Ѵ-|;7�=uol�|_;bu�
1oou7bm-|;v�|-h;m�bm�|_;�=b;Ѵ7ķ�1omvb7;ubm]�|_;�vl-ѴѴ;v|�7bv|-m1;�0;-
|�;;m�|_;l�om�|_;�1�Ѵbm7ub1�|u�mhvĺ�$_;�|u�mh�o=�|_;�|u;;��v;r--
u-|;7�bm|o�|�o��;u|b1-Ѵ�0u-m1_;v�-m7�|_;u;=ou;ķ�|_;�vr-|b-Ѵ�7bv|-m1;v�
0;|�;;m�v-lrѴ;v�Ѵo1-|;7�om�7b==;u;m|�0u-m1_;v��;u;�1-Ѵ1�Ѵ-|;7�0��
1omvb7;ubm]� |_;� vl-ѴѴ;v|� 7bv|-m1;� 0;|�;;m� |_;v;� v-lrѴ;v� r-vvbm]�
|_uo�]_�|_;�=ouhĺ�$o�-vv;vv�=ou�|_;�ru;v;m1;�o=�-�vr-|b-Ѵ�v|u�1|�u;�bm�

 ��&!� �ƐՊ��;u�b;��o=�=�m]-Ѵ�1oll�mb|��1olrovb|bom�bm�|_;�;rbr_�|b1�;m�buoml;m|�1oѴomb�;7�0��ou1_b7�vr;1b;v�b7;m|b=b;7��b|_�|_;�
rubl;uv�Ő-ő��$"ѶѵŊ�ņ�$"Ɠ�ou�Ő0ő�ƔĺѶ"Ŋ��ņ�$"ƓŊ�$�Ѵ�-1uovv�|_;��_oѴ;�7-|-v;|ĺ�Őbő�!-mh;7�u;Ѵ-|b�;�-0�m7-m1;v�o=�|_;�=buv|�ƒƏ��$&vĺ��$&v�-u;�
1oѴo�u;7�-11ou7bm]�|o�|_;bu�|-�omol��-m7�l-bm�����$&v�-u;�m-l;7ĺ�Őbbő�!;Ѵ-|b�;�-0�m7-m1;�o=�|_;�l-bm�b7;m|b=b;7�=�m]-Ѵ�1Ѵ-7;vĺ�Ő1ő��-bm�
=�m]-Ѵ�1Ѵ-7;v�o11�uubm]�bm�;rbr_�|b1�ou1_b7�uoo|v�-m7�bm�|_;�v�uuo�m7bm]�0-uh��b|_�|_;�|�o�v;|�o=�rubl;uv��vbm]�ru;v;m1;ņ-0v;m1;�7-|-ĺ�
�-0�-Ѵķ�Labourdonnaisia calophylloidesĸ����(;uķ�Nuxia verticillataĺ�$_;�m�l0;u�o=�v-lrѴ;v�1omvb7;u;7�bv�]b�;m�bm�0u-1h;|vĺ
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|_;�ou1_b7ŋ����bm|;u-1|bomķ�vr-|b-Ѵ�-�|o1ouu;Ѵ-|bomv�o=����1ol-
l�mb|b;v�bm�ou1_b7�uoo|v��;u;�-m-Ѵ�v;7��vbm]�l-m|;Ѵ�1ouu;Ѵo]u-lv�bm�
�;]-mķ��b|_�|_;�ļvr;-ul-mĽ�l;|_o7ķ�-m7�ƖƖƖ�r;ul�|-|bomvĺ�$o�1ou-
uo0ou-|;�|_;�ru;v;m1;�o=�-m�;rbr_�|b1�u_b�ovr_;u;�-v�ru;�bo�vѴ��o0-
v;u�;7�bm�-m��|Ѵ-m|b1�ou;v|�Ő�;|uoѴѴb�;|�-Ѵĺķ�2021őķ��;�1-Ѵ1�Ѵ-|;7�|_;�
7bv|-m1;�7;1-��o=�vblbѴ-ub|��0;|�;;m�ou1_b7�uoo|v�-m7�v�uuo�m7bm]�
0-uh�-v�bm�|_;�-0o�;�u;=;u;m1;ĺ

�m�ou7;u�|o�bm1Ѵ�7;�|_;�=�ѴѴ�vr-|b-Ѵ�1olrom;m|�bm�v|-|bv|b1-Ѵ�-m-Ѵ-
�v;v�Őbĺ;ĺ�mo|�omѴ��|_;�_;b]_|�om�|u;;�|u�mh��_b1_��-v�omѴ���v;7�-v�
-�ruo���o=� |_;� vr-|b-Ѵ� 1olrom;m|� bm� bѴѴ�v|u-|bomvőķ��;��v;7�-�rubm-
1br-Ѵ� 1oou7bm-|;v�o=� m;b]_0o�u�l-|ub1;v� Ő����ő� -rruo-1_ĺ������
-ѴѴo�v�|_;�u;7�1|bom�o=�-�1olrѴ;��v�v|;l�o=�vr-|b-Ѵ�1oou7bm-|;v�bm|o�
-� Ѵblb|;7�m�l0;u�o=� �;1|ouv� 1-ѴѴ;7� ;b];m�;1|ouvĺ� �����;b];m�;1-
|ouv��;u;�1olr�|;7��vbm]�|_;�pcnm�=�m1|bom�o=�|_;�vegan�r-1h-];ĺ�
�b];m�;1|ouv�Őbĺ;ĺ������-�;vő�-vvo1b-|;7��b|_�rovb|b�;�;b];m�-Ѵ�;v�
�;u;�v�0lb||;7�|o�-�=ou�-u7�v;Ѵ;1|bom�Ő�Ѵ-m1_;|�;|�-Ѵĺķ�2008ő��vbm]�
|_;�1o7;�ruo�b7;7�bm�Ő�-�l-m�;|�-Ѵĺķ�2018őĺ�(-ub-m1;�r-u|b|bombm]��-v�
|_;m�r;u=oul;7��vbm]� |_;�varpart� =�m1|bom� bm� |_;�vegan rŊ�r-1h-];ķ�
�vbm]� |_;� ou1_b7� vr;1b;v� b7;m|b|�� -v� =buv|� ;�rѴ-m-|ou�� �-ub-0Ѵ;� -m7�
|_;�v;|v�o=�v;Ѵ;1|;7�������;1|ouv�-v�v;1om7�;�rѴ-m-|ou���-ub-0Ѵ;ĺ�
�vvo1b-|;7� rŊ��-Ѵ�;v� �;u;� 1olr�|;7� -=|;u� u;7�m7-m1�� -m-Ѵ�v;v�
Ő!	�vő�o=�|_;�ru;�bo�vѴ��1b|;7��-ub-0Ѵ;vķ�=oѴѴo�;7�0��-m�ļ-mo�-Ľ�|;v|�
1omvb7;ubm]�;b|_;u�ou1_b7�vr;1b;v�ou�v;Ѵ;1|;7�������;1|ouv�-v�;�-
rѴ-m-|ou���-ub-0Ѵ;v�o=�|_;����1oll�mb|b;vĺ

�77b|bom-ѴѴ�ķ�=ou�;-1_�lo7�Ѵ;�bm�;-1_�u;1omv|u�1|;7�m;|�ouh�Őv;;�
-0o�;őķ��;�|;v|;7�b=�|_;�lo7�Ѵ;��-v�7;|;ulbm;7�Őbő�0��|_;�vr-|b-Ѵ�7bv-
|ub0�|bom�o=�ou1_b7�uoo|v�-m7ņou�Őbbő�0��|_;�ou1_b7�vr;1b;v�1olrovb|bom�
bmvb7;�|_;�lo7�Ѵ;ĺ�$o�7o�voķ��;�u-m7olb�;7�ƐƏķƏƏƏ�|bl;v�|_;�v-lrѴ;�
m-l;v� bm� |_;� bm|;u-1|bom�l-|ub��-m7�1olr-u;7� Őbő� |_;�l;-m�vr-|b-Ѵ�
7bv|-m1;� Ől	ő�0;|�;;m�v-lrѴ;v��b|_bm�lo7�Ѵ;�-m7� Őbbő� |_;�vr;1b;v�
1olrovb|bom�Őv�ő��b|_bm�lo7�Ѵ;ķ�0;|�;;m�|_;�oub]bm-Ѵ�-m7�u-m7ol-
b�;7�l-|ub1;vĺ�ou�;-1_�lo7�Ѵ;ķ�rŊ��-Ѵ�;v��;u;�1olr�|;7�-v�|_;�ruo-
rou|bom�o=�Őbő�l	u-m7olb�;7Փ<Փl	oub]bm-Ѵ�ou�Őbbő�v�u-m7olb�;7 =�v�oub]bm-Ѵ.

ƒՊ |Պ !�"&�$"

ƒĺƐՊ |Պ	-|-�t�-Ѵb|��-m7�=�m]-Ѵ�1oll�mb|��
description

�� |o|-Ѵ�o=�ƑƔķѶƏѵķƕƔƒ�-m7�ƑƓķƖѶƖķƕƐƐ� u-��v;t�;m1bm]� u;-7v��;u;�
o0|-bm;7��b|_�rubl;u�r-buv��$"ѶѵŊ�ņ�$"Ɠ�-m7�ƔĺѶ"Ŋ��ņ�$"ƓŊ�$�Ѵ�u;-
vr;1|b�;Ѵ�ĺ�$_;�u;l-bmbm]�ƒƑķƔƖƒķƖƒѵ�u;-7v�o0|-bm;7�-=|;u� |_;�v;-
Ѵ;1|b�;� 0bobm=oul-|b1v� ruo1;vv� 1Ѵ�v|;u;7� bm|o� ƓƔѵƓ� �$&v� bm� |o|-Ѵĺ�
$_;�;�r;1|;7�=�m]-Ѵ�vr;1b;v��;u;�-ѴѴ�b7;m|b=b;7�bm�|_;�ƒѵ�lo1h�1ol-
l�mb|�� rovb|b�;� 1om|uoѴvĺ� �=|;u� =bѴ|;ubm]��$&vŝ� o11�uu;m1;v� u;ru;-
v;m|bm]�<ƏĺƔѷ�o=� u;-7v� =uol�;-1_� v-lrѴ;ķ� |_;� u;l-bmbm]� u;-7v� bm�
rovb|b�;� 1om|uoѴv� -ѴѴ� 0;Ѵom];7� |o� =�m]-Ѵ� vr;1b;v�o=� |_;�lo1h� 1ol-
l�mb|�ĺ��rrѴ�bm]�|_bv�v|ubm];m|�1�u-|bom�o=�|_;�7-|-�Ѵ;7�|o�ƕƖƓ��$&v�
Őbĺ;ĺ�ƑƕķƔƖƔķƖƐѶ� u;-7vőĺ�$_;�ƔĺѶ"Ŋ��ņ�$"ƓŊ�$�Ѵ�rubl;u�r-bu�7;|;1|;7�
Ɣƕ��$&v�o=�$�Ѵ-vm;ѴѴ-1;-;� Őb]�u; 1őķ�-lom]��_b1_�omѴ��om;��$&�
�-v� -lrѴb=b;7��b|_� |_;�lou;��mb�;uv-Ѵ� r-bu� �$"ѶѵŊ�ņ�$"Ɠĺ�	;vrb|;�
o�u�=bm;�v-lrѴbm]�o=�uoo|v�-m7�0-uh�om�;-1_�|u;;�0;|�;;m�Ɛ�-m7�ƒ�l�

bm�_;b]_|ķ�|_;�u-u;=-1|bom�1�u�;v�7b7�mo|�u;-1_�-�rѴ-|;-�ķ�m;b|_;u�=ou�
-ѴѴ�=�m]-Ѵ��$&v�mou�omѴ������$&v�Őb]�u;�"ƒőĺ

�bm;|�Ŋ�om;� o=� ƕƖƓ��$&v� ŐƐƐĺƔѷő��;u;� -vvb]m;7� |o� =-lbѴb;v� o=�
��ķ� m-l;Ѵ�� $�Ѵ-vm;ѴѴ-1;-;� ŐƔƕ� �$&vő� -m7� �;u-|o0-vb7b-1;-;� Őƒ�
�$&vő� bm� |_;��-m|_-u;ѴѴ-Ѵ;v� -m7�";u;m7brb|-1;-;� ŐƒƐ��$&vő� bm� |_;�
";0-1bm-Ѵ;vķ� u;ru;v;m|bm]� bm� -�;u-];� 0;|�;;m� ƐƑѷ� -m7� ƔƏѷ� o=�
|_;�ou1_b7� uoo|Ŋ�-vvo1b-|;7� =�m]b� Őb]�u; Ɛ�őĺ��|_;u�r�|-|b�;���ķ�
=ou� ;�-lrѴ;ķ��|u-1|b;ѴѴol�1;|;v� Ő|�o��$&vőķ�Fusarium� Ő|�o��$&vő�
or Mycena�Őom;��$&őķ��;u;�|oo�o11-vbom-Ѵ�|o�0;�1omvb7;u;7�-v�h;��
���_;u;�-m7��;u;�mo|�h;r|�bm�o�u�-m-Ѵ�v;vĺ�!;]-u7bm]�o|_;u�=�m]-Ѵ�
]�bѴ7vķ�|_;�ƕƏƒ�=�m]-Ѵ��$&v�bm1Ѵ�7;7�momŊ����v-ruo|uor_v�ŐƐƒĺѵѷőķ�
rѴ-m|� r-|_o];mv� Őƕĺƕѷő� -m7� Ѵb1_;mb�;7� =�m]b� ŐƓĺѶѷĸ� b]�u;� "Ɠ�őĺ�
!;l-bmbm]��$&v�ŐѵƑĺƔѷő�1o�Ѵ7�mo|�0;��m-l0b]�o�vѴ��-vvb]m;7�|o�-�
�mbt�;�|uor_b1�]�bѴ7�7�;�|o�bmv�==b1b;m|Ѵ��|-�omolb1�u;voѴ�|bomĺ

$�Ѵ-vm;ѴѴ-1;-;��;u;�|_;�lov|�=u;t�;m|����bm�-Ѵlov|�-ѴѴ�ou1_b7�
vr;1b;v�Őb]�u;�"Ɠ�őĺ�)_bѴ;�$�Ѵ-vm;ѴѴ-1;-;��;u;�;t�-ѴѴ��7bv|ub0�|;7�
0;|�;;m� 0o|_� |u;;� vr;1b;vķ� ";u;m7brb|-1;-;� �;u;� lou;� =u;t�;m|�
on L. calophylloides�|_-m�om�N. verticillata�Őb]�u; 2őĺ��om�;uv;Ѵ�ķ�|_;�
lov|�-0�m7-m|��;u-|o0-vb7b-1;-;��-v�=o�m7�omѴ��om�N. verticillata 
�_;u;�b|��-v�mo|-0Ѵ��u;|ub;�;7�bm�-ѴѴ�|_;�uoo|v�o=�|_;�;rbr_�|b1�ou1_b7�
Beclardia macrostachya.

ƒĺƑՊ |Պ �oll�mb|b;v�o=����bm�ou1_b7�uoo|v�-m7�
on bark

�m� ;-1_� |u;;� |u�mhķ� ��� 1oll�mb|b;v� vb]mb=b1-m|Ѵ�� 7b==;u;7� 0;-
|�;;m� 0-uh� -m7� ou1_b7� uoo|v� Őm;v|;7� ��!����(�ĸ� F =� ƓĺƔƒķ�
R2 =�ƏĺƏƔķ�p =�ƏĺƏƏƐĸ�b]�u;�"Ɣőĺ�$_;�o�;u-ѴѴ����1oll�mb|���-u-
b;7�lou;�-1uovv�|u;;�vr;1b;v� ŐF =�ƓƕĺƑƕķ�R2 =�ƏĺƐƐķ�p =�ƏĺƏƏƐő�-m7�
;�;m�lou;�-1uovv�|u;;�bm7b�b7�-Ѵv�ŐF =�ƒƔĺѶƕķ�R2 =�ƏĺƒƑķ�p =�ƏĺƏƏƐķ�
b]�u;�"Ɣőĺ

�omvb7;ubm]�ou1_b7�uoo|v�omѴ�ķ�|_;����1oll�mb|b;v�-Ѵvo��-ub;7�
-1uovv�|u;;�bm7b�b7�-Ѵv�ŐF =�ƒѶĺƐѶķ�R2 =�Əĺƒƒķ�p =�ƏĺƏƏƐĸ�b]�u;�"ѵő�
-m7� |u;;� vr;1b;v� ŐF =� ƔƑĺƓƔķ�R2 =� ƏĺƐƑķ�p =� ƏĺƏƏƐőĺ� $_;�� -Ѵvo�7b=-
=;u;7�0;|�;;m�ou1_b7�vr;1b;v��_;m�1om|uoѴѴbm]�=ou�|u;;�bm7b�b7�-Ѵv�
ŐF =� ƕĺƖƖķ�R2 =� ƏĺƑƔķ�p =� ƏĺƏƏƐőĺ�);� -Ѵvo� =o�m7� -m� ;==;1|� o=� |u;;�
bm7b�b7�-Ѵv�om����1oll�mb|b;v��_bѴ;�1om|uoѴѴbm]�=ou�ou1_b7�vr;1b;v�
ŐF =�ƑƔĺƖѶķ�R2 =�Əĺƒƒķ�p =�ƏĺƏƏƐĸ� v;;�;ĺ]ĺ�Polystachya concreta on 
b]�u;�"ѵőĺ

ƒĺƒՊ |Պ �Ѵ-m|ŋ�=�m]�v�m;|�ouh�-m-Ѵ�v;v

���v_-ubm]�0;|�;;m�ou1_b7v��-v��-ub-0Ѵ;�-lom]��$&v�-m7�ou1_b7�
vr;1b;vķ� -Ѵ|_o�]_�-�_b]_� Ѵ;�;Ѵ� o=��$&ŝv� v_-ubm]��-v� 1Ѵ;-uѴ�� �bvb0Ѵ;�
Őb]�u; 2őĺ�$_;� |�o�lov|� v_-u;7��$&v��;u;�$&�Ɛ�-m7�"�!ƑƐ� Ővb��
ou1_b7�vr;1b;v�;-1_ő��_bѴ;���!Ɠ��-v�Ѵ-u];Ѵ��v_-u;7�0;|�;;m�ou1_b7�
vr;1b;v�]uo�bm]�om�N. verticillata�Őb]�u;v 2 and 6őĺ

$_;� ou1_b7ŋ�=�m]�v� m;|�ouhv� �;u;� �;u�� 1omvbv|;m|� bm� |_;bu�
v|u�1|�u;� -lom]� |_;� vb�� |u;;vķ� v_o�bm]� vb]mb=b1-m|� lo7�Ѵ-ub|��
-m7� -m|bm;v|;7m;vv� Őb]�u;� "Ѷőĺ� &vbm]� �mbt�;� v;t�;m1;v��b|_bm�
;-1_��$&�bmv|;-7�o=�|_;�Ɩƕѷ��$&v�7b7�mo|�1_-m];�|_;v;�u;v�Ѵ|v�
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Őb]�u;� "Ɩőĺ��o7�Ѵ;v� o=� bm|;u-1|bomv� 0;|�;;m���v� -m7� ou1_b7�
uoo|v� bm�oѴ�;7�;b|_;u�om;� ŐƑƖĺѵѷőķ� |�o� ŐƒƕĺƏѷőķ� |_u;;� ŐƑƔĺƖѷő�ou�
>Ɠ�ŐƕĺƓѷő�ou1_b7�vr;1b;v�Őb]�u; 3ķ�v;;�-Ѵvo�b]�u;�"ƐƏőĺ�"blbѴ-uѴ�ķ�
|_;��-Ѵvo�bm1Ѵ�7;7�om;�ŐƓƐĺƕѷőķ�|�o�ŐƔƏĺƏѷő�ou�|_u;;�ŐѶĺƒѷő����
=-lbѴb;vĺ

ƒĺƓՊ |Պ "r-|b-Ѵ��;uv�v�ou1_b7�vr;1b;v�
determinants of the network structures

�m�;-1_�|u;;�bm7b�b7�-Ѵķ��;�o0v;u�;7�-�rovb|b�;�vr-|b-Ѵ�-�|o1ouu;Ѵ--
|bom�o=����1oll�mb|b;v�bm�uoo|v�u-m]bm]�=uol�ƐƔ�|o�ƖƏՓ1l�Őb]�u; 4; 

 ��&!� �ƑՊ�oll�mb|b;v�o=�ou1_b7�
l�1ouu_b�-Ѵ�=�m]b�Ő��ő�bm�ƐƏ�;rbr_�|b1�
ou1_b7�vr;1b;v�]uo�bm]�om�|�o�|u;;�
vr;1b;v�Ő|_u;;�bm7b�b7�-Ѵv�;-1_őĺ��mѴ��|_;�
ƒƏ�lov|�-0�m7-m|��$&v�-u;�u;ru;v;m|;7ĺ�
��l0;uv�bm�|_;�|-0Ѵ;�bm7b1-|;�|_;�ѷ�o=�
1oѴomb�;7�uoo|vĺ�$_;�m�l0;u�o=�v-lrѴ;7�
uoo|v�ou�0-uh�bv�]b�;m�bm�0u-1h;|vĺ�
L. calophylloidesķ�Labourdonnaisia 
calophylloides; N. verticillataķ�Nuxia 
verticillataĺ�$&�ķ�$�Ѵ-vm;ѴѴ-1;-;ĸ�"�!ķ�
";u;m7brb|-1;-;ĸ���!ķ��;u-|o0-vb7b-1;-;ĺ�
!b]_|ķ�m�l0;u�o=�ou1_b7�_ov|�vr;1b;v�=ou�
;-1_�����$&ĺ�$orķ�m�l0;u�o=�7b==;u;m|�
�$&v�1oѴomb�bm]�;-1_�1olr-u|l;m|�Ő0-uh�
ou�ou1_b7�vr;1b;vőĺ

 ��&!� �ƒՊ�m|;u-1|bom�m;|�ouhv�0;|�;;m�ou1_b7�l�1ouu_b�-Ѵ�=�m]b�Ő��ķ�uo�vő�-m7�|_;bu�ou1_b7�_ov|v�Ő1oѴ�lmvő�-m7�-vvo1b-|;7�
v|u�1|�u;vĺ��;|�ouhv�-u;�u;ru;v;m|;7�v;r-u-|;Ѵ��=ou�;-1_�|u;;�Ő-ŋ�=őĺ�$orĸ�lo7�Ѵ;v�o=�bm|;u-1|bomv�-u;�7;Ѵblb|;7�0��]u;�Ŋ�7-v_;7�Ѵbm;vĺ�"t�-u;v�
bmvb7;�lo7�Ѵ;v�-u;�1oѴo�u;7�-11ou7bm]�|o�|_;�ou1_b7�vr;1b;vĺ��ѴѴ�1bu1Ѵ;v�-|�|_;�Ѵ;=|�o=�;-1_�m;|�ouh�bm7b1-|;�|_;����=-lbѴ��o=�;-1_��$&ĺ�
�o7�Ѵ;v�-u;�m-l;7�-0o�;�;-1_�]u-r_�-m7�|_ov;�|_-|�-u;�vb]mb=b1-m|Ѵ��v_-r;7�0��|_;�ou1_b7�vr;1b;v�1olrovb|bom�-u;�0oѴ7;7�-m7�-vvo1b-|;7�
�b|_�|_;bu�vb]mb=b1-m1;�1o7;�ŐŖķ�<ƏĺƏƔĸ�ŖŖķ�<ՓƏĺƏƐĸ�ŖŖŖķ�<ƏĺƏƏƐőĺ��o||olĸ�vr-|b-Ѵ�7bv|ub0�|bom�o=�ou1_b7�uoo|vĺ�$_;�1oou7bm-|;�o=�;-1_�ou1_b7�uoo|�
bm�|_;��;u|b1-Ѵ�-�bv�om�|_;�1oou7bm-|;�v�v|;l��-v�rѴo||;7�-m7�1oѴo�u;7�-11ou7bm]�|o�b|v��-Ѵ�;ĺ��o7�Ѵ;v�|_-|�-u;�vb]mb=b1-m|Ѵ��v_-r;7�0��|_;�
vr-|b-Ѵ�7bv|ub0�|bom�o=�ou1_b7�uoo|v�-u;�0oѴ7;7�-m7�-vvo1b-|;7��b|_�|_;bu�vb]mb=b1-m1;�1o7;�Őv;;�-0o�;őĺ�";;�$-0Ѵ;�"ƒ�=ou�vb]mb=b1-m1��7;|-bѴvĺ
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b]�u;�"ƐƐőĺ�$_bv�v�]];v|v�|_-|ķ�;�;m��_;m�mo|�1omvb7;ubm]�|_;�ou-
1_b7� vr;1b;vķ� |_;� bm|;u-1|bomv� 0;|�;;m� ��� -m7� |_;� uoo|v� �;u;�
vr-|b-ѴѴ��v|u�1|�u;7ķ�-|� Ѵ;-v|�o�;u�v_ou|�7bv|-m1;v� Ő~ƑƏՓ1lőĺ� �m�-77b-
|bomķ�m;|�ouh��bv�-Ѵb�-|bomv�v�]];v|;7�|_-|�����$&v��;u;�lov|Ѵ��
v_-u;7�0;|�;;m�vr-|b-ѴѴ��1Ѵov;�ou1_b7�uoo|v�Őb]�u; 3ĸ�b]�u;�"ƐƏőĺ

);��v;7�|�o�-rruo-1_;v�|o�t�-m|b=��|_;v;�|;m7;m1b;vĺ�buv|ķ�
-|�|_;�m;|�ouh�v1-Ѵ;ķ��-ub-m1;�r-u|b|bombm]�u;�;-Ѵ;7�|_-|ķ�om�;-1_�
|u;;ķ�|_;�b7;m|b|��o=�ou1_b7�vr;1b;vķ�|_;�vr-|b-Ѵ�7bv|ub0�|bom�o=�v-l-
rѴ;v� Ő-v�-vv;vv;7��b|_�����vő�-m7� |_;bu� bm|;u-1|bomķ�0o|_�_-7�-�
vb]mb=b1-m|�bm=Ѵ�;m1;�om����1oll�mb|b;v�Őb]�u; 5ĸ�b]�u;�"ƐƐőĺ�
";1om7ķ��;�t�-m|b=b;7�|_;�1om|ub0�|bom�o=�;-1_�o=�|_;v;�|�o�7;|;u-
lbm-m|v�bm�|_;�m;|�ouhvŝ�v|u�1|�u;v�-|�|_;�lo7�Ѵ;�v1-Ѵ;�0��1ol-
r-ubm]�|_;�lo7�Ѵ;v�o0v;u�;7�bm�b]�u; 3�|o�vblbѴ-u�vb�;7�lo7�Ѵ;v�
bm�u-m7olb�;7�l-|ub1;vĺ�!;v�Ѵ|v�Őv�m|_;|b�;7�bm�$-0Ѵ;�"ƒő�v_o�;7�
|_-|� |_;� vr-|b-Ѵ� 1olrom;m|� ou� |_;� vr;1b;v� b7;m|b|�� 1olrom;m|�
-Ѵom;ķ� ;�rѴ-bm;7� u;vr;1|b�;Ѵ�� ƑƑĺƑѷ� -m7� ƐƐĺƐѷ� o=� |_;� o0v;u�;7�
lo7�Ѵ;vĺ�$_;�bm|;urѴ-��0;|�;;m�|_;v;�|�o�1olrom;m|v�;�rѴ-bm;7�
ƒƕĺƏѷ�o=�|_;�lo7�Ѵ;vĺ��11ou7bm]Ѵ�ķ�uoo|v�v_-ubm]����om�-�vbm]Ѵ;�
|u;;��;u;� vr-|b-ѴѴ�� 1Ѵov;u� |o� ;-1_� o|_;u� |_-m� uoo|v� |_-|� 7b7� mo|�
v_-u;�-m������$&ķ�;�;m��_;m�1omvb7;ubm]�7b==;u;m|�ou1_b7�vr;-
1b;v�Őb]�u;�"ƐƑőĺ

�m�-77b|bomķ��$&v�|_-|��;u;�=u;t�;m|� bm�|_;�uoo|v�o=�-m�ou1_b7�
vr;1b;v�om�-�|u;;�|;m7;7�|o�0;�-Ѵvo�7;|;1|;7�bm�o|_;u�ou1_b7�vr;1b;v�
=uol� |_;� v-l;� |u;;� Őb]�u;�"Ɛƒő� v�]];v|bm]� |_-|��$&v� |_-|� bm|;m-
vb�;Ѵ��1oѴomb�;7�-m�ou1_b7�vr;1b;v�_-7�lou;�1_-m1;�|o�1oѴomb�;�o|_;u�
vr-|b-ѴѴ��1Ѵov;�vr;1b;vĺ

);� =bm-ѴѴ�� o0v;u�;7� |_-|� ��� �$&v� u;|ub;�;7� bm� uoo|v� �;u;�
lou;�=u;t�;m|�bm�|_;�v�uuo�m7bm]�0-uh�|_-m�-|�]u;-|;u�7bv|-m1;vķ�-v�
v�]];v|;7�0��|_;�7bv|-m1;�7;1-��o=�vblbѴ-ub|��o=����1oll�mb|b;v�
0;|�;;m�ou1_b7�uoo|v�-m7�0-uh�Őb]�u;�"ƐƓőĺ�$_bv�u;�;-Ѵv�|_-|�=�m]b�
1o�Ѵ7�;==;1|b�;Ѵ�� Ѵbmh�ou1_b7�uoo|v�o=�7b==;u;m|�vr;1b;v�0��|_;bu�;�-
r-mvbom�=uol�uoo|v�|o�|_;�;rbr_�|b1�u_b�ovr_;u;ĺ

ƒĺƔՊ |Պ���|�umo�;u�=uol�ruo|o1oulv�|o�
adult orchids in Angraecum cucullatum

�m�|u;;��-ѴѴ�|_;�ruo|o1oulv�-m7�-ѴѴ�0�|�om;�o=�|_;�v|-];�Ƒ�v;;7Ѵbm]v�
v�11;vv=�ѴѴ�� v;t�;m1;7�0��"-m];u�l;|_o7�0;Ѵom];7� |o� |_;�ou1_b7�
vr;1b;v�A. cucullatumĺ�$_;� u;l-bmbm]� v;;7Ѵbm]�1o�Ѵ7�mo|�0;� b7;m|b-
=b;7�-m7��-v�mo|�h;r|�=ou�-m-Ѵ�v;vĺ�$_;v;�ruo|o1oulv�-m7�v;;7Ѵbm]v�
�;u;�lov|Ѵ�� 1oѴomb�;7� 0�� momŊ���� =�m]bķ� 0�|� =o�u� v;;7Ѵbm]v� -m7�
om;�ruo|o1oul��;u;�-Ѵvo�1oѴomb�;7�0��-�vbm]Ѵ;�����$&ķ� |_-|� bvķ�
��!Ɠ�Őb]�u;�"ƐƔőķ��_b1_��-v�-Ѵvo�7;|;1|;7�bm�-ѴѴ�]uo�|_�v|-];v�o=�
A. cucullatum� om�o|_;u� |u;;v� Ő$-0Ѵ; 2őĺ�);�-77b|bom-ѴѴ�� =o�m7� |_-|�
|_bv��$&��-v�v_-u;7�0;|�;;m�7b==;u;m|�ou1_b7�vr;1b;v�-m7�7b==;u;m|�
]uo�|_�v|-];v�o=�A. cucullatum�Őb]�u; 6őĺ�)_;m�Ѵoohbm]�-|�|_;�7bv-
|ub0�|bom�o=��mbt�;�v;t�;m1;v��b|_bm�|_bv��$&�-v�-�ruo���o=�=�m]-Ѵ�
_-rѴo|�r;vķ��;�=o�m7�l-bmѴ��|�o�v;t�;m1;v�Őb]�u; 6ĸ�b]�u;�"Ɛѵő�
|_-|��;u;�-Ѵvo�v_-u;7�0;|�;;m�|_;�uoo|v�o=�7b==;u;m|�0�|�vr-|b-ѴѴ��
1Ѵov;�ou1_b7�vr;1b;vķ�bm1Ѵ�7bm]�ruo|o1oul�-m7�v;;7Ѵbm]v�o=�A. cucul-
latum�-m7�v�uuo�m7bm]�-7�Ѵ|v�o=�A. ramosum.

ƓՊ |Պ	�"�&""���

ƓĺƐՊ |Պ	b�;uvb|��o=����bm�0-uhŊ�7�;ѴѴbm]�
communities

�=|;u� =bѴ|;ubm]� Ѵo�Ŋ�1o�m|��$&ŝv� o11�uu;m1;v� Őbĺ;ĺ�<ƏĺƔѷ� o=� u;-7v� bm�
;-1_�v-lrѴ;őķ��;�u;|ub;�;7�ƕƖƓ�=�m]-Ѵ��$&v�bm�|_;��_oѴ;�7-|-v;|ķ�ƖƐ�
ŐƐƐĺƓѵѷő�o=��_b1_��;u;�1omvb7;u;7�-v���ĺ��;u_-rv�0;1-�v;�o=�|_;�
�v;�o=�-m�-77b|bom-Ѵ�vr;1b=b1�rubl;u�r-buķ�$�Ѵ-vm;ѴѴ-1;-;��;u;�|_;�lov|�
-0�m7-m|����bm�m;-uѴ��-ѴѴ�ou1_b7�vr;1b;vĺ��o�;�;uķ�|_;�m;;7�|o��v;�
vr;1b=b1�rubl;uv�|o�-lrѴb=��|_bv�=-lbѴ��bv�Ѵ-u];Ѵ��-1hmo�Ѵ;7];7�-m7�_-v�
0;;m�u;1;m|Ѵ��7;lomv|u-|;7�0��!-llb|v��;|�-Ѵĺ�Ő2021őĺ�$�Ѵ-vm;ѴѴ-1;-;�
-m7� ";u;m7brb|-1;-;� �;u;� 0o|_� u;ru;v;m|;7� 0�� m�l;uo�v� �$&v�
�_;u;-v�omѴ�� |_u;;��$&v�o=��;u-|o0-vb7b-1;-;��;u;�7;|;1|;7ķ�omѴ��
om;�0;bm]�=u;t�;m|ķ�v�]];v|bm]�|_-|��;u-|o0-vb7b-1;-;�lb]_|�0;�u-u;u�
bm�|_;v;�;rbr_�|b1�u-bm=ou;v|�_-0b|-|v�Ő�-u|ov�;|�-Ѵĺķ�2012őĺ

ƓĺƑՊ |Պ��1ouu_b�-Ѵ�vr;1b=b1b|��bm�;rbr_�|b1� 
orchids and consequences for fungal networks

$_;� t�;v|bom� o=��_;|_;u� ou1_b7� vr;1b;v� -u;�l�1ouu_b�-Ѵ� ];m;u-Ѵbv|v�
ou� vr;1b-Ѵbv|v� _-v� Ѵom]� |ub]];u;7� u;v;-u1_� bm� |;uu;v|ub-Ѵ� Ő�-1t�;l�m�
;|�-Ѵĺķ�2011ő�-v��;ѴѴ�-v�bm�;rbr_�|b1�Ő�;uu;u-�;|�-Ѵĺķ�2019ő�ou1_b7v�Őu;-
�b;�;7�0���bķ�+-m]ķ�;|�-Ѵĺķ�2021őĺ��;u;ķ�mo�ou1_b7�vr;1b;v�-vvo1b-|;7�
�b|_�Ѵ;vv�|_-m�|_u;;��$&v�=uol�-|�Ѵ;-v|�|�o����=-lbѴb;vĺ�"ol;�vr;-
1b;v��;u;�orrou|�mbv|b1�bm�|_;bu�l�1ouu_b�-Ѵ�bm|;u-1|bomvķ�-v�bѴѴ�v|u-|;7�
by Bulbophyllum prismaticum��_b1_��-v�]uo�bm]�om�0o|_�|u;;�vr;1b;v�
-m7�-vvo1b-|;7��b|_�-�ub1_;u�]�bѴ7�o=����|_-m�-m��o|_;u�ou1_b7�vr;-
cies. B. prismaticum�1o�Ѵ7�|_;u;=ou;�0;�1omvb7;u;7�-v�-�true generalist 
v;mv��"_;==;uvom�;|�-Ѵĺ�Ő2019őĺ

�om�;uv;Ѵ�ķ� -ѴѴ� bm�;v|b]-|;7� uoo|v� =uol� Beclardia macrostachya 
or Aeranthes arachnites� �;u;� -vvo1b-|;7� �b|_� ��!Ɠ� -m7� "�!ƐƑ�

 ��&!� �ƓՊ�-m|;Ѵ�1ouu;Ѵo]u-l�v_o�bm]�vr-|b-Ѵ�-�|o1ouu;Ѵ-|bom�
o=�|_;�bm|;u-1|bomv�0;|�;;m�ou1_b7�l�1ouu_b�-Ѵ�=�m]b�Ő��ő�-m7�
ou1_b7�uoo|v�=ou�;-1_�|u;;ĺ��ѴѴ�1bu1Ѵ;v�bm7b1-|;�vb]mb=b1-m|�ŐpՓ<ՓƏĺƏƔő�
-�|o1ouu;Ѵ-|bom�Őrovb|b�;�ou�m;]-|b�;őĺ
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u;vr;1|b�;Ѵ�ĺ� )_bѴ;� |_;v;� bm|;u-1|bomv� �;u;� o0v;u�;7� om� -� Ѵblb|;7�
m�l0;u� o=� bm7b�b7�-Ѵvķ� |_;�� �;u;� 1omvbv|;m|� �b|_� -� ru;�bo�v� v|�7��
1om7�1|;7�-|�|_;�v1-Ѵ;�o=�|_;��_oѴ;�bvѴ-m7�Ő�-u|ov�;|�-Ѵĺķ�2012őĺ�$_bv�
v�]];v|v�|_-|ķ�-v�1om1;r|�-Ѵb�;7�0��"_;==;uvom�;|�-Ѵĺ�Ő2019őķ�|_;v;�vr;-
1b;v�v_o��vb]mv�o=�apparent generalismķ�l;-mbm]�|_-|� bm�-77b|bom��b|_�
=;��vr;1b=b1� bm|;u-1|bomvķ�|_;��-Ѵvo�bm|;u-1|ķ�lou;�bm1omvbv|;m|Ѵ�ķ��b|_�
-�0uo-7;u�u-m];�o=�l�1ouu_b�-Ѵ�r-u|m;uv�Ő�;uu;u-�;|�-Ѵĺķ�2019ĸ�";Ѵovv;�
;|�-Ѵĺķ�2022ĸ�"_;==;uvom�;|�-Ѵĺķ�2019ĸ�*bm]�;|�-Ѵĺķ�2019őĺ��ou;o�;uķ���!Ɠ�
�-v�omѴ��7;|;1|;7�bm�|_;�uoo|v�o=�o|_;u�vr;1b;v�vr-|b-ѴѴ��1Ѵov;�|o�B. mac-
rostachyaĺ�$_bv�1o�Ѵ7�blrѴ��|_-|�vol;�ou1_b7v�1o�Ѵ7�ruolo|;�|_;bu�l�-
1ouu_b�-Ѵ�v�l0bom|�om�1;u|-bm�_-0b|-|v�Ő�bķ�+-m]ķ�;|�-Ѵĺķ�2021ĸ��1�oulb1h�
;|�-Ѵĺķ�2018ő�;m-0Ѵ;�|_;l�|o�bm|;u-1|��b|_�o|_;u�vr;1b;v�bm�|_;bu��b1bmb|�ĺ

�b�;m�|_-|�vol;�ou1_b7�vr;1b;v�Ő;ĺ]ĺ�B. prismaticumő�v;;l�|o��;-hѴ��
=bѴ|;u�|_;bu�l�1ouu_b�-Ѵ�r-u|m;uv�=uol�|_;�;m�buoml;m|ķ�|_;v;�o0v;u�--
|bomv�t�;v|bom� |_;� uoѴ;�o=� |_;�vr-|b-Ѵ�1olrom;m|� bm�7;|;ulbmbm]�l�-
1ouu_b�-Ѵ�-vvo1b-|bomv�-m7�rѴ-m|ŋ�=�m]�v�m;|�ouhv�bm�;rbr_�|b1�ou1_b7vĺ

ƓĺƒՊ |Պ �m]-Ѵ�m;|�ouhv�bm�|_;�;rbr_�|b1�_-0b|-|

�u1_b7�vr;1b;v�1-m�0;�|;uu;v|ub-Ѵķ� Ѵb|_or_�|b1� Ő]uo�bm]�om�uo1hvő�ou�
;rbr_�|b1� Ő	;-um-Ѵ;�� ;|� -Ѵĺķ� 2012őĺ� !oo|� ;m7or_�|b1� =�m]bķ� bm1Ѵ�7-
bm]���ķ� |;m7� |o� �-u�� -1uovv� |_;v;� _-0b|-|v� Ő�-u|ov� ;|� -Ѵĺķ�2012; 

*bm]�;|�-Ѵĺķ�2014ķ�2019őĺ�$_�vķ�=ou�0o|_�v|ub1|Ѵ��;rbr_�|b1�ou1_b7v�-m7�
|_;bu�l�1ouu_b�-Ѵ�r-u|m;uvķ�|_;�|u;;�1-m�0;��b;�;7�-v�-m�bvѴ-m7�-m7�
|_;�=ou;v|�-v�-m�-u1_br;Ѵ-]oĺ��omv;t�;m|Ѵ�ķ�;-1_�|u;;�-m7�b|v�0-uhŊ�
bm_-0b|bm]�1oll�mb|b;v�1omv|b|�|;�-m�bvѴ-m7�o=�r_�vb1-Ѵ�bm|;u-1|bomvĺ

�;|�ouh�ruor;u|b;v�-u;�7b==b1�Ѵ|�|o�1olr-u;�0;|�;;m�v|�7b;v�-v�|_;��
_b]_Ѵ��7;r;m7�om�|_;�v-lrѴbm]�7;vb]m�Ő�ॗѴl;�;|�-Ѵĺķ�2018őĺ�ou�bmv|-m1;ķ�
;1oѴo]b1-Ѵ� m;|�ouhv� Őbĺ;ĺ� 1omvb7;ubm]� rѴ-m|� vr;1b;v� u-|_;u� |_-m� bm7b�b7-
�-Ѵvķ� -v� bm��;�-ѴѴov� ;|� -Ѵĺķ�2017ĸ� �-1t�;l�m�;|� -Ѵĺķ�2011ķ�2016ĸ��-u|ov�
;|�-Ѵĺķ�2012ĸ��o||h;�;|�-Ѵĺķ�2013ĸ��;uu;u-�;|�-Ѵĺķ�2018ĸ�*bm]�;|�-Ѵĺķ�2019; 
�;u;�Ŋ��-l-ut�;ķ��;|uoѴѴbķ�;|�-Ѵĺķ�2022ő�1-mmo|�0;�7bu;1|Ѵ��1olr-u;7��b|_�
1ollom�l�1ouu_b�-Ѵ�m;|�ouhv�Ő���vĸ�v;;�u;=;u;m1;v�0;Ѵo�ő��_;u;�r_�v-
b1-Ѵ�Ѵbmhv�0��=�m]-Ѵ�l�1;Ѵb�l�-u;�Ѵbh;Ѵ��|o�o11�uĺ��v��;��ouh;7�om�1o;�bv|-
bm]�ou1_b7v��b|_�r�|-|b�;�l�1;Ѵb-Ѵ�1omm;1|bomvķ��;�=o1�v�_;u;�om�|_;�Ѵ-||;u�
1-|;]ou��-m7�-m-Ѵ�v;7�v;r-u-|;Ѵ��|_;�ou1_b7ŋ����m;|�ouh�o=�;-1_�|u;;ĺ

�m� o�u� v|�7�ķ� m;|�ouhv� om� ;-1_� |u;;� v_o�;7� -� lo7�Ѵ-u� v|u�1-
|�u;ĺ� $_;� l-foub|�� o=� lo7�Ѵ;v� 1olrubv;7� |_;� uoo|v� o=� v;�;u-Ѵ� ou-
1_b7� vr;1b;vķ� bm7b1-|bm]� |_-|� ��� -u;� v_-u;7� -lom]� 1oŊ�o11�uubm]�
;rbr_�|b1� ou1_b7� vr;1b;vĺ� �o7�Ѵ;v� 1olrubvbm]� v;�;u-Ѵ� ou1_b7� vr;-
1b;v� _-�;� -Ѵvo� 0;;m� o0v;u�;7� bm� 1oŊ�o11�uubm]� l;-7o�ŝv� ou1_b7v� 0��
�-1t�;l�m� ;|� -Ѵĺ� Ő2015őķ� �_bѴ;� v|�7b;v� 1om7�1|;7� bm� o|_;u� vb|;v� bm�
1Ѵov;��;7b|;uu-m;-m�Ő�-1t�;l�m�;|�-Ѵĺķ�2014ő�ou�|;lr;u-|;�]u-vvѴ-m7v�
Ő�-1t�;l�m�;|�-Ѵĺķ�2012ő�_-7�ru;�bo�vѴ��v_o�m�|_-|�1oŊ�o11�uubm]�ou-
1_b7�vr;1b;v�|;m7;7�|o�v;]u;]-|;�|_;bu�=�m]-Ѵ�1oll�mb|b;vĺ��o�;�;uķ�bm�

 ��&!� �ƔՊ	ub�;uv�o=�|_;�ou1_b7�
l�1ouu_b�-Ѵ�=�m]b�Ő��őŋ�ou1_b7v�
m;|�ouhvķ��vbm]��-ub-m1;�r-u|b|bombm]�
=ou�;-1_�|u;;�o=�|_;����βŊ�7b�;uvb|b;v�
0;|�;;m�ou1_b7�vr;1b;v�b7;m|b|��Őļvr;1b;vĽőķ�
vr-|b-Ѵ�1olrom;m|�Őļ����Ľ�bĺ;ĺ�v;|�o=�
������;1|ouv�u;|-bm;7�0�ő�-m7�|_;bu�
bm|;u-1|bom�Őļbm|;u1;r|Ľőĺ�$_;�ļ$o|-ѴĽ�
u;ru;v;m|v�|_;�|o|-Ѵ��-ub-m1;�;�rѴ-bm;7�0��
|_;v;�|�o�;�rѴ-m-|ou���-ub-0Ѵ;v�-m7�|_;bu�
bm|;u-1|bomĺ�$_;�|�o��-ub-0Ѵ;v�;�rѴ-bm;7�
-�_b]_Ѵ��vb]mb=b1-m|�ŐpՓ<ՓƏĺƏƏƐő�r-u|�o=�
|_;�|o|-Ѵ��-ub-m1;�=ou�;-1_�|u;;�;�1;r|�
ļ"r;1b;vĽ�om�]ub7���Őp =�ƏĺƏƒƒőĺ
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|_;�-0o�;Ŋ�1b|;7�u;=;u;m1;vķ�ou1_b7v��;u;�1o;�bv|bm]�bm�rѴo|v�o=�v;�;u-Ѵ�
7o�;mv�o=�l;|u;v�-m7�bm�vobѴ�|_;bu�uoo|�v�v|;lv�l-��mo|�_-�;�0;;m�bm�
�b1bmb|�ķ�1om|u-u��|o�|_;�vl-ѴѴ�-u;-v�o=�0-uh��_;u;�uoo|�v�v|;lv�o=�1o;�-
bv|bm]�ou1_b7v�o=|;m�o�;uѴ-rĺ�$_�vķ�bm�|_;�v�v|;lv�v|�7b;7�0���-1t�;l�m�
;|�-Ѵĺ� Ő2012ķ�2014ķ�2015őķ��_;u;�ou1_b7v�_-7��;u��r-|1_��7bv|ub0�|;7�
1oll�mb|b;v� Ő-�1ollom�ruor;u|��o=� |;uu;v|ub-Ѵ�ou1_b7v� bm�]u-vvѴ-m7vĸ�
�-1t�;l�m�;|�-Ѵĺķ�2012ķ�-m7�u;=;u;m1;v�|_;u;bmőķ�=�m]-Ѵ�v_-ubm]�lb]_|�0;�

Ѵ;vv�Ѵbh;Ѵ��|o�o11�uĺ��m�0-uhķ�_o�;�;uķ�v;�;u-Ѵ�;rbr_�|b1�ou1_b7�vr;1b;v�
o=|;m�1o;�bv|�;�;m�-|��;u��=bm;�v1-Ѵ;�Ő�;|uoѴѴb�;|�-Ѵĺķ�2021őĺ�$_;�Ѵblb|;7�
-�-bѴ-0Ѵ;�v�u=-1;�=ou�0o|_�ou1_b7v�-m7�=�m]b�om�0-uh�1o�Ѵ7�|_;m�=-�o�u�
v�l0bom|�v_-ubm]�0;|�;;m�1o;�bv|bm]�;rbr_�|;v�1olr-u;7�|o�vobѴĺ

ƓĺƓՊ |Պ ��rѴ-m-|ou��=-1|ouv�=ou�|_;�ou1_b7ŋ�=�m]�v�
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Supporting information  
 
Supporting information of Article II can be accessed at the following link:  
 
https://besjournals.onlinelibrary.wiley.com/doi/full/10.1111/1365-2745.13986 
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Article II – Figures annexes  
 
Figure A6.1 Mantel correlogram showing spatial autocorrelation of orchid mycorrhizal fungi 
(OMF) on bark for each tree. Full circles indicate significant (p<0.05) autocorrelation (positive or 
negative). 
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Figure A6.2 Interaction networks between orchid mycorrhizal fungi (OMF, rows) and their plant 
hosts (orchid or others; columns). (A-E) Networks are represented separately for each tree (B to 
F). No non-orchid species was sampled on tree A which is thus not represented here. Top; full 
circles at the left of each network indicate the OMF family of each OTU. Bottom; spatial 
distribution of plant roots. The coordinates of each plant root in the vertical axis on the 
coordinate system was plotted and coloured according to its value.  
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VII. Évolutions spatiale et temporelle des 
communautés mycorhiziennes  

 

 

 

Article III. Spatial and temporal turnovers of mycorrhizal communities in the host-tree 

specific epiphytic orchid Bulbophyllum variegatum. 
 

 Cet article présente les résultats d’un premier volet d’une étude portant sur l’écologie 

atypique d’une orchidée épiphyte de La Réunion, Bulbophyllum variegatum. Cette espèce montre 

une forte préférence d’hôte pour une seule espèce d’arbre (Agarista salicifolia) à La Réunion, mais 

les mécanismes sous-jacents restent encore inconnus à ce jour.  

Notre hypothèse de travail est que les communautés fongiques de B. variegatum, notamment 

mycorhiziennes, pourraient expliquer au moins en partie sa distribution spatiale à l’échelle de la 

forêt. Pour tester cette hypothèse, nous avons entrepris une étude en deux volets, basée sur un 

échantillonnage que nous avons réalisé à La Réunion en Avril 2021.  

- Le premier volet (Article III) vise à caractériser, par séquençage NGS des racines et culture 

de souches fongiques in vitro, les communautés fongiques endophytes et mycorhiziennes 

de B. variegatum à l’échelle de l’île de La Réunion en prenant soin de capter la diversité 

totale de ses habitats (i.e., différents sites et arbres hôtes alternatifs) et des individus 

(différents stades de développement). 

- Le second volet (en cours de traitement) consiste à caractériser, par séquençage NGS, les 

communautés fongiques de l’écorce de différentes espèces d’arbres incluant A. salicifolia 

dans la forêt de Mare Longue, afin de déterminer si celles-ci pourraient être liées à une 

distribution biaisée de B. variegatum dans cette forêt. Ce second volet est en cours de 

traitement mais souffre d’un retard en raison de problèmes techniques liés à l’étape de 

séquençage des ADN amplifiés issus des écorces.  

 

 Les résultats présentés dans l’Article III (en cours de préparation) montrent que B. 

variegatum s’associe préférentiellement à trois champignons mycorhiziens ainsi qu’à plusieurs 

champignons endophytes sur toute l’île et sur tous ses arbres hôtes. Les trois champignons sont 

associés préférentiellement à différents stades de croissance et pourraient donc présenter des 

écologies variables.  

 

 Ce travail, débuté dès la mission de 2020 lors d’un échantillonnage préliminaire, a été 

pour moi l’occasion de me former à l’isolement, à la culture et au suivi de souches fongiques in 

vitro que l’on a isolées par la suite chez plusieurs espèces d’orchidées de La Réunion (voir 
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Annexe_2, page 217). J’ai également pris en charge la mise en place de l’expérience de 

germination in vitro sous la tutelle de Chantal Griveau. J’ai reçu une aide précieuse de la part 

d’Eve Hellequin et de Rosa Kemmerling pour le traitement moléculaire des échantillons de 

racines et d’écorces (près de 1000 échantillons au total). Enfin, les données de séquençages 

présentées ci-dessous ont fait l’objet d’un stage de M2 co-encadré par Florent Martos et moi-même 

et réalisé par Rosa Kemmerling. Rosa Kemmerling a réalisé la majeure partie des comptages de 

graines dans le cadre de l’expérience de germination symbiotique, ainsi que l’ensemble des 

analyses préliminaires que j’ai repris, complété, et mis en forme dans l’article présenté ci-dessous.  
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Abstract 

 

Background. Orchids form one of the richest plant family with ca. 28,000 species. They associate 

with mycorrhizal fungi throughout their lifecycle, from the fungal-dependent germination of their 

reserve-less seeds to the establishment of perennial adults. However, they are known to display 

varying degrees of specificity regarding mycorrhizal interactions. Yet, the turnover of their fungal 

partners during plant development has been poorly investigated, in particular in epiphytic species 

which germinate and grow on the bark of tropical trees.  

 

Methods. We investigated the spatial and temporal evolutions of the mycorrhizal partners of the 

epiphytic orchid Bulbophyllum variegatum in La Réunion island, using high-throughput 

sequencing of the fungal ITS-2 region with two sets of primers to detect fungal communities and 

Tulasnellaceae specifically. Additionally, we conducted in vitro seed germination experiments 

with fungal strains isolated from adults’ roots.  

 

Results. B. variegatum is consistently associated with three mycorrhizal partners across the island. 

Two of them, one Serendipitaceae and one Tulasnellaceae are specifically associated with the 

early developmental stages while another Tulasnellaceae is retrieved more consistently in the 

roots of adults. The latter did not promote germination of seeds in vitro, and no other mycorrhizal 

partner could be isolated from adults’ roots. Additionally, this species consistently interacts with 

few non-mycorrhizal fungi, mainly in the Helotiales and especially in adults.  

 

Discussion. B. variegatum is specific in its mycorrhizal associations, and its fungal partners display 

temporal turnover during ontogeny. Future studies could investigate whether the mycorrhizal 

partners associated with early developmental stages could explain the constrained distribution of 

the orchid on one tree species.  

 

 

 

 

 



 126 

Introduction  

 

The majority of plants form mutualistic interactions with fungi in their roots called mycorrhizal 

symbioses (Van Der Heijden et al., 2015; Brundrett & Tedersoo, 2018). Mycorrhizas are chimeric 

organs where nutrient exchanges occur between the two partners: the plant provides fixed carbon 

to its fungi and receives in return water and nutrients foraged in the soil by fungal hyphae. The 

mycorrhizal symbiosis is considered as poorly specific (i.e., generalist), meaning that one plant 

species can generally interact with multiple fungi (Van Der Heijden et al., 2015). However, the 

different mycorrhizal types harbor a varying degree of specificity, depending on the partners 

involved (Põlme et al., 2018). Orchids, notably, are considered to form relatively specific 

interactions, though very variable, with their mycorrhizal partners (Põlme et al., 2018).  

 

The Orchidaceae family is one of the largest plant family with ca. 28,000 species Christenhusz & 

Byng, 2016 and has a unique type of mycorrhizas (Smith & Read, 2008). Contrary to the majority 

of land plants which associate with arbuscular mycorrhizal fungi (Glomeromycotina), orchids 

associate with fungi mainly in the Basidiomycota and, to a lesser extent, in the Ascomycota 

(Dearnaley et al., 2012). Their fungal partners are generally considered as saprotrophic fungi, but 

their ecology remains poorly understood. The main fungi encountered are part of a polyphyletic 

group of Basidiomycota, called the rhizoctonias, which encompasses the Tulasnellaceae and the 

Ceratobasidiaceae in the Cantharellales, as well as the Serendipitaceae in the Sebacinales 

(Dearnaley et al., 2012). The fungal hyphae can penetrate into the plant cells without disrupting 

the membrane, forming coiled-like structures called pelotons (Dearnaley et al., 2012). Notably, 

the orchids produce minute seeds almost devoid of any reserve, which need the presence of a 

compatible fungus to germinate (Rasmussen, 1995). The seed supplied with fungal nutrients can 

grow into a heterotrophic stage called protocorm, and then eventually develop into an adult 

whose roots are colonized by mycorrhizal fungi.  

Due to this high dependency on fungi at the germinating stage (Rasmussen, 1995), and later on 

(Cameron et al., 2006, 2007; Davis et al., 2022), it is generally acknowledged that the distribution 

of the fungal partners can influence that of the plant (Jacquemyn et al., 2012; McCormick & 

Jacquemyn, 2014). However, this influence may be modulated by the degree of specificity in the 

interaction, because orchids that specifically interact with rare fungi should be more constrained 

in their distribution than orchids interacting with a large range of fungi (Swarts et al., 2010) or 
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with few frequent fungi. Yet, no clear link between mycorrhizal specificity and orchid’s rarity has 

been demonstrated so far (Phillips et al., 2011; McCormick & Jacquemyn, 2014).  

 

Varying degrees of mycorrhizal specificity have been demonstrated in orchids. Some species seem 

opportunistic in their associations, forming mycorrhizas with several fungal partners (e.g., 

Bonnardeaux et al., 2007; Herrera et al., 2019). At the opposite, some species such as the epiphytic 

orchid Taeniophyllum glandulosum associate with the same fungi regardless of their developmental 

stage or of the studied site (Rammitsu et al., 2019).  

The lack of relationship between orchid’s rarity and mycorrhizal specificity might be explained 

in some cases by an evolution of the mycorrhizal preferences throughout the lifecycle of the 

orchid. Indeed, specific requirements regarding fungal partners at early developmental stages 

could constrain the distribution of the plant, even though adults associate with a larger range of 

fungal partners. In many orchid species, the degree of specificity can vary during the plant’s 

development, from the germinating seed to the adult, but no consistent pattern seems to exist 

(Ventre Lespiaucq et al., 2021). Some species show a high specificity at germinating stages and 

eventually associate with a larger range of fungal partners (Bayman et al., 2016; Meng et al., 2019; 

McCormick et al., 2021) while at the contrary, some species show little specificity during 

germination (Meng et al., 2019b).  

 

About 80% of the orchid species are epiphytic, meaning that they germinate and subsequently 

grow on the bark or on the branches of tropical trees (Zotz, 2016). Epiphytic orchids can be either 

generalist or specialist in their mycorrhizal interactions (Herrera et al., 2019; Rammitsu et al., 

2019). The mycorrhizal fungi colonizing their roots can extend on the surrounding bark (Petrolli 

et al., 2021) but their ecology is still poorly known.  

Regarding tree hosts, epiphytic orchids are often generalist, meaning that they can germinate and 

grow on several tree species (Zotz, 2016). Even though some cases of orchid preference toward 

their host trees have been documented (see Rasmussen & Rasmussen, 2018), the putative factors 

explaining these preferences have rarely been investigated.  Gowland et al., (2011) have proposed 

that mycorrhizal communities could be a factor influencing the probability of orchid seed 

germination on trees. Yet, because of the rarity of orchid species that are very specific to a host 

tree species, this hypothesis has so far never been properly tested (Pecoraro et al., 2021).  
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In this study, we investigated the mycorrhizal ecology of an epiphytic orchid, Bulbophyllum 

variegatum Thouars, which almost exclusively colonises a single tree species (i.e., Agarista salicifolia; 

Ericaceae) in the undergrowth of the lowland rainforest of La Réunion (Lancaster, 2004). We 

used high-throughput sequencing as well as isolation methods and germination experiments. As 

previously suggested by Martos et al., (2012), we hypothesized that (i) B. variegatum should 

specifically interact with a limited range of mycorrhizal partners across its whole habitat. 

According to a pilot study in our lab, we suspected that (ii) some of these fungi may be required 

at the germinating step, while some may be more consistently retrieved in adult’s roots, i.e., 

temporal turnover of mycorrhizal partners during ontogeny.  

 

 

Materials and methods 

 

Study species 

 

Bulbophyllum variegatum Thouars is an epiphytic orchid found in La Réunion and occasionally in 

Madagascar (Fischer et al., 2007). In La Réunion, it grows almost exclusively on the trunk of the 

tree species Agarista salicifolia (Ericaceae; Fig 1; Lancaster, 2004). It is a sympodial, robust orchid 

species forming pseudobulbs. Although it is an epiphytic species, its roots are sometimes hairy 

(Fig. S1). The species usually flowers between the beginning of December and the end of January 

(Humeau et al., 2011). B. variegatum is listed “Least Concern” in the IUCN red list (IUCN France, 

CBNM, FCBN & MNHN, 2013).  

A. salicifolia is a large early pioneer tree which grows on young lava flows and persists over 

centuries in lowland rainforests of La Réunion (Cadet, 1977). It has a thick, toxic (Nganou et al., 

2018) and spongy bark which can subsequently form a soil-like surface covered by mosses in 

which the roots of B. variegatum can easily penetrate and grow (Fig. 1D). Large individuals of A. 

salicifolia are very often covered by colonies of B. variegatum on the island, but can also host ferns 

and more scarcely other orchid species such as the generalist Angraecum ramosum (Lancaster, 

2004).  

Among the few known alternative hosts of B. variegatum on the island, Labourdonnaisia 

callophyloides, Pandanus sylvestris and two species of Syzigium (S. borbonicum and S. cymosum) have 
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dense, thin, and hard bark (Fig 1F). At the contrary, the bark of Eucalyptus robusta has similar 

physical characteristics compared to A. salicifolia, i.e., a thick, and spongy bark.  

 

 

 
Figure 1 (A) Bulbophyllum variegatum colony (white arrows) growing on Agarista salicifolica in Mare Longue 
(ML, La Réunion). (B) Young seedling and (C) seedling of B. variegatum growing on A. salicifolia. (D) Bark 
of A. salicifolia forming a pseudo-soil covered with mosses in which the roots of B. variegatum can penetrate 
(arrows). (E) Adult of B. variegatum growing on A. salicifolia. (F) B. variegatum growing on an alternative 
host, i.e., Syzigium sp. Note the aspect of pseudobulbs compared to (E). (G) Peloton-containing root section 
of B. variegatum. Scales: (B-C) 1mm, (D) 5 cm, (E) 10 cm, (F) 15 cm, (G) 1.5 mm.  
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Study sites  
 

The study was conducted at three dates (in 2006, 2020 and 2021) in La Réunion, in seven tropical 

lowland rainforests or fragments of forest on the East side of the island (Fig. S2). At each site 

(except Tremblet, see after), we sampled B. variegatum individuals growing on all host tree species 

found, i.e., A. salicifolia and alternative hosts, in order to test for a possible “host effect” on 

endophytic fungal communities of B. variegatum, hence covering the full spectrum of known hosts 

on the island.  

In 2006, root samples were collected at Mare Longue (ML), Eden (Ed) and Bassin Boeuf (BB) 

sites. In 2020, they were collected at Langevin (Lg) only. In 2021, additionally with ML, Ed and 

BB, they were collected at Tremblet (Tr), Basse Vallée (BV) and Grand Etang (GE) sites (Table 1, 

Fig. S2).  

 

Table 1 Sampling design across sites and tree species. NA, data non available.  
 

Site Abbreviation Date Tree species N trees 
N orchid 

individuals 
N samples 

Mare Longue ML 2021 Agarista salicifolia 16 40 120 
Mare Longue ML 2021 Labourdonnaisia callophyloides 1 2 5 
Mare Longue ML 2021 Syzigium borbonicum 2 4 14 
Mare Longue ML 2021 Syzigium cymosum 1 1 3 
Mare Longue ML 2006 NA NA NA 20 
Basse Vallée BV 2021 Agarista salicifolia 6 18 51 

Tremblet Tr 2021 Pandanus sylvestris 2 2 4 
Bassin Boeuf BB 2021 Agarista salicifolia 6 20 61 
Bassin Boeuf BB 2006 NA NA NA 10 

Eden Ed 2021 Agarista salicifolia 4 16 46 
Eden Ed 2006 NA NA NA 10 

Grand Etang GE 2021 Eucalyptus robusta 5 10 30 
Langevin Lg 2020 Agarista salicifolia 1 NA 19 

 

 

The ML forest is a well-preserved, protected site located at the South of the island (elev. 205-560 

m; Strasberg, 1994). The forest is settled on a lava rocky soil and is estimated ~400 years old 

(Albert et al., 2020). B.variegatum is found there on old A. salicifolia trees, and scarcely on 

alternative tree species (Table 1, Fig. S2). BV, Lg and Tr sites are located close to ML and are also 

well-preserved lowland rainforest. At Tr site, B. variegatum is mainly found on A. salicifolia but 

was exclusively sampled on an alternative host (i.e., Pandanus sylvestris). BB and Ed sites are located 

North of the island and are secondary forests, locally invaded by exotic plants, but individuals of 
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B. variegatum were growing there only on old A. salicifolia trees. Finally, GE site is a roadside, open 

area, where B. variegatum thrives in large colonies on the bark of Eucalyptus robusta. Additionally, 

three roots from one individual of Angraecum ramosum growing on A. salicifolia near B. variegatum 

at ML site were collected and treated similarly.  

 

Sampling of the root communities 

 

On each tree, three individuals of different growth stages (when possible) of B. variegatum were 

selected at various heights on the trunks for sampling (Table 1). Individuals with no roots were 

considered as young seedlings, those with the longest leaf < 3 cm as seedlings, and others as adults 

(Fig. 1B, 1C and 1E). This species harbours numerous, long roots, allowing their sampling while 

keeping the plant alive. For each orchid individual, three root sections were collected on field 

with sterile scalpels and treated in the lab within few hours. The six young seedlings with no roots 

(Fig. 1B) were collected on one tree at Ed site and processed entirely similarly as the root sections. 

Measures were made on each sampled individual (i.e., height on the trunk, length and width of 

the longest leaf, number of pseudobulbs and largest diameter). Roots were carefully cleaned using 

sterile clamp in sterile water under a loupe microscope and for each one of them, one healthy 

portion of ca. 1 cm containing pelotons was selected and dried in individual bags of silica gel for 

subsequent analyses. Samples collected in 2006 had been conserved in 50% ethanol at 4°C until 

current processing. 

In order to isolate the mycorrhizal fungi of B. variegatum, fresh roots were collected on field several 

times during the year 2021 (Table 2), conserved in individual tubes and processed within two 

days. 

 

Molecular analyses for Illumina data 

 

The dried roots were processed as in (Petrolli et al., 2022). Briefly, they were powdered using a 

TissueLyser II (Qiagen) and their genomic DNA was extracted using the DNAeasy® Plant Mini 

Kit (Qiagen). Roots collected in 2006 were manually ground using sterile pestles and then 

extracted for genomic DNA similarly as the others. Each sample was amplified with two sets of 

primers targeting the fungal internal transcribed spacer 2 (ITS-2): the generalist primer pair 

ITS86-F/ITS4 (White et al., 1990) targeting the whole fungal communities and the specific 
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primer pair 5.8S-OF/ITS4-Tul (Vogt-Schilb et al., 2020) specifically targeting the Tulasnellaceae 

which fail amplification using generalist primers (Rammitsu et al., 2021). Each PCR was 

conducted in two replicates, using both forward and reverse tagged primers, and following the 

same PCR protocol as in (Petrolli et al., 2022). The PCR experimental design included positive 

(mock community) and negative (ultrapure water) controls as well as tagging system negative 

controls as in the above reference. The resulting amplicons were loaded on agarose gel for 

visualization, then purified using the NucleoMag® NGS Clean-up and Size Select kit (Macherey-

Nagel), quantified by fluorescence using the QubitTM dsDNA High-Sensitivity (InvitrogenTM) and 

then mixed equimolarly in two pools, one for each primer pair. The two pools were sequenced 

in one 2*250 bp paired-end sequencing run on an Illumina MiSeq platform at Fasteris (Geneva, 

Switzerland).  

 

 

 

Bioinformatics and OTU filtering for Illumina data 

 

Paired reads from 2*250bp Illumina sequencing were processed as in (Perez-Lamarque et al., 

2022) using a customed pipeline based on VSEARCH (Rognes et al., 2016). Importantly, reads 

were assigned to samples according to their tag+primer sequences allowing zero discrepancies 

with CUTADAPT (Martin, 2011). We used a 97% similarity threshold for Operational 

Taxonomic Units (OTUs) clustering in VSEARCH. After chimeras removal, OTUs were 

taxonomically assigned using the UNITE V8.3 (2021-05-10) eukaryotes reference database 

(Nilsson et al., 2015). Singletons and short OTUs (< 200bp) were removed before OTU table 

building. Non-fungal OTUs and OTUs abnormally detected in the positive and negative controls 

were also discarded from the dataset, as well as OTUs identified as contaminants by the decontam 

R-package with frequency method (Davis et al., 2018). Finally, based on the previously estimated 

tag-jumps rate, OTUs that represented less than 0.5% of the reads in each sample were set to 0, 

hence minimizing the impact of artefactual sequences and tag jumps. Samples with < 1000 reads 

were not considered in subsequent analyses. Putative orchid mycorrhizal fungi (OMF) were 

manually selected based on the list provided in (Dearnaley et al., 2012).  
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Statistical analyses 

In order to assess the spatial turnover of fungal associations, we used beta-diversity analyses using 

samples collected in 2021. Beta-diversities between pairs of samples were calculated using the 

Jaccard index in the vegdist function of the VEGAN R-package (Oksanen et al., 2013), using 

presence/absence data. Differences in fungal composition were visually assessed through a Non-

Metric Multidimensial Scaling (NMDS) using the metaMDS function and selecting only the 100 

most abundant OTUs to avoid noise in the data. Statistical differences of fungal communities 

between parameters were tested by PERMANOVA using the adonis function of VEGAN (999 

replications).  

Ontogenic temporal turnover of fungal communities was assessed using samples collected in 

2021. The parameters collected on field, i.e., leaf length, width, and pseudobulb’s diameter, were 

correlated, and the former was chosen as a proxy of orchid individual’s age for subsequent 

analyses. The abundances of each fungal OTU in samples were plotted over the length of the 

longest leaf of the corresponding orchid individual. Significance of the resulting tendency was 

tested through a linear regression model followed by an anova test, and only those with p-value 

< 0.05 were considered as significant and showed in results. Samples collected in 2020 from 

Langevin were only used to visually assessed the fungal communities in seedlings.  

Long-term temporal turnover of fungal communities was assessed by comparing fungal 

communities in samples collected in sites investigated both in 2006 and 2021 (i.e., ML, Ed and 

BB). The sharing of OTUs between the two dates was visually assessed using the ggvenn R-

package. Differences in frequency of the three main OTUs between the two dates were tested for 

significancy using chi-squared test or Fisher test when marginal sums were too low.  

In order to quantify the relative importance of the different recorded parameters (i.e., site, species 

identity of host tree, host tree individual, height on the trunk and leaf length), we used variance 

partitioning using the varpart function of the VEGAN R-package. The above-cited variables were 

first selected through a forward selection using the ordistep function of the same package, and 

then used as explanatory variables of the fungal communities (presence/absence data). Associated 

p-values were computed after redundancy analysis (RDA) of the previously cited variables using 

the rda function, followed by an ‘anova’ test considering each selected variable as explanatory 

variable of the fungal communities.  
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Phylogenetic analyses 

 

We used a phylogenetic approach to compare the mycorrhizal OTUs retrieved here as well as the 

isolated fungal strains with OMF already identified on the island by (Martos et al., 2012) or by 

previous isolation from other orchid species at other sites. Due to the short length of the 

representative sequences obtained in this study using the Illumina technology (i.e., < 500 bp), we 

first aligned the full-ITS sequences from Martos et al., (2012) and from Sanger sequencing in this 

study (see above) using MAFFT with default parameters and then added the representative 

sequences of OTUs using the --add option of the same algorithm. The phylogenetic tree was built 

using IQTREE 2.1.3 with standard model selection and using the first alignment as a constraint 

(-g option) to add OTU representative sequences.  

 

Fungal strain isolation and identification  

 

Each fresh root section was carefully cleaned in water, then washed in sterile water complemented 

with Mercryl 0.1x (10 min), then washed in sodium hypochlorite 1% (5-10 min) and then rinsed 

three times in sterile water (3x10min). Ultimately, either thin root sections or pelotons isolated 

under loupe microscope were deposited on petri dishes filled with Fungal Isolation Medium 

(FIM; Rasmussen, 1995) and stocked at room temperature for subsequent monitoring. Emerging 

fungal hyphae were transferred in new petri dishes at the beginning of their growth to guarantee 

pure strain cultures.  

Small agarose cubes of pure cultures were ground using a TissueLyser II (Qiagen) and extracted 

for DNA using the DNAeasy® Plant Mini Kit (Qiagen). The genomic DNA was amplified using 

both ITS1/ITS4 and ITS1/ITS4-Tul primers and then sequenced using a Sanger approach 

(Eurofins, Germany). Retrieved sequences were manually cleaned in Geneious 2020.1.2 and 

identified using BLAST on GenBank.  

 

Germination experiment 

 

To test for an induction of the germination of B. variegatum seeds by the isolated strains we 

selected 13 strains as follows. Three putative OMF isolated from B. variegatum were selected to 

assess their mycorrhizal ability in vitro and were compared to five putative OMF isolated from 
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other epiphytic (Angraecum pectinatum, A. mauritianum and A. cucullatum) and terrestrial (Phaius 

tetragonum) orchids growing in the same habitat as B. variegatum in the Mare Longue forest. This 

allowed us to test for the specificity of putative OMF strains at the germinating step, included 

strains that are encountered in the environment of B. variegatum but not in the roots of their 

adult counterparts. Finally, five non-mycorrhizal fungi isolated from B. variegatum, were selected 

to control for an unspecific fungal effect at the germination step. The strains were inoculated on 

OAT medium-containing petri dishes (5 replicates per strain; Rasmussen, 1995) two weeks before 

the beginning of the experiment, in order to allow the full growth of the mycelium in each petri 

dish.  

 

The seeds of B. variegatum were harvested in the field by collecting 2 closed capsules from 1 

individual in Mare Longue in April 2021. The capsules matured and opened in close bags and 

the seeds were conserved at -4°C until further processing. The seeds from the two capsules were 

merged, and a fraction of them was tested for viability using Tetrazolium (TZ). The remaining 

seeds were rinsed into sterile water (2h), then permeabilized using Mercryl 1/10 (45min), then 

sterilized using sodium hypochlorite 5% (15min) and then rinsed three times using sterile water 

(3x10min). Approx. 600 seeds were then deposited on each petri dish filled with OAT medium 

and colonized by fungal hyphae (see above). Seeds were also deposited on 10 additional petri 

dishes without fungal strain: 5 filled with OAT medium, and 5 filled with P668 medium 

(commercial medium for asymbiotic orchid seed germination), as controls. The petri dishes were 

stored in an incubator at 25°C with a 12/12 light/dark cycle, under a light exposure of ~500 lux, 

hence reproducing average conditions at the ML site within a year. The petri dishes were 

periodically randomized into the incubator in order to account for light variations. After 69 days 

of growth, the plant growth stages were counted under loupe microscope for three replicates per 

strain. The growth stages were defined as follows: stage 0, no germination; stage 1, swelling of the 

embryo; stage 2, development of radical hairs, stage 3, development of leaf projection, stage 4, 

development of the first leaf (Otero et al., 2004).  
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Figure 2 Rarefaction curves at each site sampled in 2021 using (A) all fungi and (B) putative OMF. The 
rarefaction curve for all sites combined is given at the bottom right of each panel. ML, Mare Longue ; BB, 
Bassin Bœuf ; Ed, Eden ; BV, Basse Vallée ; GE, Grand Etang. The Tremblet site (Tr) contained only 4 
samples and was not included in this analysis. Dotted line: standard error.  
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Results  

 

Data quality and filtering 

 

A total of 16,570,593 and 6,836,099 sequences were retrieved after the Illumina sequencing with 

the ITS86-F/ITS4 and 5.8S-OF/ITS4-Tul primer pairs, respectively. After the removal of 

chimeras and singletons, they clustered into 4,361 OTUs encompassing 17,194,591 sequences. 

The removal of possible contaminants as well as the application of a highly selective 

bioinformatics threshold (i.e., OTUs < 0.5% of the sequences in each sample set to zero) led to a 

total of 932 OTUs which encompassed 14,716,502 sequences. Among them, 57 belonged to 

putative OMF, including 47 rhizoctonias. The 5.8S-OF/ITS4-Tul primer pair successfully 

amplified 26 OTUs of Tulasnellaceae.  

 

Root endophytic fungal communities 

 

Despite a high sampling effort across several sites on the island, none of the rarefaction curves 

reached a plateau considering either total fungal communities or putative OMF communities 

(Fig. 2).  

When considering the cumulative frequencies of OTUs in root samples, endophytic fungal 

communities of B. variegatum across the island were mainly represented by Ascomycota (57.5%), 

followed by Basidiomycota (34%). The remaining OTUs were mainly unidentified (6.9%) or non-

dikarya fungi (1.7%; Fig. 3). The Cantharellales and the Sebacinales represented 11.2% and 5.1% 

of the cumulative frequencies, respectively. The Cantharellales were represented mainly by 

members of the Tulasnellaceae (26 OTUs), but also by members of the Ceratobasidiaceae (3 

OTUs), the Sistotrema genera (2 OTUs), the Botryobasidiaceae (2 OTUs) and the Clavulinaceae 

(1 OTU). However, only the Tulasnellaceae were abundant, representing 98.9% of the sequences 

in this order. Sebacinales were represented by members of the Serendipitaceae only (18 OTUs; 

Fig. S3). Overall, the putative OMF communities were largely represented by Tulasnellaceae and 

Serendipitaceae which represented 70.8% and 28.7% of the sequences, respectively. Particularly, 

two OTUs of Tulasnellaceae, namely OTU1 and OTU3, accounted for 89.7% of the sequences 

amplified with the specific 5.8S-OF/ITS4-Tul pair of primers, while the OTU2 in the 

Serendipitaceae accounted for 7.9 % of the sequences amplified with the generalist ITS86-F/ITS4 
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pair of primers. None of these three OTUs were found in the roots of the investigated Angraecum 

mauritianum individual growing near B. variegatum on A. salicifolia.  

 

 

 

 

 

 

Figure 3 Fungal diversity as cumulative frequencies in the whole dataset. Basi., Basidiomycota. 
 

 

Using a phylogenetic approach (Figs. S3-4), we found that OTU2 and OTU3 were identical to 

accessions JF691462 and JF691461-JF691456, respectively, which correspond to a 

Serendipitaceae and a Tulasnellaceae already detected in the roots of B. variegatum at the ML site 

by Martos et al., 2012. However, the OTU1 did not match any sequence previously identified on 

the island.  
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Figure 4 Non-metric multimensional scaling (NMDS) of total fungal communities in the whole dataset. 
Two samples colonized by marginal OTUs only have been removed to allow a better visualization. AgaSal, 
Agarista salicifolia; SyzCim, Syzigium cymosum; SyzBor, Syzigium borbonicum; LabCal, Labourdonnaisia 
callophyloides; EucRob, Eucalyptus robusta; PanSyl, Pandanus sylvestris. ML, Mare Longue ; BB, Bassin Bœuf 
; Ed, Eden ; BV, Basse Vallée ; GE, Grand Etang ; Tr, Tremblet.  
 
 

Spatial turnover of fungal communities 

 

The Non-Metric Multidimensional Scaling (NMDS) revealed slight differences of total fungal 

communities in the roots of B. variegatum between sites (Fig. 4), with largely overlapping 

communities. Statistical analyses revealed that total fungal communities statistically differed 

between sites (PERMANOVA, F = 7.22, R2 = 0.09, p = 0.001), but more importantly between 

host tree individuals (F = 3.99, R2 = 0.36, p = 0.001), suggesting that the largest part of the 

variation came from fungal differences between trees colonized by B. variegatum rather than 

between sites. While considering OMF communities only, NMDS analysis did not converged, 

indicating that the OMF communities were poorly variable among samples.  
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Figure 5 Heatmap of OTU’s frequency in the roots of Bulbophyllum variegatum at different sites in 2021. 
The 30 most frequent OTUs are shown. Blue, OMF; red, other fungi. ML, Mare Longue; BB, Bassin 
Bœuf; Ed, Eden; BV, Basse Vallée; GE, Grand Etang; Tr, Tremblet. 

 

 

We investigated the composition of samples at different sites considering the 30 most abundant 

OTUs and found that they were largely shared between sites (Fig. 5). In particular, the three main 

putative OMF OTUs, namely OTU1, OTU2 and OTU3, were found at nearly each sites in at 

least 17% of the samples. Overall, 92.9% of the investigated roots were colonized by at least one 

of these three OTUs, and 42.7% by at least two.  

Some non-OMF OTUs were also frequent at all sites (Fig. 5) including members of the Helotiales 

(e.g., OTU6, OTU7, OTU9, OTU26), Hypocreales (e.g., OTU21, OTU25), Capnodiales (e.g., 

OTU10, OTU13) or non-identified Basidiomycota (OTU4).  
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Temporal turnover of fungal communities during ontogeny 

 

We used the length of the longest leaf of each B. variegatum individual as a proxy of its age (see 

details in the Materials and Methods section). Since we suspected a fungal turnover during 

ontogeny, we investigated the evolution of the abundance of each OTUs during the plant growth 

(Figs 6, S5). We found 13 OTUs for which this evolution was significant (p < 0.05), with a positive 

evolution for 8 of them, and a negative evolution for the 5 remaining one. In the Tulasnellaceae, 

the three selected OTUs showed contrasting tendencies with two positive (OTU1 and OTU35) 

and one negative (OTU3) evolutions. The abundance of the OTU2 decreased during plant 

ontogeny.  

 

When investigating in more details the composition of young seedlings (i.e., with no root yet) of 

B. variegatum found at Ed site (Figs. 1, S6), we found that they were mainly colonized by the same 

OTUs of Tulasnellaceae and Serendipitaceae (OTU2, OTU3 and OTU1, in decreasing 

frequency order). They were only scarcely colonized by Helotiales and no other fungi was detected 

whereas they were detected in the roots of neighbouring seedlings.  

 

The roots of the seedlings (i.e., leaf length < 3 cm) found at different sites (i.e., Ed, BB and Lg) 

were mainly colonized by OTU2 in the Serendipitaceae and OTU3 in the Tulasnellaceae (Fig. 

S6).  

 

Isolations and germination experiment  

 

We successfully isolated a total of 24 fungal strains, all from root sections (Table 2). In the 

Ascomycota (18 strains), we isolated a majority of Nectriaceae and Xylariales (inc. Xylariaceae and 

Hypoxylaceae), while in the Basidiomycota (6 strains) we isolated 5 strains of Tulasnellaceae and 

one strain of Hymenochaetales. Most of the isolated Tulasnellaceae belonged to the same clade 

as the OTU1 (Fig. S4), but one strain belonged to another clade in which we did not identify any 

OTU in the metabarcoding analysis.  
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Figure 6 Turnover of OMF fungi during Bulbophyllum variegatum growth as estimated by leaf length. The 
abundances of (A) OTU1, (B) OTU2, (C) OTU3 and (D) OTU35 in root samples are plotted against the 
lengths of the longest leaf of the corresponding orchid individuals. Blue lines and associated 95% intervals 
represent the significant (p-value < 0.05) linear tendency according to a linear model (y~x).  

 

 

Some of these strains, additionally with Tulasnellaceae isolated on other orchid species in La 

Réunion (ML site), were confronted to seeds of B. variegatum in in vitro, controlled conditions of 

light and temperature. After 69 days, the seeds were counted, and their growth stage recorded. 

None of the seeds investigated (n = 6382) developed further that stage 1, i.e., swelling of the 

embryo, but before appearance of the rhizoids (Fig. S10). The positive controls (T+, P668) 

induced the germination of 32 ± 7% of the seeds. In the presence of Ascomycota strains, the 

number of seeds at stage 1 did not exceed 5% and was closed to the rate observed in the negative 

controls (no fungal strain) except with the Fusarium with which it reached 13%. Though some 

variation could be observed, all the Tulasnellaceae strains similarly induced the stage 1 (25-45% 
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of the seeds).  After > 100 days of culture, only seeds in positive controls (T+) had reached stage 

2 (i.e., appearance of rhizoids; data not shown).  

 

Long term temporal turnover of fungal communities 

 

The NMDS analysis revealed that samples collected in 2006 harbored a fungal composition close 

to those collected at the same site in 2021 (Fig. 4, see also Fig. S7), yet significantly different, with 

little variation, as revealed by the PERMANOVA analysis (F = 2.91, R2 = 0.03, p < 0.001). In 

total, 18.7% of the fungi retrieved in the sites ML, BB and Ed were identified at both dates, a 

tendency which was similar within each site (Fig. S8).  

 

The three main OMF OTUs (i.e., OTU1, OTU2 and OTU3) were all found in the roots of B. 

variegatum individuals sampled in 2006 at ML site, while only OTU2 and OTU3 were detected 

at other sites (Fig. S8). Chi-squared tests showed that their frequency in roots varied between 

2006 and 2021 when considering all sites with an increase of OTU1 and OTU3 and a decrease 

of OTU2, while the tendencies were less significant considering sites separately (Table S1).  

 

Variance partitioning  

 

We used variance partitioning in order to assess which of the above investigated parameters 

played a major role in explaining both endophytic and OMF communities. The forward selection 

of variables led to two sets of variables. We first retained the leaf length as well as the host tree 

individual (Fig. 7). The analysis showed that the identity of the host tree explained most of the 

variance considering total fungal communities (16.0%) or OMF only (24.8%). When considering 

the second set of variables (i.e., site, leaf length and height on the trunk), most of the variance 

was explained by the site but was limited to 3.3% regarding total fungal communities, and 9.6% 

regarding OMF communities (Fig. S9).  
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Figure 7 Variance partitioning of (A) total fungal communities and (B) OMF communities between the 
age of Bulbophyllum variegatum (as estimated by the length of the longest leaf, green) and the tree individual 
(Tree ID, red).  

 

 

Discussion  

 

Mycorrhizal specificity  

 

Among the 932 fungal OTUs retrieved after the Illumina sequencing run and bioinformatics 

curation, 47 belonged to rhizoctonias fungi, i.e., mainly Tulasnellaceae and Serendipitaceae, and 

few Ceratobasidiaceae. We also detected 10 putative orchid mycorrhizal fungi (OMF) belonging 

to other families (Dearnaley et al., 2012), but none of them was abundant or frequent in the 

roots, and they may probably not be consistent mycorrhizal partners in this species. These 

findings confirm the work of Martos et al., (2012) which showed that the main mycorrhizal 

partners of B. variegatum in La Réunion are rhizoctonias fungi belonging to Tulasnellaceae and 

Serendipitaceae, as already reported in other Australian Bulbophyllum species (Calvert, 2017). 

Among the different OTUs identified, three were largely prevalent in the data, representing 

89.7% of the sequences amplified with the Tulasnellaceae-specific primers (OTU1 and OTU3), 

and 7.9% of the sequences amplified with the generalist primers (OTU2). These OTUs were 

consistently identified in the roots of B. variegatum at all sites on the island, including sites where 

it was growing on different host trees (i.e., Tr, GE and some individuals at ML).  
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They were also detected at all dates (i.e., 2006, 2020 and 2021), and two of them (OTU2 and 

OTU3) had been already identified in the roots of this species at ML site by Martos et al., (2012). 

OTU1 and OTU3 in the Tulasnellaceae increased in frequency in the roots between 2006 and 

2021, while OTU2 in the Serendipitaceae showed the reverse tendency. However, these OTUs 

are associated with different ontogenic stages (see below), and the age of the B. variegatum 

individuals collected in 2006 could not be assessed. Furthermore, the limited number of samples 

collected in 2006 could explain some of these differences (e.g., the absence of OTU1 at BB or Ed 

sites in 2006). Overall, these results suggest that there is little or no variation of the root 

colonization over years at the population scale. Seasonal variations (i.e., dry versus wet season) 

could not be assessed because of the lack of data for samples collected in 2006, and because 

samples in 2020 and 2021 were collected at the same season.   

 

Table 2 Fungal strains isolated from root sections of Bulbophyllum variegatum in La Réunion island (in 
2021) and associated taxonomy BLAST on GenBank database. *Two strains were isolated from a 
previous sampling campaign in 2020 February at Langevin, near ML.  
 

 

 

Overall, these results suggest that B. variegatum is a specialist in its mycorrhizal interactions, as 

already demonstrated for other epiphytic orchids (e.g., Rammitsu et al., 2019). Shefferson et al., 

(2019) proposed that orchids are often apparent generalists, meaning that they specifically interact 

with few partners while interacting more opportunistically with other fungi. Here, some other 

rhizoctonias OTUs were detected in the roots of few individuals, such as OTU11 (Tulasnellaceae; 

9 individuals), OTU31 (Serendipitaceae; 18 individuals), or OTU39 (Tulasnellaceae;  4 

individuals), suggesting that less specific, opportunistic associations may be possible (Rammitsu 
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et al., 2020). For instance, the OTU39 belonged to a clade of Tulasnellaceae known to form 

mycorrhizas in several epiphytic orchids of lowland rainforests in La Réunion (Martos et al., 

2012), suggesting that it might be frequent in the environments where B. variegatum thrives.  

Yet, the three main mycorrhizal partners identified in this study were not detected in the roots 

of other orchid species at the scale of the whole island by Martos et al., (2012). Furthermore, only 

the OTU1 had been found to colonize the roots of few epiphytic orchids growing on a single tree 

(Nuxia verticillata) in the ML forest, among a total of 6 investigated trees (Petrolli et al., 2022). 

This suggests that they might be a reciprocal specialization between the orchid and its mycorrhizal 

fungi, at least those colonizing the early developmental stages.  

 

Root non-mycorrhizal endophytic fungi 

 

Apart from mycorrhizal fungi, the roots of B. variegatum were mainly colonized by endophytic 

fungi belonging to Ascomycota, mainly Helotiales, Hypocreales and Capnodiales. Interestingly, 

some of them were consistently found at each site, suggesting that they could have a role, either 

positive or negative, for the plant. For instance, OTU6 in the Helotiales was found in at least 

50% of the investigating roots at each site while OTU21, an Ophiocordycipitaceae (in the 

Hypocreales) was found in >20% of them.  

Helotiales are current orchid root endophytes (e.g., Herrera et al., 2010; Oliveira et al., 2014; 

Cevallos et al., 2018; see also Selosse et al., 2022), including in Bulbophyllum species (Calvert, 

2017) and are part of the dark septate endophytes (DSE; Mandyam & Jumpponen, 2005) 

complex. DSE are known to promote plant growth (Newsham, 2011), to mediate nutrient 

absorption by the roots (Wu et al., 2021) as well as stress resistance (Li et al., 2018) and often co-

occur in plant roots with mycorrhizal fungi (Mandyam & Jumpponen, 2005), including in 

epiphytic plants (Leroy et al., 2021). Very recently, a DSE strain has been demonstrated to form 

coiled structures in root cells of the epiphytic orchid Coelogyne viscosa and to enhance seedling’s 

growth and resistance to drought in vitro (Liu et al., 2022). While Helotiales are also frequent 

mycorrhizal partners in Ericaceae (Smith & Read, 2008), their ability to form proper mycorrhizas 

in orchids has yet to be proven. Still, whether DSE can act as frequent beneficial mycorrhizal or 

endophytic fungi in the roots of orchids, including in B. variegatum, should be investigated in the 

future (Liu et al., 2022). Unfortunately, no fungal strain corresponding to an abundantly retrieved 

Helotiales could be isolated here and included in the germination experiment. 
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Ophiocordycipitaceae have also been found endophytically in other plants (Gazis et al., 2014), 

including the OTU21 which was identical to a Tolypocladium sp. retrieved in the roots of 

Dendrobium sinensis by Wang et al., (2017). Yet, their potential role in plant function have so far 

not been investigated.  

 

Evolution of communities during ontogeny 

 

In a recent study, Ventre Lespiaucq et al., (2021) have demonstrated that the mycorrhizal 

composition of protocorms and young seedlings often differ from that of conspecific adults. 

Several patterns of evolution were documented, with both partner gains and losses. In this study, 

although we could not find any protocorm (i.e., young seedlings with no leaf) in situ, we found 

very young leafy seedlings at one site, allowing us to investigate the mycorrhizal communities of 

this species at early developmental stages. Results showed that they were colonized by the same 

three OTUs of rhizoctonias (OTU1, OTU2 and OTU3) as adults, suggesting at first sight no 

turnover during ontogeny in this symbiosis, at least regarding key fungal partners (Rammitsu et 

al., 2019). Yet, when investigating the evolution of their abundances in roots against the leaf 

length of their orchid’s host as a proxy of their age, we found two distinct patterns. While the 

OTU1 was increasingly abundant in the roots of older B. variegatum, the OTU2 and OTU3 

showed the opposite pattern. Accordingly, the youngest individuals were mainly colonized by 

OTU2 and OTU3. Even though this last tendency was observed considering a limited number 

of host trees, it was consistent between sites (Ed, Lg, but not BB), suggesting that it is robust. 

Therefore, OTU2 may be specifically necessary at the germinating stage, a pattern of specificity 

already observed in other orchid species (e.g., Bayman et al., 2016; McCormick et al., 2021). 

OTU2 and OTU3 might be progressively lost after germination and replaced by OTU1 and less 

frequent OTUs. According to (Ventre Lespiaucq et al., 2021), this scenario accounts for total or 

partial replacement of mycorrhizal partners.  

Accordingly, we found no net positive effect of the strains ST3 and ST5 (similar to OTU1) on 

seed germination rates compared to other mycorrhizal fungi tested (i.e., Tulasnellaceae isolated 

from other orchid species). This could suggest either that the early germination (i.e., before 

appearance of rhizoids) is non-specific regarding members of the Tulasnellaceae or that these 

strains do not effectively promote the germination of B. variegatum’s seeds. Unfortunately, fungal 

strains corresponding to OTU2 and OTU3 could not be isolated on FIM medium despite several 
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attempts. Hence, given that the growth rate of the germinating seeds was very low (no leaf after > 

100 days; data not shown) even in the positive controls, we hypothesize that we have not 

successfully isolated the mycorrhizal partners required for germination yet, and that mycorrhizal 

fungi isolated from adult roots do no necessary promote seed germination (Meng et al., 2019).  

 

Considering other fungi, they were not or scarcely retrieved in the roots of young seedlings, but 

rapidly increased in frequency during ontogeny (especially Helotiales), suggesting that they are 

not necessary during germination (consistently with the germination experiment).  

 

Despite this fungal turnover during ontogeny, variance partitioning showed that fungal 

communities were mainly explained by the identity of the host tree rather than by Bulbophyllum’s 

age. This suggests that apart from few fungal partners (including the main mycorrhizal ones) that 

are selected and/or retained by the plant, fungal communities rapidly become a subset of the 

fungi available on the bark of the host tree (with poor selection) during the growth of the 

seedlings.  

 

Implications for the distribution of B. variegatum  

 

Overall, these results suggest that endophytic fungal communities of B. variegatum are poorly 

variable across the island, especially regarding OMF. This suggests the presence of a core OTU 

inside the roots of this species (Cevallos et al., 2017), which encompasses only three main 

mycorrhizal partners, but also endophytic fungi in the Helotiales. Accordingly, the distribution 

of OTU2 (Serendipitaceae) and perhaps OTU3 (Tulasnellaceae) should constrain the 

germination of B. variegatum seeds, even though their role during germination has to be 

confirmed.  

 

Future studies could investigate the distribution of these OTUs on different tree species to see 

whether they are responsible for the host tree preference observed in this orchid species 

(Tremblay et al., 1998; Gowland et al., 2013; Pecoraro et al., 2021).  

Furthermore, B. variegatum is also found in Madagascar (env. 800 km from La Réunion). As 

orchids’ preference for their host trees can be variable across regions (e.g., Mújica et al., 2018), 
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future studies should also investigate the distribution of B. variegatum and its fungal partners in 

this island.  
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Supporting information  
 
Supporting information of Article III can be accessed at the following link (GitHub):  
 
https://github.com/PetrolliR/OrchMyco_SupMat.git 
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Article III – Figures annexes  
 
 
Figure A7.1 Leaf isotopic content of Bulbophyllum variegatum and co-occurring species (three 
replicates each).  All the leaves come from a single 10x10m plot at the ML site. The isotopic 
composition of B. variegatum is δ15N = -5.93 ± 0.92 ‰; δ13C = -33.95 ± 1.32 ‰). AerAra, 
Aeranthes arachnites; AngMau, Angraecum mauritianum; BulInc, Bulbophyllum incurvum; BulPri, B. 
prismaticum; BulVar, B. variegatum; SyzJam, Syzigium jambos. 
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VIII. Application à la vanille cultivée 
 

 

Article IV. Mycorrhizal communities of Vanilla planifolia in an introduction area (La 

Réunion) under varying cultural practices  

 
 

 Cet article présente les résultats de l’étude des communautés fongiques et mycorhiziennes 

de la vanille cultivée (Vanilla planifolia G. Jackson) à la Réunion où elle a été introduite il y a deux 

siècles et y est aujourd’hui largement cultivée. Ce travail répond à une demande des cultivateurs 

locaux d’explorer les communautés microbiennes de la vanille réunionnaise et constitue 

l’opportunité d’exporter les compétences acquises pendant la thèse au domaine plus appliqué de 

l’agriculture. 

 

La vanille est une orchidée lianescente qui s’enracine à la fois dans le sol et sur l’écorce 

des arbres hôtes. Aussi, son étude dans le cadre de cette thèse permet également de faire le lien 

entre les espèces d’orchidées strictement épiphytes, et celles strictement terrestres peu abordées 

ici. L’échantillonnage réalisé permet de répondre à deux grandes questions concernant les 

communautés mycorhiziennes de la vanille : (i) quels sont les partenaires mycorhiziens de la 

vanille hors de son aire d’origine (Amérique Centrale) ? et (ii) qu’elle est l’influence des pratiques 

culturales sur les communautés fongiques de la vanille ?  

 

 Les résultats montrent que la vanille (Vanilla planifolia, la principale espèce étudiée ici) 

s’associe principalement à des rhizoctonias (Tulasnellaceae et Ceratobasidiaceae) comme décrit 

en Amérique Centrale. Ceux-ci semblent constituer un assemblage entre des rhizoctonias 

également détectés en Amérique Centrale dans des racines de vanilles, des rhizoctonias 

généralistes d’orchidées indigènes de l’île de La Réunion, et des rhizoctonias non identifiés 

jusqu’alors. De plus, les pratiques culturales étudiées ici ont une influence sur les communautés 

fongiques totales et mycorhiziennes, soulevant de nombreuses perspectives en termes 

d’aménagement des cultures.  

 

 Les données présentées ici reposent sur un échantillonnage effectué par Florent Martos 

en amont de la thèse (Août 2019). Les analyses moléculaires ont été réalisées par Chantal Griveau, 

Céline Bonillo et moi-même. J’ai enfin pris en charge l’analyse bio-informatique et statistique des 

données, ainsi que l’écriture du manuscrit, co-écrit avec Florent Martos. 
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Abstract 

 

The vanilla (Vanilla spp.) is one of the most valuable cultivated plants worldwide. As all orchids, 

vanillas form mycorrhizal associations with fungi in their roots, but their fungal partners have 

not been investigated outside their native geographic range in Central America. In this study, we 

investigated the whole fungal and mycorrhizal associations in Vanilla spp. plants (mainly V. 

planifolia, but also V. pompona), by sequencing the fungal ITS-2 marker in the terrestrial and aerial 

roots using a metabarcoding approach. We selected plants cultivated in three conditions (from 

low to high management) in one locality of La Réunion island (Indian Ocean), in order to test 

for a possible effect of cultivation practices on fungal communities. Results reveal that Vanilla 

spp. in La Réunion mainly associate with Tulasnellaceae and Ceratobasidiaceae but also with 

other putative mycorrhizal fungi such as Resinicium. Some of these fungi have been previously 

detected in Central America in the roots of vanilla plants, while some are also known to colonize 

the roots of several orchid species in La Réunion. Cultivation practices impacted both total fungal 

and mycorrhizal communities. Notably, mycorrhizal fungi were scarce in epiphytic roots, except 

in the more extensive cultivation mode (i.e., traditional cultivation in the understorey). Finally, 

mycorrhizal fungi showed no negative patterns of co-occurrence with putative pathogens 

(Fusarium, Colletotrichum). Overall, these results pave the way for future studies on the mycorrhizal 

communities of vanilla plants in the Indian Ocean where they have hitherto received little 

consideration. 
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1. Introduction  

 

Most plants associate with mutualistic fungi in their roots, forming chimeric organs called 

mycorrhizas (Brundrett & Tedersoo, 2018). Mycorrhizal associations allow nutrient exchanges 

between partners: plants provide carbon from photosynthesis to their fungal partner while the 

latter improve the hydro-mineral nutrition of their host (Smith & Read, 2008). In addition, 

mycorrhizal fungi enhance the plant defenses against biotic or abiotic stresses. Consequently, 

mycorrhizas are keystone associations in agricultural systems where they can increase yields 

(Zhang et al., 2019), control diseases (Jung et al., 2012) or even contribute to plant flavors (e.g. 

Copetta et al., 2006; Saleh et al., 2020).  

 

The vanilla (Vanilla spp.) is cultivated in nearly all tropical areas worldwide for its valuable spice. 

It originates from Central America where it has been cultivated in Mexico since the 1760s, but 

the most producing areas are now South Asia and old French colonies in the Indian Ocean: 

Madagascar and Mascaraing islands, including La Réunion where it has been successfully 

introduced in 1822 from plants cultivated in Paris, France (Bory et al., 2008a). 

Vanilla is an herbaceous perennial vine, rooting both in the soil and on the bark of trees. The 

most cultivated species in the Vanilla genus is Vanilla planifolia G. Jackson, but other species have 

been selected, such as V. tahitensis J. W. Moore or V. pompona Schiede, for their flavor or 

resistance to pathogens.  

 

The Vanilla genera belongs to the subfamily of the Vanilloideae, within the Orchidaceae family 

(Cameron & Molina, 2006; Givnish et al., 2015). Most of orchids form mycorrhizal associations 

with a polyphyletic group of fungi in the Basidiomycota, called the rhizoctonias, which encompass 

Serendipitaceae in the Sebacinales, and Tulasnellaceae and Ceratobasidiaceae in the 

Cantharelalles (Dearnaley et al., 2012). Additionally, numerous orchid species also interact with 

other Basidiomycota or to a lesser extent Ascomycota (Wang et al., 2021; Selosse et al., 2022). 

Orchid mycorrhizas are characterized by the presence of coiled, peloton-like structures formed by 

the fungi in the plant root cells. Notably, orchids produce minute seeds that lack reserve and can 
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only germinate with nutrient inputs provided in the nature by their mycorrhizal fungi (Smith & 

Read, 2008).   

In Vanilla, mycorrhizal fungi are mainly members of the Tulasnellaceae and Ceratobasidiaceae 

families, which have been found to frequently colonize both their terrestrial and epiphytic roots 

(Porras-Alfaro & Bayman, 2003, 2007; Johnson et al., 2021).  

Recent studies have also suggested novel mycorrhizal associations in Vanilla:  González-Chávez et 

al. (2018) suggested that Scleroderma fungi, known as ectomycorrhiza (ECM)- forming fungi, could 

form pelotons in root cells of V. planifolia in Mexico. In the same species, Johnson et al., (2021) 

revealed the presence of multiple fungal genera known to form mycorrhizal associations in other 

orchid species (Dearnaley et al., 2012), including some ECM-forming genera such as Inocybe or 

Russula.  

By contrast to other orchid subfamilies such as in the Epidendroideae or in the Orchidoideae, 

the mycorrhizal associations within the Vanilloideae have been poorly investigated. Several 

studies have demonstrated that mycoheterotrophic orchids in the Vanilleae tribe (within the 

Vanilloideae ; Givnish et al., 2015) associate with ECM-forming species (Okayama et al., 2012; 

Lee et al., 2015; Ogura-Tsujita et al., 2018). Additionally, the green orchid Isotria medeoloides in 

the Pogonieae tribe (Vanilloideae) has been found to be associated with fungi of the ECM-

forming Russulaceae family (Rock-Blake et al., 2017). In the evolutionary close Apostasioideae 

subfamily, association between the green orchid Apostasia japonica and ECM-related fungi in the 

Ceratobasidiaceae has also been demonstrated (Suetsugu & Matsubayashi, 2021). To what extent 

these patterns of associations with ECM-forming fungi are conserved within the basal families of 

orchids, including in the Vanilla genera, remains an open question.    

 

Previous studies have focused on Vanilla spp. plants in Central America, and mycorrhizal 

communities of cultivated vanillas outside their native geographic range have been largely 

overlooked. In particular, to our knowledge the mycorrhizal partners of vanilla plants have so far 

never been investigated in the Indian Ocean where it is yet largely cultivated. 

Yet, introduced plants may differ from natives in their mycorrhizal associations. Plant species that 

are generalist toward their mycorrhizal fungi may found new partners in the introduction area as 

hypothesized in orchids for Eulophia graminea. This species have a broad range of mycorrhizal 

fungi where it is invasive in Australia, while its fungal partners in China, where it originates, are 

unknown (Downing et al., 2020). Alternatively, species can maintain their fungal partners if they 
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are widespread and already present in the introduction area, as has been hypothesized for the 

orchid species Oeceoclades maculata (at germination stage) in North America (Bayman et al., 2016) 

or Disa bracteata in Australia (Bonnardeaux et al., 2007), or if they are introduced alongside with 

the plants (via seeds, plant parts or soil, as well documented in ectomycorrhizal Pinaceae;  Dickie 

et al., 2010, 2017). Co-introduction of mycorrhizal partners with fruits have been described in 

other plant families (through natural, pseudo-vertical transmission, Séne et al., 2018), but fruits 

of vanilla are assumed to be sterile and putative introduction of mycorrhizal partners in vanilla 

may more probably arise from vegetative plant part and/or substrate introduction. It has been 

hypothesized that Vanilla is a mycorrhizal generalist (Porras-Alfaro & Bayman, 2007), but whether 

Vanilla plants were introduced with their own mycorrhizal fungi or lately found new mycorrhizal 

partners remains unknown.  

 

Furthermore, cultivation practices of vanilla have been historically diversified (Hernández-

Hernández, 2011), ranging from cultivation on living trees in natural to semi-natural understories 

(traditional, low-managed), to dense cultivation on non-alive supports (wood fence or cement) in 

highly managed farms.  

In a recent study conducted in Mexico, Johnson et al. (2021) showed that mycorrhizal 

communities associated to Vanilla plants differed between cultivation practices (i.e., highly 

managed, traditional and wild natural). However, the study was conducted in four different farms 

distant from >50 km from each other’s, and these differences could have been due to spatial 

variations of fungal communities across the sites (Johnson et al., 2021). Still, by modulating 

nutrients inputs and/or plant protection, fungal communities including mycorrhizal fungi could 

influence vanilla growth, survival, productivity and even flavor across the different cultivation 

practices.  

Notably, vanilla is subjective to numerous plant diseases (Ab. Kadir et al., 2019 ; Hernández-

Hernández, 2011) including root and stem rot (by Fusarium oxysporum; Koyyappurath et al., 2016) 

and anthracnose (by Colletotrichum orchidophilum.; Charron et al., 2018). While several attempts 

of biocontrol of vanilla diseases by fungal strains have been made (e.g., Sandheep & Jisha, 2013), 

it remains unknown whether mycorrhizal fungi can modulate the presence and/or the expanse 

of these pathogens (Bayman et al., 2011). In a recent study, Mujica et al., (2020) evidenced that 

pathogens abundance in roots of the orchid Bipinnula fimbriata was negatively correlated with 

mycorrhizal colonization. Indeed, mycorrhizal fungi could inhibit either directly (e.g., through 
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allelopathy) or indirectly (e.g., through competition) other fungi including pathogens, as already 

documented in other mycorrhizal symbioses (Azcón-Aguilar & Barea, 1997). Members of the 

Ceratobasidiaceae family have also been shown to control the infection by Fusarium oxysporum in 

other plant crop systems (Muslim et al., 2003) but it is unknown whether the orchid mycorrhizal 

fungi in this family can have similar effects in orchids (Bayman et al., 2011).  

 

Using a metabarcoding approach, we studied the fungal communities, with a focus on 

mycorrhizal fungi, of Vanilla spp. plants cultivated under several cultivation practices in one 

locality in La Réunion island. These cultivation practices included a traditional culture in the 

understory, an open-field culture with planted trees and an intensive culture under shade house 

using wood dead fence as support for vanilla growth.  

Given that the majority of vanilla plants of La Réunion appear to come from a single introduction 

event from plants introduced and cultivated in Europe (Bory et al., 2008b,a), we first hypothesized 

that Vanilla spp. in La Réunion should form mycorrhizal associations with fungi already present 

on the island. Second, according to the pioneer work of Johnson et al., (2021) in Mexico, we 

hypothesized that these mycorrhizal communities should vary across cultivation mode, with a 

richer community in low managed versus highly managed practices. Third, we hypothesized that 

mycorrhizal fungi of Vanilla spp. should compete, and therefore negatively co-occur, with fungal 

pathogens such as Fusarium sp. or Colletotrichum sp.  

 

2. Materials and Methods 

 

Sampling sites  

 

The study was conducted in Sainte-Suzanne, in the north of La Réunion French oversea island 

(Indian Ocean) and included three cultural practices. Two of them (shade house and openfield) 

are located within the same farm and the third one (understorey) is located at a spatially close site 

(<2.5 km; Fig. 1). In the farm, two experimental cultural practices have been set up. In the shade 

house (SH), vanilla accessions belonging to V. planifolia and V. pompona grow with either one of 

the two following sources of organic matter: bagasse (sugarcane waste material) or dead leaves 

collected in a litchi orchard. The supports for epiphytic roots are wood dead fences. In the 

openfield (OF), vanilla plants are densely and regularly planted without shading but they grow 
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on Jatropha curcas living trees whose leaves somewhat provide shade. At the base of the trees, 

vanilla plants root into coconut fibre covering the soil. Vanilla vines growing in the farm (i.e., SH 

and OF) are regularly controlled for pathogenic symptoms and managed to adopt a dense, 

‘looping’ growth (Fouché & Jouve, 1999). The vanilla plants in the understorey (US) grow on the 

riverbank in a secondary forest populated by various exotic trees including Calophyllum sp., 

Cordyline sp., Dracaena sp., Psidium cattleianum and Mangifera indica. These plants are poorly 

managed and not controlled for pathogenic symptoms.  

 

 

Figure 1 Experimental design. Sampling was performed in the Sainte-Suzanne, in the north of La Réunion 
island (top-left panel). On each vanilla vine (ind.) 8 terrestrial roots were analysed at four cardinal points, 
and when possible, 2 epiphytic roots were analysed at two heights on the support (bottom-left panel).  

 

Root sampling procedure and molecular analyses 

 

All the vanilla roots were collected in August 2019. A total of 24 individuals growing in the shade 

house were selected, half of them growing on bagasse and the other half growing on dead leaves. 

Sixteen (eight of which were fully processed) distant terrestrial roots were sampled in each 

individual (Fig. 1), and for 12 individuals (8 growing in bagasse and 4 growing in dead leaves), 

- 12 ind.

Substrate: forest soil

Support: diverse trees

à 110 samples

- 12 ind.

Substrate: coconut litter

Support: Jatropha curcas

à 110 samples

- 12 ind.
Substrate: bagasse
- 12 ind.
Substrate: dead leaves

Support: wood fences

à 216 samples
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four (two of which were fully processed) epiphytic roots in contact with the substrate were 

additionally sampled on wood fences. Eleven individuals were selected in the two remaining 

cultivation practices (i.e., openfield and understorey) and for each one of them, 8 terrestrial and 

2 epiphytic roots were collected and fully processed as previously. This resulted in a total of 436 

root samples (i.e., 216 in the shade house, 110 in the openfield and 110 in the understorey). The 

roots were conserved at 4°C until molecular analyses.  

 

Each root (ca. 2 cm) was carefully cleaned using sterile water. For each one of them, a healthy, 

peloton-containing (when possible) portion was selected. The selected root portions were quickly 

frozen into liquid nitrogen and then grinded using a TissuLyser II (Qiagen) with one sterilized 

tungsten bead per tube, a small amount of grains of Fontainebleau’s sand and the half volume 

(200 µL) of lysis buffer (DNeasy® Plant Mini Kit; Qiagen). Genomic DNA was then extracted 

using the same kit following the standard procedure.  Each sample was amplified by PCR using 

two sets of primers amplifying the internal transcribed spacer 2 (ITS2) of the ribosomal DNA: 

the fungal generalist primers ITS86-F/ITS4 (White et al., 1990) to amplify most of the Asco- and 

Basidiomycota and the specific primers 5.8S-OF/ITS4-Tul (Vogt-Schilb et al., 2020) to specifically 

target the Tulasnellaceae family which is commonly found in association with vanilla roots 

(Porras-Alfaro & Bayman, 2007) but does not amplify with generalist primers (Johnson et al., 

2021; Rammitsu et al., 2021). Each PCR amplification was conducted with both forward and 

reverse tagged primers (Petrolli et al., 2021). Positive (mock fungal community) and negative 

(ultrapure water) controls were included in the PCR plates, as well as tagging system negative 

controls to assess cross-contamination during PCR trials, library preparation, or sequencing 

(Hornung et al., 2019; Zinger et al., 2019). Each PCR was performed in 25 µL containing 0.2mM 

each dNTP, 0.4µM each primer, 1 unit AmpliTaq Gold® 360 DNA Polymerase (Thermo Fisher 

Scientific), 1X AmpliTaq Buffer supplied with MgCL2 and 1.5µL template DNA, using the 

following program:  initial denaturation 10 min at 95°C; 35 cycles of denaturation 30s at 95°C, 

annealing 30s at 56.5°C (ITS86-F/ITS4) or 52°C (5.8S-OF/ITS4-tul), and elongation 30s at 72°C; 

final elongation 12 min at 72°C. Each PCR was loaded on agarose gel for visualization of the 

amplicons, then purified using the NucleoMag® NGS Clean-up and Size Select (Macherey-Nagel) 

and quantified by fluorescence using the QubitTM dsDNA High-Sensitivity (InvitrogenTM). All 

amplicons were then mixed equimolarly in two pools (on for each set of primers) and then 

sequenced with an Illumina MiSeq platform at Fasteris (Geneva, Switzerland).  
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Bioinformatics and OTUs selection 

Paired reads from 2*250bp Illumina sequencing were processed as in (Perez-Lamarque et al., 

2022) using a customed pipeline based on VSEARCH (Rognes et al., 2016). Briefly, paired-end 

reads were assembled using the fastq_mergepairs function using default parameters. Assembled 

reads with more than two errors in the alignment were discarded. The resulting assembled reads 

were assigned to samples according to their tag+primer sequences using CUTADAPT (Martin, 

2011) allowing zero discrepancies. Tag-jumps (Zinger et al., 2019) was estimated at this step and 

represented less than 0.2% of the reads. Operational Taxonomic Units (OTUs) were clustered 

using a 97% similarity threshold with VSEARCH algorithm and chimeras were removed at this 

step using the uchime_denovo option of VSEARCH. OTUs were taxonomically assigned using the 

usearch_global option of VSEARCH with default parameters on the UNITE V8.3 (2021-05-10) 

eukaryotes reference database (Nilsson et al., 2015) and named after their abundance in the global 

dataset. Singletons and short OTUs (< 200bp) were removed before OTU table building. Non-

fungal OTUs and OTUs abnormally detected in the positive and negative controls were also 

discarded from the dataset, as well as OTUs identified as contaminants by the decontam R-

package with frequency method (Davis et al., 2018). Finally, based on the previously estimated 

tag-jumps rate, OTUs that represented less than 0.5% of the sample reads were set to 0, hence 

minimizing the impact of artefactual sequences and tag jumps. Samples with < 1000 reads were 

not considered in subsequent analyses.  

Phylogenetic analyses 

In order to compare the mycorrhizal (i.e., in the Tulasnellaceae, Ceratobasidiaceae and 

Sebacinales) and pathogenic (i.e., Fusarium and Colletotrichum) OTUs of this study with fungi 

previously identified in the literature, including in vanilla plants, we used a phylogenetic 

approach using ITS sequences available on GenBank. As the representative sequences obtained 

in this study were short due to Illumina technology constrains (< 500bp), we first aligned the 

sequences from GenBank using MAFFT with default parameters and then added the 

representative sequences of OTUs using the same algorithm (--add option). The alignments were 

then trimmed using trimAl v1.2. in order to keep only informative regions. Trees were built using 

IQTREE 2.1.3 with standard model selection and using the first alignment as a constraint (-g 
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option) to add OTU representative sequences. Sequences from Weiß et al., (2016) were used to 

precise the phylogenetic position of OTUs in the Sebacinales. Sequences from Veldre et al., 

(2013), as well as few sequences manually selected were used to compare the phylogenetic position 

of our OTUs in the Ceratobasidiaceae with those from native orchids of La Réunion (Martos et 

al., 2012) and those from Vanilla spp. in Central America (Porras-Alfaro & Bayman, 2007). For 

the Tulasnellaceae family, we compared our OTUs with those of Martos et al., (2012), Porras-

Alfaro & Bayman (2007) and sequences retrieved from GenBank (best BLAST hits of the main 

OTUs’ sequences additionally with few other sequences manually selected). To determine the 

phylogenetic position of Fusarium and Colletotrichum OTUs, we used sequences from GenBank 

obtained from various plants including vanilla.  

 

Statistical analyses 

As they were amplified by two different pairs of primers, the read counts of the Tulasnellaceae 

and that of the other fungi were not comparable. Consequently, abundances were only 

considered for descriptive analyses, and presence/absence (1/0) data were rather used for the 

following statistical analyses.  

Variation in fungal communities between cultural practices (i.e., SH, OF and US) and root types 

(i.e., terrestrial versus epiphyte) were assessed using beta-diversity analyses. Beta-diversities between 

pairs of samples were calculated using the Jaccard index of the vegdist function in the VEGAN R-

package (Oksanen et al., 2013). Differences in fungal composition in the overall dataset were 

visually assessed through a Non-Metric Multidimensional Scaling (NMDS) using the metaMDS 

function of VEGAN. Statistical differences of fungal communities between the above-cited 

variables were tested using PERMANOVA (adonis function of VEGAN, 999 replications) 

In order to further identify mycorrhizal OTUs specific of cultural practices and/or root types, we 

performed an analysis of specificity using the multipatt algorithm of the INDICSPECIES package, 

specifying “r.g” method (9999 permutations; Dufrêne & Legendre, 1997). This function, based 

on correlation analyses, allows one to identify significant patterns of associations between species 

(i.e., fungal OTUs) and sites (i.e., cultural practices or root types).  
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The putative competition patterns between mycorrhizal fungi and pathogens were assessed using 

co-occurrence analyses. The network of co-occurrences was constructed by merging root samples 

of a same vanilla vine, keeping aerial and terrestrial roots separated. OTUs that were frequent in 

less than 20% of the resulting merged samples were discarded at this step. The frequency of each 

remaining OTU in the merged samples was used to evaluate patterns of co-occurrences using the 

spearman correlation index. P-values were computed by comparing each index with 1,000 

additional calculations for the same OTU-OTU interaction using randomized matrices obtained 

with the permatswap function of VEGAN. Only correlation index with corresponding p-value ≤ 

0.001 were considered as significant.  

 

3. Results 

 

3.1 Fungal communities of Vanilla spp. in La Réunion island 

 

The MiSeq Illumina sequencing generated a total of 19,530,449 raw reads. Bioinformatics 

analyses and removal of non-fungal OTUs or putative contaminants yielded to a total of 3,421 

fungal OTUs. After data filtering (i.e., read counts representing <0.5% of the sequencing depth 

in each sample set to zero) all positive PCR controls only retained the expected OTUs of the 

mock community, indicating that no contaminant OTU remained in the data. This yielded to a 

final set of 1,237 OTUs. Despite our dense sampling of vanilla roots, none of the rarefaction 

curves reached a plateau in the three cultivation practices (Fig. S1).  

 

The generalist ITS86-F/ITS4 set of primers yielded to a majority of Ascomycota (51.9%) and 

Basidiomycota (26.7%). Others OTUs (21.4%) were mainly unidentified fungi (Fig. S2A). The 

5.8S-OF/ITS4-Tul set of primers only amplified Tulasnellaceae (Fig. S2B).  

 

3.2 Mycorrhizal communities of Vanilla spp. in La Réunion island 

 

A total of 110 OTUs were considered as putative OMF based on the list provided by Dearnaley 

et al., (2012). The most abundant OTUs were members of the Tulasnellaceae (75 OTUs) and of 

the Ceratobasidiaceae (8 OTUs; Fig. 2). The Ceratobasidiaceae belonged to different clades (see 
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below) and were all considered as putative OMF. Sebacinales (14 OTUs) all belonged to the 

Serendipitaceae family.  

 

 

 

 

Figure 2 Composition of putative OMF communities amplified with the primers (A) ITS86-F/ITS4 and 
(B) 5.8S-OF/ITS4-Tul. (i) Cumulative relative abundances (RA) of the 40 most abundant OTUs in the 
whole dataset, (ii) cumulative RA at lower taxonomic rank. Main OTUs discussed in text are labelled.  

 



 

 168 

Our phylogenetic analysis showed that the main OTUs of Tulasnellaceae belonged to different 

clades (Fig. S3). The TUL1 belonged to the same clade as Tulasnellaceae previously isolated from 

Vanilla spp. in Central America or sequenced in the roots of orchids in La Réunion, but the 

closest matches with the corresponding sequences were 72/99.62 (cover/id) and 87/99.68, 

respectively, showing high identity but low coverage. At the contrary, blasts on GenBank showed 

that TUL1 was identical to an OTU detected in the roots of the Epidendroid orchid Geodorum 

eulophioides in China (KX387593.1) and very close to OTUs detected in the roots of the 

Orchidoid orchid Spiranthes sinensis (LC175324.1; cover: 100%, id.: 99.17) and Epidendroid 

Cymbidium goeringii (AB506842.1; cover: 99%, id.: 99.44%), both in Japan. TUL3 did not match 

any sequence on GenBank at a threshold of 97% and was not close of any sequence in our 

phylogenetic analysis. Among abundant OTUs, only TUL11 was unambiguously (i.e., with high 

coverage) close to sequences previously detected in La Réunion in the roots of terrestrial orchids, 

both epidendroid and orchidoid (JF691481.1; cover: 100%, id.: 99.45%). TUL11 and TUL14 

both belonged to clades encompassing sequences of fungal strains isolated from Vanilla spp. in 

Central America and both OTUs showed high identity (id. > 98%) but low coverage (< 85%) 

compared to them. TUL19 formed a clade with sequences from La Réunion (e.g., JF691532; 

cover: 100%, id: 97,16). Other less abundant OTUs such as TUL183 or TUL365 also clustered 

with sequences from La Réunion but TUL183 was only present in 4 samples of vanilla roots 

while TUL365, detected in 19 samples, was only found at very low read-count level in each one 

of them.   

 

The two abundant OTUs of Ceratobasidiaceae (CER9 and CER15) were not detected in previous 

studies in La Réunion (Fig. S4). Only one Ceratobasidiaceae with scarce distribution (CER254) 

had been already detected in the roots of the terrestrial epidendroid orchid Corymborkis corymbis 

(JF691537; cover: 100, id.: 99.37) on this island. No OTU of Ceratobasidiaceae was found to be 

close (i.e., id. > 97%) of sequence previously identified in vanilla plants in Puerto Rico. 

 

Regarding other putative OMF OTUs, Serendipitaceae were not frequent in vanilla roots and 

only one scarce OTU (OTU243, detected in six samples) matched, at a threshold of 97%, an 

OTU already detected in orchid roots on the island (JF691296.1; cover: 100%, id.:100%). One 

OTU of Resinicium (RES25) was abundant in the terrestrial roots of vanilla plants cultivated in 

shade house (Fig. S6-S7), colonizing 19 root samples, among which 18 were terrestrial, and 17 
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were in the bagasse substrate, representing up to 67% of these sample’s reads. It was identified as 

R. saccharicola (KY995328.1; cover: 100%, id.: 99.66%). Other putative OMF OTUs were scarce 

in samples and not abundant in the overall dataset.  

 

 

 

 
Figure 3 Non-Metric Multidimensional Scaling (NMDS) analysis of fungal communities colonizing the 
roots of Vanilla sp. considering (A) all OTUs and (B) putative OMF OTUs. Symbols are coloured 
according to the culture condition and shapes refer to the position of the sampled roots (terrestrial versus 
epiphytic). All roots belonged to V. planifolia except those marked by an asterisk which belonged to V. 
pompona. In panel B, four samples with distant OMF communities were removed to improve visualization. 
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3.3 Fungal communities across cultural modes and root types 

 

Rarefaction curves showed that when considering equal sampling effort between cultural 

practices, vanilla roots in the understorey harbored the richest overall fungal community while 

plants cultivated in the openfield or in the shade house showed equal fungal richness (Fig. S1). 

Total fungal communities segregated between cultural practices (PERMANOVA, F = 9.686, R2 

= 0.043, p = 0.001) and root type (terrestrial versus epiphytic; F = 7.319, R2 = 0.049, p = 0.001; 

Fig. 3A and Table 1). Notably, roots of V. pompona and V. planifolia, both cultured in the shade 

house, did not segregate in the NMDS visualisation (Fig. 3A).  

 

Contrary to the overall fungal communities, the roots of vanilla cultivated in the openfield 

harbored more diverse putative OMF communities than those cultivated in shade house or in 

the understorey at equal sampling depth (Fig. S1). Considering OMF, samples still segregated by 

cultural practices (F = 18.800, R2 = 0.103, p = 0.001) but not by root type probably due to low 

colonization of epiphytic roots (F = 1.515, R2 = 0.008, p = 0.093; Fig. 3B and Table 1). Roots of 

V. pompona harbored the same main OMF OTUs than those of close individuals of V. planifolia 

in the shade house, and samples of the two species did not segregate in the NMDS visualization 

(Fig. 3B).  

 

Table 1 PERMANOVA results for total and putative OMF fungal communities regarding cultivation 
mode (Cm) and root type (terrestrial versus epiphytic; Rt). The formula used in the models was: X ~ Cm + 
(Cm / Rt) where Rt is nested into Cm. Significant p-values are bolded. Df, degree of freedom. 
 

 

 

We observed no clear difference in rhizoctonia composition at the family level between cultural 

practices (Figs. 4, S6-7). At the OTU level, the analysis of specificity between OTUs and cultural 

practices showed that the main OTU of Tulasnellaceae (TUL1) was not specific of any cultural 

Fungal guild Variable Df F value R2 P-value

Total Cultivation mode 2 9.686 0.043 0.001

Cultivation mode : root type 3 7.319 0.049 0.001

Putative OMF Cultivation mode 2 18.800 0.103 0.001

Cultivation mode : root type 2 1.515 0.008 0.093
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condition whereas TUL3 specifically colonized the roots of vanilla plants in the understorey (Fig. 

S8). The OTUs CER9 and CER15 were restricted to the understorey and the shade house, 

respectively. The Resinicium OTU (RES25) was only found in the terrestrial roots or vanilla plants 

cultivated in the shade house especially in bagasse (Figs. S7-8).  

 

The epiphytic roots of vanilla plants were hardly colonized by OMF OTUs in the shade house or 

in the openfield whereas an epiphytic OMF colonization was detected in the understorey (Figs. 

4, S1). Overall, only 5.5% of the OMF OTUs were specific to the epiphytic roots compared to 

the 21.8% of the overall fungal community (Chi-squared = 15.631, df = 1, p < 0.001; Fig. 5). 

Considering the understorey only, OTUs specific to the epiphytic roots represented 20.0% of 

the OMF OTUs (Fig. S9) at this site. 

 

 

 

Figure 4 Fungal composition of Vanilla spp. roots considering (A) putative OMF families and (B) known 
pathogens. The height of each bar represents the cumulative frequencies of each OTUs in samples. SH, 
shade house; OF, openfield; US, understorey; E, epiphytic; T, terrestrial.  
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3.4 Fungal pathogens of Vanilla spp. in La Réunion island 

 

Fusarium fungi were abundant in the roots of Vanilla spp. led by one OTU (FUS2) representing 

7.0% of the sequences retrieved with the ITS86-F/ITS4 primers and colonizing 38.6% of the 

root samples. Based on a phylogenetic approach, it was identified as F. oxysporum (Fig. S5). Other 

less abundant Fusarium OTUs belonged to the clades of F. solani (4 OTUs), F. fukikuroi (1 OTU) 

or unidentified clades (4 OTUs).  

Although 5 OTUs of Colletotrichum could be detected in the dataset, they were all scarce and 

none of them was identified as C. orchidophilum (Fig. S5).  

 

 

 
Figure 5 Venn diagrams showing the numbers of fungal OTUs exclusive or shared between terrestrial and 
epiphytic roots of Vanilla spp. in the whole dataset, considering (A) putative OMF families and (B) all 
fungi. The same tendencies were observed in each cultivation practice (Fig. S9).   
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Figure 6 Fungal co-occurences in Vanilla sp. roots. (i) Significant (A) positive or (B) negative co-occurences 
are represented by links between fungal taxa. The width of each link is proportional to the number of co-
occurring OTUs. (ii) Spearman values of the first ten (A) positively or (B) negatively co-occurring OTUs 
and associated taxonomy.  
 
 

3.5 Fungal co-occurrence 

 

No apparent sign of antagonism between putative OMF fungi and pathogens of vanilla plants 

were observed at the family level (Fig. 4) even when considering relative abundancies (Fig. S6). 

To investigate this tendency at the OTU’s level, we analysed the co-occurrence of OTUs which 

showed that OMF OTUs significantly and positively (and to a lesser extent negatively; 14.8% of 
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the interactions) interacted with several fungal OTUs but not with Fusarium or Colletotrichum 

fungi (Fig. 6). Main significant positive co-occurrences were between Tulasnellaceae OTUs while 

no strong negative interaction (i.e., < -0.6) was detected in the whole dataset.  

 

4. Discussion 

 

4.1 OMF communities of Vanilla spp. in La Réunion island 

 

Using a high-throughput sequencing approach, we identified a total of 1,237 fungal OTUs in the 

roots of vanilla plants cultivated in La Réunion island (Sainte-Suzanne).  Among them, 110 were 

identified as putative OMF. They were mainly represented by the Tulasnellaceae family (75 

OTUs, 68%), which may be explained by the use of the specific primers 5.8S-OF/ITS4-Tul. 

However, specific primers are required to amplify this family (Rammitsu et al., 2021), including 

in vanilla roots (Johnson et al., 2021). The Ceratobasidiaceae were the second most frequent and 

abundant OMF (8 OTUs, 7%), and other putative OMF families were both less frequent and 

abundant in the vanilla roots investigated here. These results are in line with previous studies of 

the mycorrhizal communities of vanilla in Central America (Porras-Alfaro & Bayman, 2003, 

2007; Johnson et al., 2021), and suggest that the main mycorrhizal partners of vanilla in La 

Réunion are also Tulasnellaceae and Ceratobasidiaceae. Additionally, given that OTUs of these 

two families both had large phylogenetic breadth, the assumption by Porras-Alfaro & Bayman, 

(2007) that Vanilla planifolia is a mycorrhizal generalist seems confirmed in our study.  

 

In addition with rhizoctonia fungi, orchids can form mycorrhizas with a large range of Asco- and 

Basidiomycota which may be saprotrophic or also form ectomycorrhizas in other plants 

(Dearnaley et al., 2012; Wang et al., 2021; Selosse et al., 2022). Although a recent study conducted 

in Mexico by González-Chávez et al., (2018) suggested that Scleroderma fungi could also form 

pelotons in the roots of V. planifolia, we did not found any Scleroderma in the investigated roots. 

In another study, Johnson et al., (2021) detected in the roots of vanilla plants a large diversity of 

putative OMF, both saprotrophic (e.g., Mycena) or ectomycorrhizal. In our study, we did not detect 

any ectomycorrhizal fungi according to previously identified ectomycorrhizal fungal genera or 

clades inside rhizoctonias families (Bidartondo et al., 2003; Veldre et al., 2013). Still, we cannot 

exclude that one or several of the OTUs detected in this study can, at least in certain habitats, 
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act as ectomycorrhizal fungi, including for those a priori classified as rhizoctonias (Yagame et al., 

2012; Suetsugu & Matsubayashi, 2021). Further studies are thus needed to assess whether the 

results of Johnson et al., (2021) can be extended to La Réunion island.   

 

Regarding saprotrophic fungi, we found a very scarce colonization of vanilla roots by Mycena fungi 

which was unlikely to form mycorrhiza in the plant cells. However, we also detected an OTU of 

Resinicium (RES25, Hymenochaetales) identified as Resinicium saccharicola Nakasone (Nakasone, 

2000), which was abundant in the terrestrial roots of vanilla plants cultivated in shade house on 

bagasse substrate. Resinicium are leaf litter-decaying fungi, but some members are also known to 

form mycorrhizal associations in myco-heterotrophic orchids in the genus Gastrodia, including in 

La Réunion (Martos et al., 2009). This is the first occurrence of R. saccharicola in La Réunion 

island which has probably been introduced with the bagasse substrate as this species is known to 

decompose sugarcane leaf litter in Asia (Miura et al., 2015). Given that this substrate is commonly 

used to cultivate vanilla worldwide, the ability for R. saccharicola to form mycorrhizas in vanilla 

roots could have implications in vanilla cultivation. It will be necessary to verify whether this 

fungus is able to symbiotically associate with vanilla roots and transfer nutrients from sugarcane 

residues, or whether it colonizes the roots in a more passive way. Hence, future work should 

investigate the mycorrhizal status of R. saccharicola in vanilla roots using microscopic technics.  

 

4.2 What is the origin of OMF fungi in Vanilla plants of La Réunion? 

 

Studies on vanilla mycorrhizas have been mainly conducted in Central America (Porras-Alfaro 

& Bayman, 2003, 2007; González-Chávez et al., 2018; Johnson et al., 2021) where the main 

cultivated Vanilla species originate. In our study conducted in La Réunion island (Indian Ocean), 

none of the Ceratobasidiaceae were close to mycorrhizal fungi previously identified in vanilla 

plants in Central America. At the contrary, the most abundant Tulasnellaceae (TUL1) belonged 

to the same clade as several sequences retrieved from Porras-Alfaro & Bayman, (2007) in Central 

America. The coverage between our OTU’s sequences and the sequences identified in the latter 

study was low due to the use of different reverse primers (ITS4-Tul in this study as in Martos et 

al., 2012, and Tul4, located upstream of ITS-Tul, in Porras-Alfaro & Bayman, 2007). Yet, the 

sequences only presented 1 mismatch in their overlapping region, suggesting that they are similar. 

Regarding TUL11 and TUL14, identities between sequences were low, suggesting that they are 
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different fungi from those identified in Central America. Overall, even though further studies 

are needed using full ITS sequencing, we propose that vanilla plants of La Réunion can form 

mycorrhizas with the at least some fungi (or closely relatives) also found in Central America. 

Whether these fungi were introduced alongside with vanilla plants or independently show a 

worldwide distribution remains in question. Only one successful introduction of vanilla plants 

in La Réunion has been documented (Bory et al., 2008a), and even though other introduction 

events cannot be excluded, it may not have been sufficient to co-introduce all the fungal partners 

retrieved here.  

Rather, the putative OMF identified here could be already present on the island. For instance, 

TUL1 or TUL11 both belonged to the same clades as sequences identified in orchids of La 

Réunion by Martos et al., (2012). TUL1 was close to sequences of fungi retrieved in the roots of 

orchidoid, terrestrial orchids from the South of the island (Habenaria, Platylepis) while TUL11 

was close to sequences previously identified in the roots of several terrestrial epidendroid and 

orchidoid orchid species distributed on the island, suggesting that they form a generalist fungal 

clade. By contrast, one OTU (TUL3) could not be related to any sequence from Genbank, 

suggested that the vanilla plants studied here could also be colonized by specific and so far 

unknown Tulasnellaceae. As La Réunion island does not host any endemic orchid within the 

Vanilloideae, future studies could verify whether such fungal partners also occur in the roots of 

other vanilloid orchids in the Indian Ocean (e.g., in Madagascar).  

 

4.3 Impact of cultural practices on fungal communities of vanilla 

 

In a recent study conducted in Mexico, Johnson et al., (2021) suggested that cultural practices 

could influence fungal communities of vanilla, including OMF. However, this study was 

conducted at four sites distant of > 50km from each other and the authors could not exclude that 

the observed differences were due to spatial effects. In our study conducted in an area of < 2.5km, 

we confirmed that cultural practices do influence fungal and mycorrhizal communities of vanilla 

plants.  

Rarefaction curves showed that fungal communities were richer in the understorey (i.e., low-

managed farm) compared to shade house and openfield. Comparisons of richness between 

epiphytic and terrestrial roots were limited by different sampling sizes, but epiphytic roots in the 

understorey seem to host a richer fungal community than terrestrial roots.  
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When considering putative OMF only, epiphytic roots were hardly colonized except in the 

understorey. However, vanilla plants growing in the shade house or in the openfield both rooted 

epiphytically on exotic trunks, i.e., dead wood fence of Pinaceae and Jatropha curcas 

(Euphorbiaceae) trees, respectively. The chemistry of these tutors (e.g., latex produced by J. curcas; 

e.g., Igbinosa et al., 2009) might be responsible for this low colonization. When considering all 

sites, the majority of OMF fungi detected in the epiphytic roots of vanilla plants (i.e., in the 

understorey) were also detected in terrestrial roots (including in the farm), meaning that they may 

not be specific of the epiphytic environment. Indeed, mycorrhizal fungi might grow from the soil 

onto the tutors’ bark and colonize epiphytic roots. For instance, CER9 was shared between the 

terrestrial and epiphytic vanilla roots in the understorey. As it was not similarly shared in other 

cultivation practices, it also suggests that the substrate could limit the growth of some fungi in 

aerial parts. Yet, the low colonization by OMF of vanilla epiphytic roots has already been 

demonstrated by using microscopy (Porras-Alfaro & Bayman, 2007) or sequencing (Johnson et 

al., 2021) and might also be a property of this species.  

 

The putative OMF communities also varied between cultivation practices, including between 

different substrate types in shade house, even though the composition at the family level was 

similar. For instance, the Resinicium RES25 was almost exclusively detected in the roots of vanilla 

in bagasse (see above). The putative OMF communities were richer in the openfield (coconut 

litter) compared to the shade house (bagasse or dead leaves litter) and understorey (forest soil).  

The variation of cultivation practices could then favor OTUs with complementary niches as 

exemplified in the Ceratobasidiaceae family in which the two main OTUs were specific of the 

shade house and of the openfield and understorey, respectively. Different mycorrhizal fungi could 

provide different services to plants, for instance by providing direct protection against pathogens 

(see next section). Alternatively, they could exploit different nitrogen sources (Nurfadilah et al., 

2013), and participate to the diversification of vanilla’s production systems. Hence, future works 

could aim at determining the ecological properties of these fungi, for instance by isolating them 

or by using in situ transcriptomic approaches. Here, we tested for a competition effect between 

the putative OMF and the fungal pathogens communities of vanilla plants. 
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4.4 Interactions between mycorrhizal fungi and other fungi 

 

Fusarium and Colletotrichum fungi have been identified as vanilla pathogens in several countries 

worldwide (Koyyappurath et al., 2016; Charron et al., 2018; Ab. Kadir et al., 2019).  

C. orchidophilum is the causal agents of the Anthracnose and the black spot disease in vanilla 

(Charron et al., 2018; Ab. Kadir et al., 2019), and mainly affects leaves or fruits where it is often 

associated with C. arxii (Charron et al., 2018). Indeed, many species of Colletotrichum can be both 

endophytes and pathogens in plants (e.g., Yang et al., 2011). Here, based on a phylogenetic 

approach no OTU could be related to the pathogenic C. orchidophilum complex. Furthermore, we 

only detected very low-abundant Colletotrichum OTUs, suggesting that they may not substantially 

colonize the roots of vanilla plants.    

F. oxysporum is the main pathogen affecting vanilla plants, causing the root and stem rot of vanilla 

(Koyyappurath et al., 2016), but other Fusarium such as F. solani are also common pathogens (Ab. 

Kadir et al., 2019). Other species can also be endophytic or beneficial for plants and at least one 

strain of F. oxysporum may even from mycorrhizas in orchids (e.g., in Bletilla striata; Jiang et al., 

2019). Here, the main OTU identified was part of the F. oxysporum pathogenic complex and was 

largely retrieved in all cultivation practices. Yet, no symptom were observed in the cultivated 

vanilla plants and all the root portions sequenced were healthy and non-necrotic, suggesting that 

Fusarium fungi may grow as endophyte in plant roots (Wilson, 1995). Mesny et al., (2021) have 

suggested that pathogenic fungi in Arabidopsis thaliana may be controlled by endophytic 

communities, avoiding symptoms. We tested the hypothesis that fungal pathogens of vanilla 

plants were controlled by the presence of OMF, as also previously suggested by Bayman et al., 

(2011).  

Analyses of co-occurrences at the OTU level revealed that OMF interacted largely with other 

fungi, but not with main vanilla pathogens. Indeed, the Fusarium OTU FUS2 was frequently 

found in the investigated roots, including alongside with putative OMF fungi. At the family level, 

there was no obvious negative correlation between the abundance of putative OMF and that of 

Fusarium and Colletotrichum fungi in the different cultivation practices. However, we cannot 

exclude that the expansion of pathogens in plant roots, rather than its sole presence, may be 

controlled by the OMF community, and experimental manipulation are required to test this 

hypothesis. Furthermore, OMF both negatively interacted with other putative fungal pathogens, 

such Phaeosphaeria sp. or fungi in the Pleosporales, and positively interacted with beneficial fungi 
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such as Trichoderma spp. (Sandheep & Jisha, 2013), showing that the fungal interactions inside 

vanilla roots might be more complex than expected.  
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Préambule  
 

 

Dans cette dernière partie, nous rappellerons et discuterons les grands résultats de la thèse 

afin d’en dresser un bilan et d’en dégager des perspectives pour des recherches futures.  

Nous aborderons dans un premier temps la diversité des champignons détectés durant la thèse 

pour tenter d’identifier les partenaires fongiques courants des orchidées dans l’environnement 

épiphyte tropical. Nous reviendrons dans un second temps sur la manière dont les travaux de la 

thèse pourraient améliorer notre compréhension de la niche des champignons mycorhiziens 

d’orchidées épiphytes, pour ensuite nous intéresser à la capacité des plantes épiphytes à influencer 

cette niche. Enfin, après avoir abordé les limites liées aux méthodes employées durant la thèse, 

nous ferons le bilan des perspectives entrevues à l’issue de celle-ci. Un bref bilan des possibles 

applications en écologie de la conservation sera également présenté (Encadré 8).  
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9.1.   Diversité des associations fongiques chez les orchidées épiphytes 

 

9.1.1.   Partenaires mycorhiziens d’orchidées en milieu épiphyte tropical 
 

9.1.1.a   Des orchidées épiphytes essentiellement à rhizoctonias 

 
 Contrairement aux orchidées terrestres qui semblent capables de s’associer à une 

large gamme de partenaires fongiques (Dearnaley et al., 2012), les orchidées épiphytes sont 

le plus souvent associées à des champignons du groupe des rhizoctonias, i.e., familles des 

Tulasnellaceae, Ceratobasidiaceae et Serendipitaceae.  

Sous les néotropiques, des associations fréquentes à des Pucciniomycètes du groupe des 

Atractiellales, des Basidiomycètes généralement considérés comme saprophytes, ont 

également été observées (Kottke et al., 2010; Herrera et al., 2019) mais peu caractérisées sur le 

plan fonctionnel. Ces champignons ont été détectés de manière sporadique à La Réunion par 

Martos et al., (2012) et de manière très limitée également dans nos analyses sur cette même île 

(ou au Brésil), suggérant qu’ils ne sont pas les principaux partenaires mycorhiziens des espèces 

que nous avons étudiées. La capacité de ce groupe de champignons à former des structures 

mycorhiziennes chez des espèces d’orchidées épiphytes à La Réunion pourra être testée à l’avenir, 

par exemple par microscopie électronique ou par isolement de pelotons.  

De même, les différents partenaires fongiques d’orchidées épiphytes identifiés dans le monde 

(e.g., Mycena ou Fusarium) n’ont été détectés que sporadiquement dans nos analyses. Dans 

l’Article IV, les plants de vanille étudiés étaient abondamment colonisés par un Fusarium 

appartenant à un clade de pathogènes de la vanille (F. oxysporum s.l). Ce clade inclut lui-même la 

souche mycorhizienne documentée par (Jiang et al., 2019 ; données non présentées), mais de plus 

amples travaux sont nécessaires pour tester la véracité du statut mycorhizien des Fusarium chez les 

orchidées, notamment chez la vanille. Nos observations sont donc en accord avec une association 

prépondérante des orchidées épiphytes avec les trois familles de rhizoctonias citées 

précédemment, et ceux chez l’ensemble des espèces d’Epidendroideae étudiées, ainsi que chez la 

vanille cultivée (Vanilla planifolia, Vanilloideae).  

 

D’un point de vue fonctionnel, ces associations restreintes aux rhizoctonias dans les 

environnements épiphytes semblent refléter une particularité de ces milieux : la matière 

organique y est limitée, ce qui ne favorise probablement pas les champignons à fort potentiel 

saprophytique (par exemple les pourritures blanches). De même, les champignons 

ectomycorhiziens (Russula, Tuber etc.) sont probablement limités au sol, où les racines de leurs 

plantes hôtes ectomycorhiziennes prospèrent. Nous avons cependant détecté l’un de ces 

champignons (Pisolithus microcarpus) sur l’écorce des deux arbres étudiés dans l’Article I, ainsi que 
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dans les racines des orchidées épiphytes associées (Selosse et al., 2022), bien que de manière peu 

abondante, rendant peu probable une colonisation de type mycorhizienne. Si l’écorce semble être 

un environnement peu propice à la croissance des champignons ectomycorhiziens, certains 

auteurs ont documenté une colonisation ectomycorhizienne dans des racines adventives enfouies 

au sein de pseudo-sols épiphytes (sans confirmation microscopique toutefois ; Orlovich et al., 

2013) et il n’est pas à exclure que d’éventuelles orchidées associées à ces pseudo-sols puissent 

également interagir avec de tels champignons.  

 

9.1.1.b   Les associations à d’autres champignons chez les orchidées semi-épiphytes 

 

 La plupart des orchidées semi-épiphytes appartiennent aux Vanilloideae. Au sein de cette 

sous-famille, plusieurs représentants terrestres s’associent à des champignons saprophytes non-

rhizoctonias ou ectomycorhiziens (voir Article IV).  

Chez la vanille aromatique cultivée (Vanilla planifolia) des associations ectomycorhiziennes ont 

été suggérées mais celles-ci concernent uniquement (González-Chávez et al., 2018) ou très 

largement (Johnson et al., 2020) les racines terrestres. À La Réunion, nous avons détecté la 

présence d’un champignon saprophyte dans les racines de certains plants d’orchidées étudiés 

(Resinicium saccharicola), mais là encore la colonisation était restreinte aux racines terrestres. Ce 

champignon est retrouvé dans les plantations de canne à sucre dans d’autres parties du monde 

(Miura et al., 2015) et, à La Réunion, il n’est connu que dans les racines de vanilles cultivées sur 

un compost de bagasse (résidus de canne à sucre ; Article IV).  

Une orchidée semi-épiphyte mycohétérotrophe du Japon (Erythrorchis altissima) a été retrouvée 

associée (dans ses racines terrestres) à des champignons ectomycorhiziens du genre Russula, mais 

les plantes étudiées semblaient davantage dépendre de champignons décomposeurs du bois 

(Microporus sp., Trichaptum sp.) pour assurer leur nutrition carbonée (Ogura-Tsujita et al., 2018). 

Ces derniers ont été retrouvés à la fois dans des racines terrestres et épiphytes, malheureusement 

sans que les auteurs ne donnent davantage de détails sur leur localisation le long des troncs 

(distance par rapport au sol). Cependant, cette espèce croît essentiellement sur des arbres morts 

en cours de décomposition, et l’omniprésence de tels champignons décomposeurs serait moins 

attendue sur des arbres vivants et en bonne santé.  

 

En conclusion, les orchidées épiphytes, ou les racines épiphytes des orchidées 

lianescentes, semblent bien limitées dans leurs choix de partenaires fongiques. Néanmoins, la 

grande famille des orchidées est encore très loin d’avoir livré tous ses secrets, et de très 

nombreuses espèces épiphytes ou semi-épiphytes n’ont pas encore été étudiées. 
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9.1.1.c   Des milieux épiphytes peu propices aux associations mycorhiziennes ? 

  

 Chez les autres familles (i.e., non orchidées), les statuts mycorhiziens des plantes épiphytes 

sont variables comme chez la famille des Broméliacées (voir Leroy et al., 2021 ; et références 

associées), seconde famille épiphyte chez les Angiospermes. Par exemple, Rowe & Pringle, (2005) 

ont suggéré une colonisation endomycorhizienne (champignons du genre Glomus) chez l’espèce 

Vriesea werkleana, mais dans cette même étude, seulement quatre espèces parmi les 13 testées ont 

présenté des structures mycorhiziennes typiques des endomycorhizes arbusculaires (i.e., des 

arbuscules). De plus, V. werkleana forme des pseudo-sols à la base de ses feuilles, favorisant 

probablement le développement des champignons mycorhiziens dans cet environnement 

épiphyte (Rowe & Pringle, 2005). Des signes de colonisation épiphyte ont également été détectés 

chez d’autres familles épiphytes comme chez les Aracées, (ex : Anthurium pitteri) ou les 

Clusiacées (ex : Clusia rotundata), mais là encore dans des pseudo-sols peu profonds (Rains et al., 

2003 ; et références associées). Les membres épiphytes de la famille des Éricacées semblent plus 

fréquemment colonisés par des champignons mycorhiziens (Rowe & Pringle, 2005; Kottke et al., 

2013) que les autres familles (hors orchidées). Comme les orchidées, les Éricacées forment des 

mycorhizes avec des champignons appartenant aux Asco- et Basidiomycètes. Ces associations sont 

plus récentes que celles, supposées ancestrales, chez les plantes à endomycorhizes arbusculaires 

(Strullu-Derrien et al., 2018), et les partenaires fongiques impliqués ont probablement conservé 

un appareil enzymatique plus adapté à la vie en milieu épiphyte que les champignons 

mycorhiziens arbusculaires, le plus souvent restreints aux sols ou pseudo-sols de canopée en 

milieu épiphyte. Néanmoins, très peu d’études sont disponibles sur ces Éricacées épiphytes (mais 

voir par exemple : Setaro et al., 2006), et de futurs travaux seront nécessaires pour appréhender 

la diversité des associations mycorhiziennes rencontrées chez ces espèces, ainsi que la capacité des 

champignons associés à coloniser l’écorce nue sans être restreints aux pseudo-sols épiphytes.  

 

9.1.2.   L’importance des autres champignons endophytes  

 

 Au travers des différentes études présentées dans ce manuscrit, de nombreuses 

associations orchidée-champignon non mycorhizien ont été mises en évidence. Les études menées 

sur l’orchidée Bulbophyllum variegatum (Article III) ou sur la vanille (Article IV) ont par ailleurs 

révélé la constance de certaines de ces associations (voir par exemple Figure 5 de l’Article III). 

L’importance pour les plantes des champignons endophytes non-mycorhiziens (que nous 

appellerons simplement endophytes dans la suite du texte) est depuis longtemps reconnue 

(Rodriguez et al., 2009) et connait un gain d’intérêt majeur chez les orchidées (ex : Sarsaiya et al., 

2019). Pourtant, en dépit d’un intérêt ancien pour ces champignons (voir Bayman et al., 1997 ; 

et travaux associés), on en sait encore très peu sur les rôles qu’ils pourraient avoir sur 
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l’écophysiologie des orchidées, notamment en milieu épiphyte (résistance aux stress abiotiques, 

aux pathogènes etc.).  

 

 De nombreux champignons endophytes racinaires identifiés chez les orchidées épiphytes 

sont des Ascomycètes, appartenant notamment aux ordres des Xylariales,  Hypocreales, 

Pleosporales ou encore des Helotiales (Bayman et al., 1997; Cevallos et al., 2018; Novotná et al., 

2018). Certains Basidiomycètes sont également identifiés, notamment au sein des Agaricales 

(Cevallos et al., 2018). Ces ordres regroupent des champignons à l’écologie peu connue et 

probablement très variable, certains étant pathogènes, d’autres saprophytes libres ou endophytes. 

Plus que leur capacité à coloniser certaines racines d’orchidées, c’est leur capacité à le faire à 

l’échelle de populations entières qui est frappante. Dans l’Article III par exemple, certains 

champignons de l’ordre des Helotiales ont été retrouvés dans toutes les populations de l’île et de 

manière très fréquente dans les racines de B. variegatum. Les Helotiales appartiennent au 

complexe des Dark Septate Endophytes (DSE) dont l’importance pour les orchidées a récemment 

été étudiée chez l’espèce Coelogyne viscosa (Liu et al., 2022). Chez cette espèce, la souche fongique 

étudiée a conféré un avantage à la croissance des jeunes plantules, en condition de stress 

hydrique. Les rôles potentiels des endophytes d’orchidées pourraient être multiples : stimulation 

du système immunitaire, détoxification de l’environnement, lutte contre les pathogènes, 

nutrition hydrominérale, etc. Chez B. variegatum, ils pourraient être responsables de la tolérance 

de cette espèce vis-à-vis de l’écorce toxique de son arbre hôte, A. salicifolia. De futurs travaux 

seront nécessaires pour déterminer la manière dont les champignons endophytes non-

mycorhiziens d’orchidées participent à leur écologie.  

 

Chez d’autres plantes épiphytes, comme chez les Broméliacées, les communautés 

endophytes sont également riches en Ascomycètes (e.g., Fusarium, Trichoderma ; Leroy et al., 2019). 

Dans cette même étude, les auteurs ont mis en évidence, par application d’un fongicide sur de 

jeunes plantules mises à germer sous serre, un rôle positif des communautés fongiques sur la 

croissance et les taux de survies de ces jeunes plants appartenant à deux espèces de broméliacées 

épiphytes du genre Aechmea. Une expérience comparable avait été menée in situ en 2002 chez 

l’orchidée épiphyte Lepanthes rupestris, montrant un rôle plus ambigu des communautés fongiques 

(Bayman et al., 2002). En effet, l’application de différents fongicides (ciblant préférentiellement 

soit les Ascomycètes, soit les Basidiomycètes) avait alors provoqué à la fois une augmentation et 

une diminution de la mortalité des jeunes plantules, et le protocole expérimental ainsi employé 

ne permettait pas de discerner correctement l’effet d’une perte des champignons bénéfiques (dont 

les mycorhiziens) par rapport à une éventuelle augmentation des champignons pathogènes.  

De futurs travaux comparables à ceux de Liu et al., (2022) pourront permettre de tester plus 

spécifiquement l’effet de champignons endophytes sur la germination, la croissance et la survie 

des orchidées épiphytes.   
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9.2.   Quelle est la niche des rhizoctonias sur l’écorce des arbres 
………tropicaux ? 
 

9.2.1.   Une question jusqu’ici peu abordée 

 
On sait depuis de nombreuses années que les orchidées épiphytes, comme les terrestres, 

s’associent à des champignons rhizoctonias (voir par exemple : Otero et al., 2002). Pourtant, la 

présence de ces champignons sur l’écorce des arbres n’a été démontrée que très récemment. Le 

premier séquençage d’écorce d’arbre à proximité d’orchidées épiphytes (et dans le but d’en 

étudier les champignons mycorhiziens), à ma connaissance, a été mené en 2019 par Izuddin et 

al., à Singapour (bien que des isolements de souches fongiques à partir d’écorce aient été menés 

auparavant, avec toutefois de maigres résultats ; Tremblay et al., 1998). Celui-ci a permis de 

montrer (i) que les rhizoctonias (ici des Serendipitaceae et Ceratobasidiaceae uniquement) étaient 

bien capables de coloniser l’écorce des arbres autour des racines et (ii) que leur distribution n’était 

pas homogène sur l’arbre, avec une légère prépondérance de ces groupes aux embranchements et 

sur les branches par rapport au tronc (une tendance similaire, mais variable, a depuis également 

été mise en évidence par Zarza et al., 2022). Ce résultat n’est pas anodin car il suggère que ces 

champignons colonisant l’écorce pourraient en dégrader certains composés, participant 

éventuellement à la nutrition des orchidées hôtes, bien que ceci n’ait jusqu’ici jamais été prouvé 

(Leake & Cameron, 2012).  

D’autre part, plusieurs études menées en Chine (Xing et al., 2019) ou dans l’Océan Indien 

(La Réunion ; Martos et al., 2012) ont permis de montrer que, de manière générale, les 

champignons mycorhiziens d’orchidées épiphytes sont différents de ceux associés aux orchidées 

terrestres, bien que de nombreux champignons soient en réalité retrouvés dans les deux types 

d’habitats (Herrera et al., 2018, et références ci-dessus).  

Pourtant, la distribution précise de ces champignons sur l’écorce des arbres n’avait à ce jour 

jamais été étudiée.  

 

9.2.2.   Où se situent les champignons mycorhiziens d’orchidées sur l’écorce ? 

 

 Les résultats obtenus durant la thèse montrent que l’ensemble des champignons de 

l’écorce (Article I), et en particulier les rhizoctonias (Articles I et II), présentent une structure 

spatiale marquée, et ce quels que soient les systèmes étudiés (i.e., Brésil ou La Réunion). Dans 

chaque cas, la distribution des champignons n’est pas homogène mais présente une structure 

agrégée sur l’écorce. Par ailleurs, les résultats sont constants d’un système à l’autre avec une 

autocorrélation spatiale significative sur 10 à 30 cm dans chaque cas. L’Article I, publié au milieu 

de l’année 2021, a été suivi d’une étude similaire publiée par Cook et al., en 2022. Dans cette 
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étude menée au Costa Rica, les auteurs ont étudié la structure spatiale des champignons de 

l’écorce de trois arbres adjacents, en prélevant sur chacun d’eux plusieurs points distants sur 5 

branches au total. Les résultats obtenus sont similaires aux nôtres, puisque l’autocorrélation 

spatiale des communautés y est limitée à de courtes distances, ici < 1m, et ce quel que soit le 

substrat considéré (i.e., écorces ou mousses). L’ensemble de ces travaux révèle ainsi que les 

champignons de l’écorce, dont les rhizoctonias, ont plutôt tendance à recouvrir de petites zones 

de substrat.  

 

Autre point intéressant de cette étude (Cook et al., 2022), les communautés fongiques 

situées sur les différentes branches étudiées se sont révélées différentes entre elles. 

Malheureusement, toutes les branches étaient éloignées de > 2m les unes des autres, ne 

permettant pas de vérifier si, en l’absence de continuité physique (i.e., du support écorce), les 

communautés de champignons proches étaient similaires ou non. En d’autres termes, les 

mécanismes régissant la distribution spatiale des champignons de l’écorce, i.e., croissance des 

hyphes ou dispersion de (dia)spores, sont difficilement étudiables ici. Toutefois, nous pouvons 

apporter un point d’éclairage grâce à l’étude des communautés fongiques de l’écorce de l’arbre F 

dans l’Article II. Celui-ci est constitué de deux branches parallèles et proches l’une de l’autre (< 

20 cm). De manière surprenante, les communautés fongiques colonisant ces deux branches 

étaient différentes entre elles (visible par exemple sur la Fig. 6 de cet article, ainsi que via des 

analyses non publiées). Cela suggère que la majeure partie des champignons de l’écorce sporulent 

peu (ou à très faible distance ; Galante et al., 2011) et se dispersent davantage, à faible distance, 

par croissance mycélienne. Concernant les champignons mycorhiziens d’orchidées, cela suggère 

une limite dispersive à faible distance sur l’écorce. 

 

Dans l’étude de Cook et al., (2022), les auteurs ne précisent pas la présence d’éventuelles 

plantes épiphytes, dont des orchidées, sur l’écorce des arbres étudiés. Dans les Articles I et II de 

ce manuscrit, nous avons mis en évidence l’importance de la présence des racines de ces plantes 

dans la structuration des communautés fongiques de l’écorce, en particulier celle des 

rhizoctonias. En effet, les mesures d’évolution des distances écologiques en fonction des distances 

spatiales (en anglais, distance decay of similarity) entre les racines d’orchidées et les points d’écorce 

voisins ont, dans chaque système étudié, révélé la prévalence des rhizoctonias à proximité de leur 

plante hôte. Néanmoins, il est nécessaire de noter que nos échantillonnages se sont centrés 

autour d’orchidées épiphytes, biaisant possiblement nos conclusions. De futures études seront 

nécessaires pour déterminer la structure spatiale des communautés épiphytes de rhizoctonias sur 

des écorces d’arbres dépourvues d’orchidées épiphytes (voir également partie 9.3.5).  
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9.2.3.   Comment se nourrissent les rhizoctonias sur l’écorce ?  

 

La détection fréquente, dans nos travaux et dans la littérature récente (Izuddin et al., 2019; 

Cook et al., 2022; Zarza et al., 2022), de rhizoctonias sur l’écorce confirme leur capacité à croître 

sur ce substrat, et donc potentiellement à s’en nourrir. On connait depuis de nombreuses années 

la capacité des rhizoctonias à dégrader la matière organique végétale, notamment la cellulose (ex : 

Otero et al., 2004). Toutefois, les capacités enzymatiques de ces champignons n’ont été que très 

peu étudiées jusqu’ici, contrairement à celles des champignons ectomycorhiziens. Des études 

génomiques récentes suggèrent que trois rhizoctonias (appartenant aux trois familles) associés à 

des orchidées terrestres présentent en effet de fortes capacités de dégradation de la cellulose, mais 

pas de la lignine (Kohler et al., 2015; Miyauchi et al., 2020). Pourtant, l’écorce de certains arbres 

pourraient être enrichie en lignine par rapport à la litière du sol, plus riche en cellulose. D’autre 

part, Izuddin et al., (2019) ont montré que les champignons mycorhiziens d’orchidées pourraient 

être favorisés par l’accumulation d’humus à certains microsites. Ces champignons sont-ils 

capables de dégrader l’écorce des arbres, ou sont-ils contraints de se nourrir des débris végétaux 

(cellulose, lignine etc.) ou animaux (chitine notamment) s’accumulant sur l’écorce de manière 

éparse ou localisée dans certains microsites (au contact de racines épiphytes notamment) ? En 

d’autres termes, ces champignons (et donc potentiellement et indirectement, leurs plantes hôtes) 

subissent-ils la loi des environnements épiphytes soumis à des pulses plutôt qu’à un apport 

continu de nutriments (Zotz, 2016) ou, à l’inverse, leurs capacités de dégradation leur assurent-

elles un apport nutritionnel stable dans le temps (Figure 20) ? 

Des études comparatives de génomes de souches de champignons mycorhiziens épiphytes et 

terrestres pourraient permettre d’améliorer nos connaissances sur la diversité des répertoires 

enzymatiques de ces champignons rhizoctonias. De plus, elles pourraient apporter des éléments 

explicatifs sur la capacité de certains champignons à coloniser à la fois le sol (en profondeur, mais 

aussi la litière en surface ou les rochers) et l’écorce des arbres (voir par exemple un membre des 

Ceratobasidiaceae chez la vanille ; Article IV) tandis que d’autres sont restreints à l’un de ces 

deux milieux uniquement.  

 

 De manière alternative, il a été proposé que certains rhizoctonias pourraient être parasites 

des arbres sur lesquels ils poussent (Leake & Cameron, 2012 ; mais voir aussi Benzing, 1979). 

Cette hypothèse n’a été testée qu’une seule fois par Eskov et al., (2020) qui ont montré à l’aide 

d’un marquage 13C de la photosynthèse des arbres hôtes que ce carbone n’était pas transmis aux 

orchidées épiphytes qu’ils portent, sur des temps très courts cependant (jusqu’à 12 jours post-

marquage). Toutefois, aucune expérience sur le temps long, ni aucun marquage d’autres isotopes 

(ex : 15N de la sève de l’arbre) n’ont été réalisés. En outre, l’hypothèse d’un parasitisme de l’arbre 

par les rhizoctonias va à l’encontre de résultats récents montrant que les champignons de l’écorce 

sont situés davantage dans l’écorce externe que dans l’écorce interne (Cook et al., 2022), ce qui 
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suggère qu’ils n’ont pas accès aux tissus vasculaires de l’arbre hôte, au moins dans les systèmes 

déjà étudiés.  

 

 

 

 
 

 
Figure 20 Niches potentielles des rhizoctonias sur l’écorce. (1) Rhizoctonias colonisant et dégradant la 
litière épiphyte, riche en matière organique, mais souvent éphémère. L’implantation de celle-ci peut 
être favorisée par la présence de plantes épiphytes (droite) ou par l’architecture de l’arbre hôte (gauche). 
(2) Rhizoctonias colonisant et dégradant l’écorce. (3) Rhizoctonias parasite de l’arbre hôte, 
éventuellement de manière superficielle. (4-5) Rhizoctonias colonisant les racines de plantes épiphytes 
et y absorbant une partie de leurs nutriments.  
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Plus généralement, la question de l’importance des champignons mycorhiziens dans le 

cycle de vie des orchidées épiphytes peut se poser. En effet les embryons de nombreuses espèces 

épiphytes (sous famille des Epidendroideae) multipliés in vitro deviennent rapidement verts au 

cours de leur développement, suggérant une phase d’hétérotrophie initiale plus courte (mais pas 

absente puisque les graines sont non-chlorophyliennes) que chez les orchidées terrestres 

tubéreuses (sous-famille des Orchidoideae). Pourtant, ces embryons chlorophylliens pourraient 

tout de même dépendre des champignons pour d’autres nutriments comme l’azote ou le 

phosphore (par exemple, Bulbophyllum variegatum dont le taux de croissance in vitro est très faible 

en l’absence de champignon mycorhizien compatible ; voir Article III). De futurs marquages de 

l’écorce aux isotopes stables (ex : 15N) seront nécessaires afin de mettre en évidence l’importance 

des champignons mycorhiziens dans la nutrition de leurs orchidées épiphytes hôtes. Concernant 

le carbone, de nombreuses espèces d’orchidées épiphytes présentent une signature δ13C 

spécifique d’un métabolisme CAM (c’est-à-dire un enrichissement en 13C par rapport aux plantes 

en C3 ; exemple Aeranthes arachnites, Figure A7.1, page 154 ;  Winter et al., 1983) , et celle-ci 

pourraient dans certains cas masquer une éventuelle origine fongique du carbone de la plante (le 

carbone d’origine fongique étant lui-même enrichi en 13C par rapport au carbone issu de la 

photosynthèse ; Eskov et al., 2020). Durant la thèse, nous avons testé, puis réfuté, cette hypothèse 

dans le cas de B. variegatum qui apparait comme une orchidée C3, ce qui est cohérent avec la 

présence de cette orchidée dans les niches épiphytes du sous-bois ombragé (Figure A7.1). A 

l’avenir de plus amples travaux seront nécessaires pour répondre à la question suivante1 : les 

orchidées épiphytes adaptées au sous-bois, ou celles adaptées à des niches épiphytes plus exposées 

en sommet de canopée, sont-elles dépendantes de leurs champignons au moins durant les 

premiers stades du cycle de vie ? 

 

 

9.2.4.  Vers une nouvelle niche des rhizoctonias dans l’environnement épiphyte  

 

 Outre la capacité des rhizoctonias à coloniser l’écorce des arbres, cette thèse a également 

permis de mettre en évidence la capacité de ces champignons à coloniser des racines de plantes 

épiphytes non-orchidées (voir Annexes de l’Article II et Figure 20). Dans cette étude, pour 

chaque arbre étudié (uniquement les arbres numérotés B à F), 2/10, 4/6, 6/16, 8/12 et 4/9 des 

racines de plantes non-orchidées prélevées ont présenté une colonisation par des rhizoctonias 

(Tulasnellaceae et Serendipitaceae), soit en moyenne 53% des racines investiguées. Cette 

colonisation a concerné à la fois des racines de fougères épiphytes (ex : Grammitis obtusa), des 

racines de Pipéracées (Piper borbonense), ou des racines d’épiphytes facultatifs enracinés ici dans 

un pseudo-sol au sein d’un renfoncement de l’écorce (Clidemia hirta, Melastomatacées ; 

 
1 Voir également partie 9.3 ci-dessous 
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Figure_21). Les structures formées par ces champignons dans les racines n’ont pas encore été 

étudiées, mais il est probable que ceux-ci soient seulement endophytes dans les racines, c’est-à-

dire qu’ils n’y forment pas de symptôme ni de structure particulière (Wilson, 1995). Cette niche 

potentielle des rhizoctonias reste à ce jour encore peu explorée, mais vient compléter en milieu 

épiphyte des observations déjà effectuées chez ces champignons en milieu terrestre (Girlanda et 

al., 2011; Selosse et al., 2022) ainsi que chez d’autres types de champignons mycorhiziens (des 

ectomycorhiziens comme la Truffe, Tuber melanosporum) en milieu terrestre également (Schneider-

Maunoury et al., 2018). Pour les champignons mycorhiziens, les racines de plantes non-orchidées 

pourraient constituer un refuge, voire une source nutritive supplémentaire. De plus, des 

transferts de molécules (nutritives ou non) de plantes non-orchidées vers des orchidées via ces 

filaments mycéliens ne sont pas à exclure (voir partie 9.3.4). A l’inverse, il pourrait s’agir d’une 

colonisation précoce des racines avant que celles-ci ne meurent et ne se fasse dégrader par ces 

champignons alors déjà en place et donc compétitifs vis-à-vis de saprophytes plus efficaces.  

 

 

 
 
Figure 21 Proximité spatiale entre des orchidées épiphytes et d’autres plantes épiphytes. (A) Colonie de 
l’orchidée Angraecum cucullatum proches de (1) Clidemia hirta (Melastomataceae). (B) Colonies de A. 
cucullatum et Bulbophyllum prismaticum proches de (2) Nephrolepis bicerata et (3) Hymenophyllaceae sp. (C) 
Colonie de B. prismaticum proche de Elaphoglossum sp. Arbres hôtes : Nuxia verticillata. Site : forêt 
humide de basse altitude, Mare Longue, La Réunion. Photographies : R. Petrolli. 
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9.2.5.   Quelle dynamique temporelle des rhizoctonias en milieu épiphyte ? 
 

9.2.5.a   Dynamique successive  

 

 Dans l’Article III de ce manuscrit, nous avons entrevu, via une approche synchronique, 

la dynamique temporelle des communautés mycorhiziennes de l’orchidée épiphyte Bulbophyllum 

variegatum. Nous avons montré que deux partenaires mycorhiziens étaient préférentiellement liés 

aux stades de croissance précoces de l’orchidée, tandis qu’un troisième intervenait davantage aux 

stades de croissance plus avancés. L’évolution des communautés mycorhiziennes au cours du 

développement des orchidées a déjà été documentée à plusieurs reprises (Ventre Lespiaucq et al., 

2021).  Toutefois, il serait intéressant de relier cette évolution des communautés racinaires avec 

celles des communautés de l’écorce, dans le cadre d’une dynamique de succession écologique 

(Rasmussen & Rasmussen, 2018).  

 

 Dans notre étude menée sur B. variegatum, nous avons prélevé des racines d’individus 

poussant sur des arbres de différents diamètres, mais ces derniers n’ont pas influencé de manière 

significative les communautés fongiques racinaires de l’orchidée. Toutefois, tous ces arbres 

étaient de large diamètre, et probablement tous âgés de plusieurs centaines d’années (ils 

constituent les arbres pionniers de la forêt étudiée, âgée de 400 ans environ).  

Pourtant, les communautés fongiques de l’écorce, notamment celles des rhizoctonias, pourraient 

être amenées à évoluer au cours de la croissance des arbres hôtes, de manière similaire à celle des 

communautés mycorhiziennes du sol évoluant lors des successions écologiques (ex : Nara et al., 

2003; Oehl et al., 2011; Blaalid et al., 2012). Le cas d’A. salicifolia est un cas d’intérêt2 puisque 

cette espèce pionnière germe en milieu ouvert en début de succession primaire (coulées de lave à 

La Réunion) : son écorce, encore jeune et non terrigène, accueille-t-elle alors déjà les 

champignons mycorhiziens propices à la croissance de B. variegatum ?  

 

 Dans un article paru en 2013, Chagnon et al., transposent les stratégies compétitives (C), 

d’adaptation aux stress (S) et rudérales (R) proposées par Grime (1979), à celles de champignons 

endomycorhiziens arbusculaires. Ils montrent que certains de ces champignons pourraient 

adopter l’une ou l’autre de ces stratégies, expliquant leur prévalence dans certains écosystèmes. 

Par exemple, des champignons endomycorhiziens arbusculaires à stratégie C optimiseraient la 

captation de carbone issu de la plante hôte, lui fournissant en retour un bon apport en éléments 

minéraux issus d’une bonne exploration de l’environnement (Chagnon et al., 2013). Chez les 

orchidées, cette stratégie pourrait être retrouvée chez des champignons colonisant des plantes 

adultes photosynthétiques (i.e., pouvant leur fournir du carbone), tandis que des stratégies S 

 
2 Malheureusement difficilement étudiable pour les raisons évoquées dans l’Encadré 8. 
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seraient davantage attendues chez des champignons intervenant aux stades précoces, non 

chlorophylliens, du développement de la plante.  

Toutefois, à l’inverse des champignons endomycorhiziens arbusculaires, les champignons 

mycorhiziens d’orchidées devraient être capables de vivre à l’état libre sur l’écorce. Cela soulève 

notamment les questions suivantes : les stratégies écologiques des communautés fongiques de 

l’écorce évoluent-elles au cours de la croissance de l’arbre, et existe-t-il un lien entre l’évolution 

de ces communautés et la probabilité de germination des graines d’orchidées d’une espèce 

donnée sur cette écorce ?  

Dans l’Article III de ce manuscrit, les trois champignons mycorhiziens de B. variegatum ont été 

retrouvés dans des racines d’individus colonisant des arbres âgés, mais leur capacité à coloniser 

les écorces n’a pas encore pu être étudiée. Nous pouvons émettre l’hypothèse ici que l’OTU1 

(Tulasnellaceae) de cette étude, retrouvé essentiellement dans des racines de plantes adultes 

(stratégie C), est capable de coloniser activement l’écorce d’A. salicifolia, notamment celle des 

arbres âgés. A l’inverse, les OTU2 et OTU3 (respectivement Serendipitaceae et Tulasnellaceae) 

pourraient être davantage présents sur des écorces jeunes (mais pas absents d’écorces plus âgées, 

comme montré au site de Langevin par exemple).  

 

De manière plus générale, l’évolution des cortèges mycorhiziens de certaines écorces 

pourraient expliquer, au moins en partie, les dynamiques successives (Woods, 2017) des plantes 

épiphytes qui s’y trouvent (et/ou inversement, voir partie 9.3.3). Il serait notamment intéressant 

d’étudier ces dynamiques sur différentes espèces d’arbres, afin de tester l’effet éventuel du type 

d’écorce sur la dynamique des champignons la colonisant (Rasmussen & Rasmussen, 2018). 

Dans l’Article II, nous avons montré des structures spatiales de communautés mycorhiziennes 

variables entre deux espèces d’arbres aux structures d’écorces très différentes (Labourdonnaisia 

calophylloides versus N. verticillata), et une telle tendance pourra être testée à plus large échelle et 

en considérant d’avantage d’espèces d’arbres.  

 

9.2.5.b   Dynamique saisonnière 

 

 La dynamique saisonnière des rhizoctonias épiphytes a été jusqu’ici peu étudiée. En 2014, 

Bertolini et al., ont montré chez trois espèces d’orchidées épiphytes présentes au Mexique que le 

taux de colonisation des racines (en % de la zone du cortex racinaire colonisée) était bien 

supérieur en saison humide qu’en saison sèche. En particulier, les jeunes racines ayant émergée 

en fin de saison sèche étaient très peu colonisées, suggérant une quasi-absence et/ou dynamique 

des champignons mycorhiziens de l’écorce à cette période. En outre, ces résultats suggèrent que 

les champignons mycorhiziens d’orchidées peuvent survivre à la saison sèche à l’intérieur des 

racines (bien que leur taux de colonisation y soit alors faible), mais le rôle éventuel de celles-ci 

dans leur persistance dans l’environnement reste à ce jour totalement inconnu. Chez les 
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orchidées terrestres, une étude récente a également suggéré la possible persistance des 

rhizoctonias dans les racines ou autres parties de la plante hôte (Calevo et al., 2021). Néanmoins, 

les comportements des rhizoctonias pourraient être différents selon les espèces considérées ou 

celles de leurs plantes hôtes, comme suggéré par (Bertolini et al., 2014). De futurs travaux seront 

donc nécessaires pour mieux appréhender leur dynamique saisonnière, notamment via le spectre 

de la persistance des réseaux mycorhiziens épiphytes (voir partie 9.3.4) en saison sèche. Ces 

travaux pourraient être réalisés au sein de la forêt de Mare Longue, dont les communautés de 

rhizoctonias de l’écorce ont été (Article II), et sont encore en cours de description (analyse en 

cours).  

 

9.3.   Influences réciproques entre les partenaires symbiotiques 

 

9.3.1.   L’importance des données spatialisées  

 
 Lors des travaux réalisés durant la thèse, nous nous sommes attachés à déterminer la 

distribution spatiale des communautés fongiques épiphytes, autour des plantes épiphytes mais 

aussi entre les différentes espèces d’arbres. L’hétérogénéité spatiale des symbiotes, souvent non 

prise en compte ou réduite à un effet « site » dans la plupart des études (parfois à juste titre) est 

pourtant essentielle pour expliquer les patrons d’interactions observés entre les orchidées et leurs 

partenaires fongiques.  

 

 L’Article II a notamment mis en évidence l’importance de la composante spatiale pour 

expliquer (i) la structure des réseaux d’interactions bipartites ou encore (ii) la spécificité 

mycorhizienne de certaines orchidées. Dans le premier cas (i), la modularité et l’anti-emboitement 

(anti-nestedness en anglais) significatifs observés sur chacun des six arbres étudiés résultaient en 

partie de l’hétérogénéité spatiale des communautés fongiques mycorhiziennes sur l’écorce, 

certains champignons interagissant avec différents hôtes proches spatialement, créant des 

modules d’interactions. Dans le second cas (ii), les mécanismes de spécificité mycorhizienne 

pourraient être en partie expliqués par la structure spatiale des champignons mycorhiziens de 

l’écorce. L’orchidée Beclardia macrostachya, par exemple, semble capable de sélectionner ses 

partenaires mycorhiziens, témoignant ainsi d’une forte fidélité pour un Ceratobasidiaceae. À 

l’inverse, des orchidées spatialement proches de B. macrostachya dans notre étude comme 

plusieurs individus d’Angraecum cucullatum, se sont retrouvées associées à ce champignon sur cet 

arbre probablement du fait de sa présence sur l’écorce voisine. Ainsi, notre étude spatialisée nous 

permet de suggérer que certaines espèces d’orchidées sont capable de filtrer et de sélectionner les 
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champignons mycorhiziens de l’écorce tandis que d’autres, plus opportunistes, interagissent avec 

ceux déjà présents sur l’écorce. 

 

 L’analyse spatiale permet ainsi d’apporter des éléments de compréhension à l’existence 

de certaines interactions. Dans le modèle proposé par Shefferson et al., (2019), les orchidées 

seraient, au moins pour les espèces étudiées, des « généralistes apparents », c’est-à-dire qu’en plus 

d’interagir de manière spécifique avec un nombre réduit de champignons mycorhiziens, elle 

établiraient également des interactions peu spécifiques et moins constantes avec d’autres 

champignons. Ces interactions peu spécifiques pourraient s’expliquer en partie par la 

disponibilité des champignons mycorhiziens dans l’environnement, c’est-à-dire par leur 

distribution spatiale, et non par des processus de sélection active des partenaires mycorhiziens.  

 

 

9.3.2.   L’influence des rhizoctonias sur la germination des graines à proximité 
………..des adultes 

 

 Nos travaux menés au Brésil (Article I) puis à La Réunion (Article II) ont tous deux mis 

en évidence l’existence d’une zone d’influence des racines d’orchidées épiphytes sur les 

communautés fongiques de l’écorce, en particulier sur les rhizoctonias. En partant de la 

définition d’une rhizosphère comme étant « une zone d’influence des racines », nous avons ainsi 

mis en évidence l’existence, et introduit le terme de « rhizosphère épiphyte » qui, bien 

qu’attendue, n'avait jusque-là jamais été démontrée. D’autres termes ont été précédemment 

introduits afin de décrire la zone rhizosphérique liée aux champignons mycorhiziens comme la 

mycorhizosphère (= zone sous l’influence des racines mycorhizées) ou l’hypho-sphère (= zone sous 

l’influence des hyphes mycorhiziens extra-racinaires ; Prescott & Grayston, 2013). Néanmoins, 

ces notions étant peu utilisées et difficilement discernables de la première, il me semble plus 

simple, et tout aussi juste, de s’en tenir à la notion de rhizosphère épiphyte. De futurs travaux 

seront nécessaires afin de vérifier si cette dernière existe aussi chez les autres microorganismes de 

l’écorce (bactéries, archées, etc.).  

 

 Outre les aspects liés à sa nomination, on peut légitimement se questionner sur ses rôles 

dans les écosystèmes épiphytes, et notamment :  quels peuvent-être les effets de la rhizosphère 

épiphyte sur la dynamique des plantes épiphytes mycorhiziennes ?  

Comme vu en introduction (voir Figure 11) les partenaires mycorhiziens des orchidées de prairies 

sont plus fréquents et abondants dans le sol à proximité des racines de ces dernières. Cette 

distribution agrégée entraine une augmentation de la probabilité de germination des graines 

d’orchidées à proximité des orchidées adultes, conduisant à la mise en place de patchs d’orchidées 
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à l’échelle de la prairie (Jacquemyn et al., 2007, 2012a). Ce mécanisme de facilitation peut-il 

également avoir lieu en milieu épiphyte ?  

 

Tout d’abord, dans le sol, les distances d’autocorrélation spatiale des communautés 

fongiques mycorhiziennes d’orchidées pourraient être plus importantes (jusqu’à 2m ; Voyron et 

al., 2017) que celles observées sur l’écorce (< 1m, voir ci-dessus), suggérant une colonisation du 

sol par les mycorhiziens d’orchidées sur des distances plus élevées. Pourtant, dans les travaux de 

Voyron et al., (2017), certains champignons colonisant les racines n’ont pas été retrouvés dans le 

sol adjacent, un résultat également mis en évidence dans d’autres types de sols (Egidi et al., 2018). 

À l’inverse, nous avons éprouvé peu de difficultés à détecter les champignons mycorhiziens 

présents dans les racines d’orchidées sur l’écorce adjacente. Aussi, il est possible que malgré des 

distances couvertes plus faibles, les champignons mycorhiziens de l’écorce y soient présents de 

manière plus dense (peut-être due à la faible épaisseur du substrat « écorce » comparé au sol qui, 

lui, est composé de plusieurs horizons ; Bahram et al., 2015), même si des mesures d’abondance 

(par exemple par qPCR) seraient nécessaires afin de tester cette hypothèse. Ainsi, il serait légitime 

de s’attendre à une favorisation de la germination des graines d’orchidées à proximité des plantes 

épiphytes adultes au moins aussi importante que celle observée dans le sol (Jacquemyn et al., 

2012).  

 

Il existe à ma connaissance deux études ayant abordé ces questions en milieu épiphyte. 

En 2013, Kartzinel et al., ont étudié la probabilité de germination des graines de l’orchidée 

épiphyte Epidendrum firmum au contact ou à 20-50 cm des racines de plantes adultes de la même 

espèce, sans trouver de différence significative dans les taux de germination à ces deux distances 

(germinations identiques à proximité ou à 20-50 cm des racines). Néanmoins, des distances 

supérieures à 50 cm n’ont pas été testées. Dans une seconde étude plus récente, Yang et al., (2017) 

ont montré que les graines de l’orchidée épiphyte Dendrobium sinense germaient d’autant mieux 

qu’elles étaient situées proches des individus adultes, avec un optimum de germination compris 

entre 0 et 30-40cm à distance des racines, et une nette diminution au-delà de 50 cm.  

L’ensemble des résultats présentés jusqu’ici semblent donc cohérents avec une augmentation de 

la probabilité de germination des graines d’orchidées épiphytes à proximité des adultes (i.e., dans 

la rhizosphère épiphyte, entre 0 et ~ 0.5m des racines adultes), de manière comparable au 

phénomène observé dans le sol (Figure 22).  
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Figure 22 Dynamique d’une population d’orchidées épiphytes sur une écorce d’arbre. (A) Les 
communautés mycorhiziennes (en bleu) sont localisées à proximité des plantes adultes. La probabilité 
de germination des graines est d’autant plus élevée que l’abondance relative en champignons 
mycorhiziens compatibles est élevée. (B) Cela conduit à la germination de jeunes plants à proximité des 
adultes sur un même arbre, pouvant appartenir ou non à la même espèce d’orchidée.  

 

9.3.3.   Les orchidées peuvent-elles influencer en retour la distribution de leurs 
…………partenaires fongiques ?  

 

 Si l’existence d’une rhizosphère épiphyte semble avérée, la question de sa mise en place 

reste, elle, en suspend. Le champignon réparti sous la forme d’un patch sur l’écorce était-il présent 

avant la germination des graines d’orchidées qui, une fois germées, se sont établies dans sa zone 

d’influence ? Ou à l’inverse, la germination d’une graine d’orchidée avec un champignon 

spatialement limité sur l’écorce a-t-elle favorisé sa persistance et sa croissance sur ce substrat, 

favorisant par la suite la germination de nouvelles graines ?  

Ces interrogations peuvent être reformulées de la manière suivante : les orchidées peuvent-elles 

influencer en retour la distribution de leurs symbiotes fongiques ? Cette question, bien que posée 

par différents auteurs (McCormick & Jacquemyn, 2014; Waud et al., 2016a; Li et al., 2021a), est 

restée jusqu’ici peu étudiée. En effet, il s’agit ici de s’éloigner de la considération phylo-centrée 

de la symbiose mycorhizienne pour considérer un éventuel bénéfice de la symbiose pour la survie 

du champignon.  

temps

Gradient de 
communautés 

mycorhiziennes 
sur l’écorce

écorce écorce

Orchidée 
adulte

Jeunes 
plants

A B
Similarité

P(germination)



 202 

 

Pour tenter de répondre à cette question, il serait par exemple possible d’étudier la 

distribution spatiale des champignons mycorhiziens sur des écorces d’arbres dépourvues 

d’orchidées, puis de semer des graines sur ces écorces, pour enfin observer, ou non, une 

croissance et/ou une implantation desdits champignons mycorhiziens. Cependant, une telle 

étude serait rendue compliquée par la perturbation induite lors du premier échantillonnage, qui 

pourrait modifier les communautés fongiques de manière artificielle sur l’écorce.  

En l’absence de tels travaux en milieu épiphyte, retournons plus près du sol, pour nous intéresser 

à une récente étude menée par McCormick et al. (2021). Les auteurs de cette étude se sont 

intéressés à la colonisation mycorhizienne de l’orchidée terrestre Tipularia discolor. Cette orchidée 

de sous-bois germe toujours sur du bois en décomposition, mais des adultes sont retrouvés sur le 

sol, même en l’absence de bois mort (et donc probablement après sa décomposition complète). 

À la germination, les graines de cette espèce reposent sur la présence d’un champignon qui est – 

logiquement– retrouvé plus abondant dans le bois mort en décomposition que dans le sol 

alentour. Cependant, ce champignon est parfois maintenu dans les racines des plantes adultes, 

et ce indépendamment de la présence, ou non, de bois mort. Aussi, les auteurs suggèrent que la 

plante pourrait favoriser la persistance du champignon dans le sol (après décomposition du bois) 

en offrant un abri racinaire à ce dernier. Cet exemple est, à ma connaissance, le seul argument 

tangible à une favorisation des champignons mycorhiziens d’orchidées par la plante.  

Dans l’Article II de ce manuscrit, l’OTU CER4 (Ceratobasidiaceae) a été retrouvé uniquement 

sur l’écorce des arbres colonisés par l’orchidée B. macrostachya (associée à ce champignon sur toute 

son aire de distribution sur l’île ; Martos et al., 2012), et uniquement dans les racines d’orchidées 

spatialement proches de cette dernière. Cette observation suggère que B. macrostachya est capable 

de stabiliser la présence de ce champignon mycorhizien sur l’écorce, bien que de plus amples 

travaux soient nécessaires pour le prouver.   

 

9.3.4.    Vers des réseaux mycorhiziens communs et des phénomènes de 
………….facilitation en environnements épiphytes 

 

Dans l’Article II, nous avons également mis en évidence la présence d’un même champignon 

(i.e., d’un même haplotype de Ceratobasidiaceae) dans les racines d’orchidées adultes (Beclardia 

macrostachya, Angraecum ramosum) et dans certaines plantules et certains protocormes de l’espèce 

A. cucullatum, spatialement proches (< 50 cm). Les graines ainsi germées ont probablement 

bénéficié d’un apport nutritif de la part de ce champignon, mais la source initiale de ces 

nutriments reste, elle, encore inconnue. Ceux-ci pourraient provenir (i) de la dégradation de 

molécules organiques par le mycélium saprotrophe (ex : de l’écorce environnante, voir 9.2.3), 

mais également (ii) de flux de nutriments carbonés des orchidées adultes vers les graines au cours 



 203 

de la germination, via un mycélium symbiotique partagé. Dans ce second cas, nous aurions affaire 

à un réseau mycorhizien commun (CMN) dans sa version épiphyte.  

L’importance écologique de tels réseaux a plusieurs fois été remise en question (mais voir 

Hoeksema, 2015). Toutefois, le cas des orchidées semble à part. Tout d’abord, il est largement 

admis que la nutrition de la plupart des orchidées mycohétérotrophes repose sur ces CMNs, 

puisque les espèces associées à des champignons eux-mêmes ectomycorhiziens d’arbres voisins 

tirent leur carbone de ces arbres, via leurs champignons partagés. De plus, étant donné l’existence 

d’une phase de mycohétérotrophie initiale chez la majorité des orchidées, de tels réseaux 

pourraient en réalité concerner la plupart des espèces de cette famille. 

  

Chez les orchidées épiphytes, il a souvent été considéré que les protocormes, plus 

rapidement chlorophylliens que ceux des orchidées géophytes, sont moins dépendants de leurs 

associations fongiques mycorhiziennes. Cependant, plusieurs études montrent que certaines 

espèces au moins dépendent d’un apport nutritionnel d’origine fongique (e.g., Zettler et al., 1998). 

De plus, de nombreuses orchidées épiphytes sont aphylles (ex : Taeniophyllum glandulosum, 

Rammitsu et al., 2019, ou Dendrophylax lindenii, Mújica et al., 2018), et la chlorophylle contenue 

dans les racines pourrait ne pas suffire à assurer une nutrition carbonée suffisante pour assurer 

un cycle de vie complet de ces espèces. Par ailleurs, outre le carbone a priori peu limitant pour des 

organismes photosynthétiques, l’eau, ainsi que l’azote et le phosphore pourraient être limitants 

en particulier dans les environnements épiphytes (Zotz, 2016).  

 

D’avantages de travaux seront nécessaires pour identifier la source du carbone fongique, 

notamment via des marquages au 13C et au 15N de l’écorce (par exemple en fournissant aux 

champignons des morceaux d’écorce artificiellement enrichis en isotopes lourds) ou au 13C de la 

photosynthèse des orchidées adultes. En plus de la détection d’éventuels flux, il sera nécessaire 

de tester la réponse (biomasse, vitesse de croissance, survie etc.) de jeunes plantules en autorisant 

ou non l’accès au réseau mycorhizien (par exemple en isolant in situ une partie de l’écorce grâce 

à des cylindres hermétiques, coupant les filaments fongiques du reste du réseau) à proximité 

d’individus adultes (voir Hoeksema, 2015).  

 

Dans le cas d’un flux nutritionnel des orchidées adultes vers les graines via un 

champignon symbiotique commun (i.e., CMN fonctionnel), comme dans le cas d’une nutrition 

des graines entièrement assurée par un champignon saprophyte lui-même favorisé sur l’écorce 

par l’interaction avec des plantes adultes voisines (sans CMN), il semble qu’un phénomène de 

facilitation puisse avoir lieu en milieu épiphyte, de manière similaire à celui observé dans le sol 

en prairie tempérée.  

 

Enfin, les réseaux épiphytes pourraient également inclure des plantes non-orchidées. Des 

travaux préliminaires menés en 2008 par Kottke et al., ont montré que les orchidées épiphytes ne 
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partageaient pas de champignons mycorhiziens avec les hépatiques ou les Éricacées, mais ces 

dernières étaient terrestres, enracinées au sol, et non situées à proximité des orchidées. Dans 

l’Article III, nous avons mis en évidence un partage de champignons rhizoctonias entre plantes 

orchidées et non-orchidées voisines, et bien que chez ces dernières, la colonisation fongique soit 

probablement endophyte (sans interface d’échanges particulière), des flux de nutriments entre 

ces plantes ne sont pas à exclure et mériteraient d’être testés.  

 

9.3.5.   Les rhizoctonias peuvent-ils influencer la distribution spatiale de leur 
…………hôte à l’échelle de la forêt ? 

 

Comme la plupart des plantes épiphytes, les orchidées ne sont pas réparties de manière 

homogène sur les arbres hôtes disponibles dans une forêt (Zotz, 2016). Toutefois, les préférences 

d’hôtes observées sont généralement peu marquées ou trouvent leur explication dans des biais 

statistiques (diamètre ou taux de croissance de l’arbre modulant la probabilité d’une graine 

d’atterrir puis de germer sur le tronc ; Wagner & Zotz, 2020) mais également  dans des processus 

physico-chimiques (structure ou composition chimique de l’écorce par exemple ; Wagner et al., 

2015). Dans certains cas, l’hypothèse d’un rôle des communautés fongiques mycorhiziennes pour 

expliquer la préférence d’hôte d’une orchidée épiphyte a été formulée, mais jamais démontrée 

(Gowland et al., 2013; Pecoraro et al., 2021).  

 

Nous avons travaillé durant la thèse sur l’orchidée épiphyte Bulbophyllum variegatum, une 

espèce atypique puisqu’elle montre une forte préférence pour l’espèce d’arbre Agarista salicifolia 

à l’échelle de son aire de distribution à La Réunion (Lancaster, 2004). B. variegatum peut coloniser 

de manière très dense les troncs et les fourches d’A. salicifolia en zone de sous-bois, lesquels 

n’accueillent en comparaison qu’un nombre limité d’autres orchidées épiphytes. Ce cas de 

préférence d’hôte est particulièrement intéressant car il ne semble (a priori, voir ci-dessous) pas 

expliqué par des facteurs physiques, tels que la structure de l’écorce, ou statistiques, tels que le 

diamètre des arbres hôtes (Lancaster, 2004). En particulier, une autre espèce d’arbre localement 

abondante (Nuxia verticillata), au diamètre comparable à A. salicifolia dans la forêt étudiée, et à 

l’écorce présentant des caractéristiques similaires (bonne capacité de rétention d’eau, bien que 

non testée), n’accueille pas d’individus de B. variegatum. Pourtant, elle est par ailleurs colonisée 

par quasiment toutes les autres orchidées épiphytes de cette forêt (Lancaster, 2004). Un des 

objectifs de la thèse était d’étudier le rôle potentiel de la préférence mycorhizienne de B. 

variegatum sur ce biais de distribution entre les espèces d’arbres hôtes. Pour cela, nous avons 

entrepris (i) d’étudier la spécificité mycorhizienne de cette espèce à l’échelle de l’île de La 

Réunion ; puis (ii) d’étudier dans la population de la forêt de Mare-Longue la corrélation entre 

la distribution de l’orchidée sur Agarista et celle de ses champignons mycorhiziens sur les 

différents hôtes ligneux disponibles pour l’orchidée.  
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Les résultats présentés dans l’Article III mettent en évidence une forte spécificité 

mycorhizienne de cette orchidée épiphyte qui s’associe préférentiellement, et de manière quasi 

constante, à trois OTUs de champignons mycorhiziens (deux Tulasnellaceae et un 

Serendipitaceae). Ces champignons n’ont pas été retrouvés chez d’autres espèces d’orchidées de 

l’île par Martos et al., (2012), ouvrant la voie à une potentielle influence des communautés 

fongiques sur la distribution de B. variegatum. 

Depuis, l’étude des communautés mycorhiziennes d’orchidées épiphytes de la forêt de Mare 

Longue sur 6 arbres hôtes (Article II) a révélé que seul l’un de ces champignons (l’OTU1, 

Tulasnellaceae) a été détecté dans les racines d’orchidées (3 espèces) toutes localisées sur une 

même zone du tronc de N. verticillata. Ni l’OTU2 (Serendipitaceae), ni l’OTU3 (Tulasnellaceae) 

n’ont été identifiés dans cette étude. Ces résultats préliminaires suggèrent que les OTUs associés 

aux stades de développement précoces (i.e., OTU2 et OTU3) pourraient être distribués sur 

certaines espèces d’arbres uniquement, contraignant ainsi la distribution de leur hôte B. 

variegatum.   

Pour le vérifier, il sera nécessaire de poursuivre cette étude en réalisant l’axe (ii), qui n’a 

malheureusement pas pu être finalisé dans l’échéance de la thèse. Pour cause, le séquençage d’un 

grand nombre d’échantillons provenant d’écorces de dizaines d’espèces d’arbres différentes s’est 

avéré techniquement plus compliqué que ceux réalisés à partir d’un nombre équivalent 

d’échantillons de racines d’orchidées épiphytes mycorhizées (présence de composés poly-

phénoliques suspectée). Toutefois, nous pouvons ici discuter brièvement des différents cas de 

figures que nous pourrons rencontrer lors de cette étude.  

 

Dans une étude menée en 2013, Gowland et al., ont mis en évidence un lien entre 

spécificité mycorhizienne et préférence d’hôte chez les trois espèces d’orchidées épiphytes 

étudiées. Cependant, les analyses de cortèges fongiques se sont uniquement basées sur les 

champignons présents dans les racines (communautés déjà filtrées et sélectionnées par la plante), 

et non sur les communautés de champignons présentes sur les écorces, c’est-à-dire celles pouvant 

potentiellement contraindre la germination puis la croissance de l’orchidée (voir Figure 22). 

Dans notre étude en cours, nous avons fait le choix d’échantillonner également l’écorce d’arbres 

hôtes (A. salicifolia) et non-hôtes (12 autres espèces) de B. variegatum, afin de déterminer leur 

capacité à accueillir les champignons mycorhiziens de cette espèce. L’échantillonnage, spatialisé 

à l’échelle de la forêt et sur l’écorce, a été fait de manière à réduire au maximum un éventuel biais 

spatial dans la distribution de B. variegatum dans la forêt et/ou de ses champignons sur l’écorce 

(Figure 23).  
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Figure 23 Plan d’échantillonnage des écorces d’arbres dans la forêt de Mare Longue, La Réunion. Au 
total, 15 plots répartis dans la forêt ont été échantillonnés et localisés spatialement au sein de cette 
forêt, correspondant à un total de 100 arbres et 601 échantillons. (A) Exemple de plot échantillonné. 
Chaque plot comporte un arbre central (A. salicifolia) lui-même échantillonné et autour duquel 
différents arbres appartenant à d’autres espèces, et de diamètre similaire ont également été 
échantillonnés. La distance (d) et la position de chacun de ces arbres par rapport à l’arbre central ont 
été mesurées. De cette manière, chaque arbre peut être localisé au sein de la forêt. (B) Schéma de 
prélèvement des écorces (ronds colorés) sur chaque arbre (A. salicifolia ou autre espèce). Les morceaux 
d’écorces ont été prélevés à trois hauteurs (zones) sur l’arbre (zone I, 0-0.5m ; zone II, 0.5-2m ; zone III, 
> 2m, et jusqu’à 5m). Dans chaque zone, deux morceaux d’écorces ont été prélevés, l’un à proximité 
(<.10 cm) des racines d’une orchidée épiphyte (B. variegatum sur A. salicifolia ou autre espèce sur les 
autres arbres ; zone rhizosphérique, ronds rouges), et l’autre le plus loin possible des racines d’orchidées 
épiphytes (> 30 cm, zone non-rhizosphérique, ronds verts).  
 

 

Nous avons fait l’hypothèse de détecter ces champignons de manière très préférentielle 

sur l’écorce d’A. salicifolia par rapport aux autres espèces d’arbres, et ce même à distance 

d’individus de B. variegatum déjà enracinés sur l’écorce. Nous disposions par ailleurs de résultats 

préliminaires montrant que les OTUs mycorhiziens de B. variegatum pouvaient bien être amplifiés 

et séquencés à partir d’échantillons d’écorce d’A. salicifolia.  

Si cette hypothèse est validée, il sera ensuite nécessaire de vérifier si ces champignons sont 

capables ou non de faire germer les graines de B. variegatum sur d’autres arbres, par exemple à 
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l’aide de semis expérimentaux in situ des graines de cette espèce pré-inoculées avec les souches 

fongiques d’intérêt. Dans le cas d’un rôle des communautés fongiques de B. variegatum dans sa 

préférence d’hôte, l’on s’attend à une germination symbiotique des graines sur A. salicifolia mais 

pas sur d’autres espèces arbres.   

Dans le cas où notre hypothèse de départ ne serait pas validée, il nous faudrait sans doute 

considérer en plus des variables chimiques et/ou physiques pour expliquer ce biais de distribution 

de B. variegatum sur l’île de La Réunion. A. salicifolia présente une écorce spongieuse qui pourrait 

offrir un environnement favorable à la germination de B. variegatum, comme documenté chez 

d’autres espèces (Zarate-García et al., 2020). Toutefois, d’autres arbres poussant aux mêmes sites 

et accueillant une forte diversité d’orchidées épiphytes mais pas B. variegatum (e.g., N. verticillata), 

semblent présenter une écorce aux capacités de rétention d’eau similaires, bien que des mesures 

soient nécessaires pour quantifier ces tendances. Plus probablement, A. salicifolia présente une 

écorce au pH faible (pH < 4.5, observation personnelle) qui pourrait expliquer au moins en partie 

ce biais de distribution de l’orchidée et/ou de ses champignons (Pecoraro et al., 2021). De même, 

son écorce réputée toxique (Nganou et al., 2018) pourrait inhiber, de manière préférentielle, la 

germination de la plupart des espèces d’orchidées (Frei & Dodson, 1972) mais pas de B. 

variegatum (inhibition potentiellement médiée par les partenaires fongiques).  

 

En conclusion, la question de l’influence des communautés mycorhiziennes sur la 

distribution des orchidées épiphytes à l’échelle d’une forêt reste encore largement en suspens. Le 

cas de B. variegatum étudié dans le cadre de cette thèse offre une excellente opportunité d’en 

comprendre davantage sur les mécanismes impliqués, qui sont probablement d’ordre 

multifactoriel, incluant des facteurs abiotiques en plus des facteurs biotiques testés. D’un point 

de vue plus général, le second volet de cette étude (axe ii ci-dessus) permettra de mieux 

comprendre la distribution des champignons mycorhiziens d’orchidées entre les écorces d’arbres 

tropicaux, y compris en l’absence d’orchidées. Si ceux-ci semblent bien capables de coloniser des 

portions de l’écorce dépourvues ou pauvres en orchidées, ou les racines des plantes épiphytes 

associées, leur abondance y semble limitée (ex : Leroy et al., 2022), une tendance qu’il nous faudra 

tester lors de futures analyses.  
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9.4.   Les méthodes employées et leurs limites  
 

L’essentiel des travaux de cette thèse repose sur des outils de séquençage de courts 

fragments d’ADN (par metabarcoding), essentiellement du marqueur ITS-2 séquencé par la 

méthode Illumina. La méthode de metabarcoding offre l’avantage de pouvoir détecter de 

nombreux groupes fongiques en un seul séquençage, et permet en outre la détection de 

champignons pas ou difficilement cultivables. Cependant, l’un des principaux problèmes liés à 

cette technique est le biais d’amplification lié aux amorces utilisées lors de l’étape de PCR, celles-

ci étant de spécificités et d’affinités variables. Dans le cadre de cette thèse, l’une des familles de 

champignons ciblées, la famille des Tulasnellaceae, nécessite justement l’usage de couples 

d’amorces spécifiques. Plus compliqué encore, cette famille très diversifiée en termes de 

séquences ITS comporte plusieurs grands clades phylogénétiques qui n’amplifient pas tous de la 

même manière avec les amorces spécifiques ou universelles employées (Vogt-Schilb et al., 2020). 

Aussi, constatant que le couple d’amorces ITS86-F/ITS4-Tul (permettant d’amplifier les 

Tulasnellaceae épiphytes au Brésil ; Article I) ne permettait aucune amplification d’ADN sur des 

échantillons épiphytes récoltés à La Réunion, nous avons dû faire le pari d’utiliser un nouveau 

couple jamais utilisé jusqu’ici à cette échelle, le couple 5.8S-OF/ITS4-Tul, pari qui s’est a priori 

révélé gagnant par la suite (cf. Articles II à IV).  

 

Cette première « victoire » contre les Tulasnellaceae met en lumière une limite importante 

liée à l’amplification de fragments par PCR : on ne trouve souvent que ce que l’on cherche. Aussi, 

nous ne sommes pas à l’abri d’avoir raté un groupe de champignons (mycorhiziens ou non) bien 

représenté dans les environnements épiphytes tropicaux. A l’inverse, on peut parfois trouver plus 

que ce que l’on cherche. Les champignons recherchés peuvent par exemple posséder plusieurs 

copies intra-génomiques des séquences ITS (voir Encadré 5), voire plusieurs noyaux. Avec de tels 

outils, il est difficile de faire autrement que d’interpréter ces différentes séquences comme étant 

plusieurs champignons (voir par exemple les OTU61 et OTU62 dans la Fig. 2 de l’Article II de 

ce manuscrit).  

D’autre part, après amplification et détection de ces champignons échappant aux amorces 

classiques, une question a rapidement émergé lors des analyses : qu’est-ce qu’un Tulasnellaceae ? 

Plus généralement, que se cache-t-il derrière ces familles de champignons que l’on nomme (plus 

ou moins précisément) à l’issue du séquençage, mais dont on ignore souvent l’écologie. À titre 

d’exemple, la famille des Ceratobasidiaceae, autre famille connue pour former des mycorhizes 

chez les orchidées, regroupe des endophytes racinaires, des mycorhiziens d’orchidées mais aussi 

des ectomycorhiziens et des pathogènes, sans que leurs clades ne soient clairement délimités dans 

la phylogénie (Veldre et al., 2013). Que faire dès lors que l’on identifie l’un de ses membres dans 

une racine d’orchidée, sans être certain qu’il forme bien les pelotons observés (voir par exemple 

Article IV) ?  
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Bien sûr, le problème se pose dès lors que l’on décide de s’intéresser aux microorganismes. 

Les champignons mycorhiziens d’orchidées, cependant, ont l’avantage de pouvoir se cultiver seuls 

sur milieu de culture. Aussi, je suis bien heureux d’avoir pu m’atteler à cette (fastidieuse) tâche 

qui, je pense, ouvre la voie à de nombreuses perspectives. En effet, l’isolement d’une souche 

fongique permet, outre la satisfaction de constater qu’il se cache un organisme bien réel derrière 

les séquences d’ADN qui s’affichent à l’écran, de réaliser de multiples expérimentations qui 

permettent, elles, de mieux comprendre l’écologie trophique de ces organismes et leur manière 

d’interagir avec les plantes. Chez les orchidées, il est possible d’effectuer des expériences de 

germination symbiotique, in vitro mais aussi in- et ex situ, et d’essayer de mieux cerner les capacités 

enzymatiques de ces champignons par métabolomique ou transcriptomique. Aussi, l’isolement 

de ces souches pourra conduire, je l’espère, à de plus amples travaux sur la caractérisation de leur 

génome, de leurs capacités enzymatiques, et de leur importance pour les plantes et les écosystèmes 

qu’elles occupent.  

 
 
Encadré 8. Applications possibles en écologie de la conservation.  
 

Les travaux présentés dans ce manuscrit ont une portée essentiellement fondamentale, 

et ont pour vocation de décrire et d’explorer les rôles possibles des associations mycorhiziennes 

chez les orchidées épiphytes. Toutefois, je ne saurais espérer que vivement qu’ils puissent avoir, 

d’une manière ou d’une autre, des retombées positives sur les mesures de protections des 

espèces étudiées et, plus largement, des forêts qui les accueillent.  

 

 L’essentiel de nos travaux ont été menés dans la forêt de Mare Longue (voir Encadré 

7), forêt humide de basse altitude relativement bien préservée et située au sud-est de l’île de La 

Réunion. De nombreuses espèces de cette forêt sont endémiques de l’île ou de l’archipel des 

Mascareignes, et il était dès lors évident que notre impact sur le terrain se devait d’être limité 

afin de ne pas menacer les populations en place. Pour cela, nous avons mené nos 

échantillonnages de manière à garder vivants les plantes échantillonnées (sélection de portion 

de racines seulement, maintien de l’ancrage des individus sur le support), sauf lorsque celles-ci 

étaient de taille trop réduite (ex : protocormes). Nous avons pu revenir sur une partie des arbres 

échantillonnés en 2020 un an après collecte, et avons constaté que les orchidées en place y 

avaient survécu. D’autre part, l’ensemble des espèces échantillonnées l’ont été sous 

autorisation du Parc National de La Réunion, et celles-ci étaient toutes classées Low Concern 

ou Data Deficient par l’Union Internationale de Conservation pour la Nature (UICN). Sur le 

long terme, j’espère que nos travaux pourront permettre de mieux préserver ces espèces, 

notamment via les leviers identifiés ci-dessous.  
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Les travaux de la thèse m’ont amené à isoler des souches mycorhiziennes de plusieurs 

espèces d’orchidées terrestres et épiphytes indigènes à La Réunion (voir par exemple Annexe 

2 ; pour celles exploitées dans ce manuscrit : Angraecum pectinatum, A. cucullatum, A. 

mauritianum, Bulbophyllum variegatum, Phaius tetragonum). Ces souches, conservées de manière 

pérenne au sein du laboratoire et déposées dans la collection de Souches Fongiques du 

MNHN, pourront peut-être permettre, à l’avenir, de réaliser des germinations in vitro de graines 

de ces orchidées, voire d’effectuer des semis in situ de ces graines en présence des souches 

fongiques compatibles.  

Ces semis pourront être effectués à proximité des plants adultes (Yang et al., 2017), dans la 

zone rhizosphérique que nous avons pu mettre en évidence dans les travaux ci-dessus, ou sur 

des arbres hôtes favorables que nous identifierons peut-être à l’issu du séquençage des écorces 

d’arbres dans la forêt de Mare Longue (Axe iii de la thèse).  

 
Figure E8.1 Jeune plantule de l’orchidée Bulbophyllum variegatum établie dans un couvert bryophytique 
sur l’écorce d’Agarista salicifolia. Pourra-t-on encore observer de jeunes individus comme celui-ci dans 
quelques années, lorsque les derniers vieux troncs d’A. salicifolia auront tous plié sous les assauts répétés 
des cyclones ? Photographie : Géromine Collobert, avec son aimable autorisation. 
 

 
 

Nos travaux nous ont en particulier amené à étudier le cas de Bulbophyllum variegatum, orchidée 

épiphyte des Mascareignes et de Madagascar (Figure E8.1). Cette orchidée n’est retrouvée à La 

Réunion presque qu’exclusivement sur une seule espèce d’arbre hôte, Agarista salicifolia. Si 

cette orchidée ne semble actuellement pas menacée (population importante et renouvellement 

fréquemment observé sur certains sites), sa forte préférence d’hôte pourrait à terme la 
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condamner. En effet, A. salicifolia est un arbre pionnier des coulées de laves qui ne se renouvèle 

pas en milieu forestier, et dont le renouvellement en basse altitude sur l’île est fortement 

impacté par la prolifération d’espèces exotiques envahissantes comme Casuarina, Bohemeria etc. 

L’étude et l’isolement de ses champignons mycorhiziens, ainsi que l’identification des 

mécanismes sous-jacents à sa préférence d’hôte, pourraient permettre, à termes, de protéger 

cette espèce sur l’île. 
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Bilan et perspectives 
 

 Les travaux de cette thèse ont permis de mieux appréhender la distribution des 

champignons, dont les mycorhiziens d’orchidées, dans l’environnement épiphyte, contribuant 

ainsi à l’amélioration des connaissances sur l’écologie de ces champignons (ex : niches 

endophytique, mycorhizienne, saprotrophe libre sur l’écorce etc.). Néanmoins, ces connaissances 

restent encore très limitées, ce qui constitue à mon sens un verrou à une meilleure 

compréhension de ces symbioses mycorhiziennes d’orchidées et à terme, de l’écologie des espèces 

épiphytes.  

Les résultats obtenus durant la thèse ouvrent notamment la voie à deux grandes perspectives de 

recherches : 

 

(1) Les réseaux mycorhiziens épiphytes mis en évidence (Article II) pourront être étudiés 

de manière fonctionnelle à l’aide de marquages isotopiques (13C/15N notamment) et 

de suivis de croissance à distance ou à proximité des adultes. Ces travaux pourront 

être menés au sein de la forêt de Mare Longue à La Réunion où ces réseaux ont été 

caractérisés et où les associations mycorhiziennes des orchidées épiphytes sont 

connues. 

(2) Les rhizoctonias associés aux orchidées épiphytes pourront être étudiés d’un point de 

vue plus fonctionnel à partir des souches fongiques isolées durant la thèse et 

maintenues en culture. Ce travail pourra reposer sur des approches « omics » (études 

transcriptomiques et/ou métabolomiques des souches dans différentes conditions de 

culture, séquençage des génomes ; Fochi et al., 2017a,b ; Miyauchi et al., 2020) mais 

aussi sur des suivis in vitro de croissance des champignons sur différents substrats 

(variation des sources de matière organique ; Nurfadilah et al., 2013).  

 

À plus long terme, les résultats de la thèse offrent un point de départ pour de futures études qui 

pourront permettre d’apporter des éléments de réponse aux grandes problématiques suivantes :   

 

(1) Quelles sont les niches trophiques des champignons mycorhiziens d’orchidées en 

milieu épiphyte ?  

(a) Quelles sont leurs capacités enzymatiques ? Quelles sont leurs capacités de 

dégradation des écorces (point 2 ci-dessus) ? 

(b) Quelle est leur persistance dans l’environnement, notamment durant les 

saisons sèches lorsque le stress hydrique est le plus important (voir Bertolini 

et al., 2014) ? 
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(c) L’écologie de ces champignons diffère-t-elle selon les taxa et selon les différents 

habitats épiphytes (gradient climatique, ex : forêt humide versus forêt sèche ou 

semi-sèche ; ou gradient vertical sur l’arbre, ex : base versus sommet de la 

canopée) ? 

 

(2) Comment les réseaux mycorhiziens communs aux plantes épiphytes peuvent-ils 

influencer la biologie de leurs hôtes ?  

(a) Existe-t-il des flux d’eau et/ou de nutriments entre plantes épiphytes médiés 

par les communautés fongiques mycorhiziennes et/ou endophytiques (point 

1 ci-dessus) ? 

(b) Quelle est la stabilité de ces réseaux en fonction des conditions 

environnementales (notamment saison sèche versus humide en région 

tropicale, ou encore l’altitude ; voir Cevallos et al., 2018) ? 

 

(3) Plus globalement, qu’est-ce qui caractérise le milieu épiphyte d’un point de vue 

fongique ? 

(a) Les champignons associés aux orchidées favorisent-ils la coexistence des 

orchidées entre elles mais aussi avec d’autres espèces de plantes épiphytes ? 

(b) Comment se mettent en place ces communautés fongiques (dispersion des 

spores, croissance des hyphes, transmission verticale médiée par les plantes ou 

encore inoculation par des vecteurs externes ; Leroy et al., 2022) ? 

(c) Quelles sont les dynamiques successives de ces communautés fongiques sur 

les écorces d’arbres au cours de la croissance d’un arbre hôte (en lien 

notamment avec la germination puis la croissance de plantes épiphytes) ? 

 

 
J’espère que certaines de ces questions motiveront un jour quelques scientifiques curieux 

d’en découvrir davantage sur ces symbioses encore méconnues. 

Car à la croisée des chemins entre deux domaines largement inexplorés, celui des champignons 

d’une part, et celui de l’habitat épiphyte d’autre part, les associations mycorhiziennes en milieux 

épiphytes sont un monde qu’il nous reste à découvrir. Des sous-bois sombres et humides 

jusqu’aux sommets des canopées, il ne tient qu’à nous de partir l’explorer.  
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Annexes 

 
 
 
 
 
Annexe 1 – Communautés mycorhiziennes du Liparis de loesel  
 
 
 En début de thèse, j’ai participé à la finalisation d’un projet de conservation autour d’une 

orchidée terrestre menacée sur toute son aire de distribution, le Liparis de loesel (Liparis loeselii, 

(L.) Rich.). Ce projet, porté par le Conservatoire Botanique National Alpin (CBNA) en 

collaboration avec le Muséum National d’Histoire Naturelle (MNHN) avait été initié quelques 

années auparavant, et je me suis chargé du traitement moléculaire (PCR et préparation des 

banques) puis informatique (bioinformatique et analyse des données de séquençage) du volet 

« fongique » de l’étude. Les données acquises rejoignent un ensemble de résultats portant sur 

l’écologie particulière de cette orchidée dans les Alpes françaises, et sont inclues dans un article 

soumis au journal Acta Oecologica (Maris L., Petrolli R. et al., in prep.). Elles ont également fait 

l’objet d’une restitution orale lors du séminaire « Liparis » à Grenoble en Janvier 2020. Le 

contexte et les principaux résultats sont résumés ci-dessous.  

  

 Introduction – Le Liparis de loesel (Liparis loeselii) est une petite orchidée terrestre à 

pseudobulbes présentant deux écotypes distincts : L. loeselii var. ovata pousse dans les dépressions 

d’arrière-dune de certaines côtes européennes, tandis que L. loeselii var. loeselii colonise les marais 

continentaux d’Europe Centrale (Pillon et al., 2007). En Europe continentale, le Liparis s’associe 

de manière spécifique à des Tulasnellaceae et Ceratobasidiaceae (Illyés et al., 2005; Illyes et al., 

2009) tandis que les populations dunaires semblent capables de s’associer à des communautés 

plus diverses incluant des champignons ectomycorhiziens (Thelephoraceae, Inocybaceae ; Waud 

et al., 2017). Les partenaires mycorhiziens des populations alpines (L. loeselii var. loeselii) 

demeuraient inconnues avant la mise en place de cette étude. De même, le lien entre état de 

conservation des populations d’orchidées et communautés fongiques n’avait à ce jour pas été 

étudié.  

 

 Méthodes – Une analyse des communautés fongiques du Liparis de loesel a été réalisée par 

métabarcoding de l’ITS-2 fongique. Deux couples d’amorces ont été utilisés afin de décrire la 

communauté fongique globale (ITS86-F/ITS4) incluant la famille des Tulasnellaceae (ITS86-

F/ITS4-Tul). Cette espèce étant protégée, les prélèvements se sont limités à 5 individus provenant 

de deux sites d’échantillonnages, et la colonisation fongique a été étudiée dans les racines (roots), 
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dans les pseudobulbes (pseudobulb) ou dans la partie supérieure des pseudobulbes (base stem) pour 

un total de 15 échantillons. De plus, des échantillons de sols provenant de différents sites 

colonisés par des populations de Liparis en bon ou en mauvais état de conservation (état et 

persistance des populations) ont été prélevés et analysés de la même manière (12 échantillons).  

  

 

 

 

Figure A10.1 Communautés fongiques du Liparis de loesel et des habitats associés. (A-B) Non-metric 
multidimensional scaling (NMDS) montrant l’influence du statut de conservation de l’habitat sur (A) les 
communautés fongiques mycorhiziennes supposées et (B) les communautés fongiques totales du Liparis de 
loesel. Les sites sont colorés selon leur état de conservation : vert, bon état de conservation ; orange, état de 
conservation dégradé. (C) Proportion cumulée des séquences des champignons mycorhiziens potentiels chez 5 
individus de L. loeselii (3 provenant du site du Vallin, et 2 provenant du site du Pontet), rassemblés par organes 
échantillonnés. « Sebacinales unidf. » fait référence à une assignation taxonomique limitée à l’ordre des 
Sebacinales dans la base de données UNITE. Les champignons correspondants peuvent donc appartenir soit 
aux Sebacinaceae soit aux Serendipitaceae, deux familles à l’écologie différente.  
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  Résultats – Aucun des échantillons prélevés n’a amplifié avec les amorces spécifiques 

ITS86-F/ITS4-Tul. Les échantillons de sol n’ont pas montré de ségrégation des communautés 

fongiques mycorhiziennes (Fig. A10.1-A ; PERMANOVA, F = 0.271, p = 0.461) ou totales (Fig. 

A10.1-B ; F = 0.089, p = 0.240) en fonction de l’état de conservation des sites. Un total de 20 

OTUs de champignons mycorhiziens potentiels ont été détectés, avec une très large prévalence 

d’un OTU appartenant à la famille des Ceratobasidiaceae (Fig. A10.1-C).   

 

Discussion – Les résultats du séquençage montrent une prévalence des Ceratobasidiaceae dans le 

cortège fongique mycorhizien du Liparis de loesel. Des travaux menés en parallèle dans l’équipe 

ont permis d’isoler certaines souches mycorhiziennes du Liparis aux mêmes sites que ceux étudiés 

ici, appartenant toutes à la famille des Tulasnellaceae. Ces résultats confirment la prévalence de 

ces deux familles chez la sous-espèce L. loeselii var. loeselii (Illyés et al., 2005; Illyes et al., 2009), 

mais suggèrent que les amorces spécifiques utilisées (ITS86-F/ITS4-Tul) ne nous ont pas permis 

de détecter les Tulasnellaceae lors du séquençage. En effet, des travaux récents ont mis en 

évidence la faible complémentarité entre l’amorce sens ITS86-F et les séquences ITS-2 de 

plusieurs souches de Tulasnellaceae (Vogt-Schilb et al., 2020), et les futures études de ces 

communautés mycorhiziennes devront employer une autre amorce, comme l’amorce sens 5.8S-

OF (Vogt-Schilb et al., 2020) également utilisée dans les Articles II à IV de ce manuscrit.  

D’autre part, les communautés de champignons à la fois totales et mycorhiziennes ne semblent 

pas différer selon l’état de conservation des populations. Des résultats présentés dans l’article 

final tendent à montrer que l’hygrométrie du site, plus que tout autre facteur, semble être un bon 

indicateur de l’état de conservation des populations du Liparis de loesel dans les Alpes françaises.   
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Annexe 2 – Souches fongiques  
 

Figure A10.2 Parmi les > 100 souches fongiques isolées durant la thèse, 5 sont illustrées ici afin 

de rendre compte de leur variabilité de forme de croissance. (A-C) Tulasnellaceae isolés de (A) 

Angraecum cucullatum, (B) Phaius tetragonus et (C) Angraecum pectinatum dans la forêt de Mare 

Longue à La Réunion. (D) Cylindrocarpon sp. et (E) Theleonectria sp. (Nectriaceae) isolés de 

Bulbophyllum variegatum dans la même forêt. Milieu de culture : Fungal isolation medium, FIM. (F) 

Microscopie optiques d’hyphes de Tulasnellaceae (boite C) en culture montrant les cellules 

monilioïdes (propagules asexuées ; flèches) typiques des rhizoctonias (Taylor et al., 2002).  
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Annexe 3 – Expérience de germination in vitro  
 

Figure A10.3 Montage expérimental de l’expérience de germination symbiotique in vitro des 

graines de B. variegatum. L’étuve a été maintenue à 25°C avec un cycle lumière/obscurité 

12h/12h, et les boites ont été redistribuées aléatoirement dans l’étuve toutes les 1,5 semaines 

pour pallier les variations locales de luminosité (500 lux en moyenne).  
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Résumé  

 

 Près de 90% des plantes terrestres forment des associations symbiotiques avec des champignons au niveau 

de leurs racines, appelées mycorhizes. Les mycorhizes ont une fonction essentiellement nutritive : les champignons 

améliorent les capacités d’absorption en eau et en nutriments de la plante et reçoivent en retour des sucres issus de 

sa photosynthèse. Les orchidées forment des symbioses mycorhiziennes avec un groupe polyphylétique de 

champignons au sein des Basidiomycètes dont l’écologie reste encore mal connue. Elles ont la particularité de former 

des graines microscopiques et dépourvues de réserves, qui nécessitent la présence d’un champignon compatible pour 

germer. Ainsi, le modèle mutualiste orchidée-champignon mycorhizien est particulièrement intéressant car la 

distribution des champignons peut influencer celle de leurs plantes hôtes, et réciproquement.  

Ces symbioses ont été essentiellement étudiées en milieux tempérés et terrestres ; pourtant la majorité des orchidées 

sont épiphytes et vivent sur l’écorce des arbres tropicaux. Leurs champignons mycorhiziens colonisent alors l’écorce, 

mais leur écologie reste également mal connue.  

Les travaux de cette thèse visent à mieux comprendre les relations entre les orchidées épiphytes et leurs partenaires 

fongiques. Nous avons étudié les communautés fongiques de racines d’orchidées épiphytes et de l’écorce 

environnante par des méthodes de metabarcoding environnemental (amplification et séquençage des communautés 

microbiennes) et d’isolements de souches fongiques. Ces travaux portent sur diverses espèces d’orchidées épiphytes 

de forêts tropicales humides au Brésil et sur l’île de La réunion.  

Les questions abordées sont les suivantes : où sont distribués les champignons mycorhiziens sur l’écorce des arbres 

tropicaux ? Existe-t-il des réseaux d’interactions entre plantes épiphytes médiés par les partenaires fongiques ? La 

distribution spatiale d’une espèce d’orchidée peut-elle être expliquée par celle de ses champignons ?  

Enfin, les outils et méthodes d’analyses sont appliqués au cas de la vanille cultivée, de manière à décrire, pour la 

première fois, les communautés mycorhiziennes de cette espèce sur l’île de La Réunion.  

 

Abstract 

 

Almost 90% of terrestrial plants associate with mutualistic fungi in their roots, forming symbiotic 

associations called mycorrhizas. Mycorrhizas have a nutritional role for both partners: fungi improve the hydro-

mineral nutrition of their host and obtain in return sugars from the plant photosynthesis. Orchids form mycorrhizal 

symbioses with a polyphyletic group of fungi in the Basidiomycota whose ecology is far from being well understood. 

Orchids have the particularity to produce microscopic, dust-like seeds which do not contain reserve and therefore 

need the presence of a compatible fungus to germinate. Thus, the orchid-mycorrhizal fungus interaction is of 

particular interest since the distribution of the fungal partners can influence those of their plant hosts, and 

conversely. 

These symbioses have been mainly investigated in temperate, terrestrial ecosystems. Yet, the majority of orchid 

species are epiphytic, meaning that they germinate and root on the bark of tropical trees. Their mycorrhizal fungi 

colonize the surrounding bark, but their ecology needs further investigations.   

This thesis aims to better understand the relationships between epiphytic orchids and their fungal partners. For this 

purpose, we studied fungal communities in the roots of epiphytic orchids and in the surrounding bark by 

metabarcoding approaches (i.e., amplification and sequencing of microbial communities) and isolation of fungal 

strains. We studied several species of epiphytic orchids thriving in tropical rainforests of Brazil and of La Réunion.  

We address the following questions: what is the distribution of mycorrhizal fungi on the bark of tropical trees? Can 

the fungal partners mediate indirect plant-plant interactions, forming epiphytic mycorrhizal networks? Can the 

mycorrhizal fungi explain the spatial distribution of a given orchid species?  

Finally, the analytic tools and methods are applied to the study of the cultivated vanilla in order to describe, for the 

first time, its mycorrhizal communities in La Réunion island.  


