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Liste des abréviations 

 

A : Adénosine 

ABA : Acide abscissique 

ADN  : Acide désoxyribonucléique 

AIA : Acide indole-3-acétique 

BET : Bromure d'éthydium 

BO3H3 : Acide borique 

C : Cytosine 

Ca(NO3)2 : Dinitrate de calcium 

CKs : Cytokinines 

Co60 : Cobalt 60 

CuSO4 : Sulfate de cuivre 
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EMS : Ethyl méthyl sulfonate 

FeCl3 : Chlorure ferrique 

G : Guanine 

GA : Acide gibbérellique 
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Introduction générale 

Dans le monde du vivant, une distinction évidente peut s'observer entre animaux et  végétaux. 

Les premiers sont mobiles, hétérotrophes et se déplacent pour accéder à leur alimentation. En 

revanche, les plantes supérieures vivent fixées et sont pour la plupart autotrophes. En effet, 

grâce au processus de photosynthèse, les plantes subviennent elles-mêmes à une grande partie 

de leurs besoins nutritionnels. Cependant, ce mode de vie présente de nombreux 

désavantages, les plantes subissant sans cesse des agressions extérieures comme des stress 

abiotiques (stress hydrique ou salin…) ou biotiques (virus, bactéries et autres 

phytopathogènes…). Sous de telles contraintes, les plantes mettent en place des moyens pour 

lutter et résister à ces différents stress. L'autotrophie pourrait sembler être une condition sine 

qua non pour que les plantes aient une vie fixée. En réalité, le règne végétal comporte une 

catégorie un peu à part et relativement méconnue : les plantes parasites. Ces curiosités 

botaniques ont certes un mode de vie fixé, mais comme leur nom l'indique, elles vivent aux 

dépens d'une plante hôte. Certaines de ces plantes sont par ailleurs dépourvues de 

chlorophylle et donc totalement hétérotrophes. Elles puisent directement leurs ressources 

nutritives (nutriments et eau) dans les tissus conducteurs de leur plante hôte autotrophe. Cette 

spoliation trophique a des conséquences dommageables pour cette  dernière. Si la plante hôte 

considérée est une plante cultivée d'intérêt agronomique, une forte infestation par une plante 

adventice parasite peut avoir un  impact significatif sur le rendement de la culture, par 

conséquent des enjeux agro-économiques évidents apparaissent. 

La famille des Orobanchacées n’est composée que d’espèces à mode de vie parasitaire 

obligatoire. La plupart de ces espèces se développent dans des écosystèmes naturels, sans 

impact marqué sur leurs hôtes. Quelques espèces ont adopté par contre un mode de vie 

adventice dans des agrosystèmes majeurs, notamment dans les pays Méditerranéens. Ainsi en 

Tunisie, deux espèces d’orobanche constituent des adventices majeures et nuisibles des 

cultures de légumineuses, Orobanche crenata et Orobanche foetida. Orobanche crenata est 

un pathogène agronomique traditionnel sur l’ensemble du territoire alors que les infestations  

par O. foetida sont plus récentes (Kharrat et al. 1992) et localisées dans le Nord de la Tunisie. 

Des stratégies de contrôle intégré des orobanches sont proposées, incluant des  pratiques 

culturales et une lutte génétique et chimique. Leur succès s’avère très rare. Difficiles à mettre 

en place, leur rentabilité et efficacité demeurent insuffisantes. La sélection de variétés 

résistantes est encore la méthode la plus économique, faisable et respectueuse de 
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l'environnement. Néanmoins, la résistance à l’orobanche est un caractère rare dans les 

collections de génotypes des sélectionneurs, notamment pour les légumineuses (Cubero and 

Hernández 1991; Román et al. 2002; Rubiales et al. 2009a). L’amélioration de la résistance à 

l’orobanche est ainsi un objectif majeur de la plupart des programmes de sélection génétique 

(Rubiales 2014). Les mutations constituent la base de variabilité génétique exploitée par tous 

les sélectionneurs. Dans la nature, le matériel génétique des êtres vivants est sans cesse l’objet 

de modification. L’ADN des génomes mute d’une part spontanément et d’autre part sous 

l’effet d’agents naturels, physiques, chimiques et biologiques présents dans l’environnement.  

Dans ce cadre, la radio-mutagenèse peut être utilisée pour élargir la variabilité génétique. Bien 

que cette stratégie soit intégrée dans de nombreux schémas de sélection et création variétale, 

elle demeure encore très rare pour la sélection d’une résistance à l’orobanche. 

Ce travail de thèse a pour objectif de préciser l’impact de doses croissantes de rayons gamma 

sur le développement du pois chiche et l’intérêt d’un tel traitement pour le développement de 

nouvelles variétés résistantes à O. foetida.  Après une sélection aux champs des plantes 

d’intérêt (génération M1), ce travail vise aussi à évaluer la stabilité de la résistance et de 

caractériser ses composantes dans les descendances M2 et M3. Sur le plan agronomique, 

l’objectif à court terme est ainsi d’obtenir des lignées stabilisées et résistantes à O. foetida. 
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1- Les légumineuses cultivées en Tunisie 

Les légumineuses à graines constituent toujours une part importante de l’alimentation du 

monde, particulièrement dans les pays en développement où elles sont la principale source de 

protéines pour l’homme. Citons le haricot (Phaseolus vulgaris) en Amérique Latine, le pois 

chiche (Cicer arietinum), la lentille (Lens culinaris) et la fève (Vicia faba) dans le bassin 

méditerranéen, le soja (Glycine max) en Asie,  sans oublier l’arachide (Arachis hypogea) et le 

pois (Pisum sativum) dans le monde entier. 

La flore végétale tunisienne est extrêmement riche en diverses espèces spontanées et cultivées 

(Zoghlami and Hassen 1999). La grande variation des conditions du milieu fait que  pour 

chaque espèce, il existe un grand nombre d’écotypes dont la variabilité génétique constitue un 

matériel de choix pour la sélection et la création de variétés adaptées aux conditions diverses. 

En Tunisie, les légumineuses alimentaires constituent une composante de base dans les 

systèmes agronomiques traditionnels. Elles interviennent directement dans la ration 

alimentaire humaine ou indirectement dans la nourriture du cheptel. En plus de leur 

importance dans le régime alimentaire des êtres humains, elles ont un intérêt particulier dans 

le concept de l’agriculture durable dans la mesure où leur introduction dans l’assolement 

instaure la rotation des cultures, la diversification des productions et la protection de 

l’environnement contre la pollution par les engrais azotés les pesticides et les désherbants 

chimiques. 

 

1-1- Situation des légumineuses cultivées en Tunisie 

Les légumineuses alimentaires, notamment, la fève, la féverole, le pois, la lentille, le haricot 

vert et le pois chiche constituent une source très importante en protéines végétales qui peut 

corriger le déficit en protéines animales. En Tunisie, les superficies occupées par les 

légumineuses à graines restent insignifiantes. Elles sont de l’ordre de 78000 ha et représentent 

0.002%  de la superficie agricole totale et 4% des superficies emblavées en grandes cultures, 

notamment en céréales et légumineuses. La production annuelle moyenne des légumineuses à 

graines fut d’environ 67000 tonnes entre 1990 et 2010 (DGPA 2011). 

Les légumineuses occupent moins de 4,5% de terres arables dans le Nord tunisien et moins de 

9% de la surface des terres cultivées (Kharrat et al. 1991). La sole des légumineuses a 

diminué de 30% entre 1990 et 2000 et leur proportion par rapport aux céréales est passée de 7 

à 3% (FAOSTA 2011). La production annuelle des légumineuses à graines  a ainsi diminué 

significativement au cours de ces dernières décennies (DGPA 2011).    
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Tableau 1 : Surface occupée par les légumineuses alimentaires en Tunisie   

(moyenne de 4 années 1984-1987) (Kharrat et al. 1991) 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 1: Les types de pois chiche (Cicer arietinum L.) Kabuli et Dési 

                            (http://www.agriculture.gov.sk.ca//) 

 

 

 

 

 

 Surface moyenne (1000 ha) % 

Fève (Vicia faba) 57510    47,8 

Pois chiche (Cicer arietinum) 42260 35,1 

Autres 20550 17,1 
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1-2- Culture du pois chiche 

Le pois chiche (Cicer arietinum), est une plante annuelle de la famille des Fabacées, à petites 

gousses velues contenant habituellement deux graines. Cette espèce est classée troisième 

parmi les légumineuses à graines les plus cultivées au monde et occupe 10,4 millions 

d’hectares de superficie, avec une production annuelle totale estimée de 8,6 millions de tonnes 

(FAO 2004). Le pois chiche est également l’une des plus importantes légumineuses à graines 

cultivées en Tunisie, occupant la seconde position après la fève (Tableau 1). La majeure 

partie des superficies cultivées de pois chiche est concentrée dans le nord du pays, caractérisé  

par un climat humide à subhumide, et particulièrement dans les régions de Béjà, Jendouba, 

Nabeul, Mateur et Bizerte (DGPA 2006).  

Il existe deux grands types de pois chiche (Figure 1) qui se distinguent par la taille des 

semences, la forme de graines et la couleur (Moreno and Cubero 1978) : le type Desi (Origine 

indienne: Nizakat et al. 2007) et le type Kabuli (origine Méditerranéenne et du Moyen-

Orient). Les graines de type desi sont de forme angulaire, à tégument foncé avec des teneurs 

élevées en fibres (Segev et al. 2010). Celles de type Kabuli sont grandes, en forme de tête de 

bélier, de couleur beige et avec un faible pourcentage de fibres.  

Les variétés d’hiver et de printemps de pois chiche cultivées en Tunisie sont de type Kabuli  

(Wery 1990). Les variétés les plus utilisées sont : 

   - En culture d’hiver : Chétoui (ILC 3279),  Kasseb (FLIP 83-46C), Bochra (INRAT 87), 

Béja 1(INRAT 93-1) et Nayer (INRAT 88). 

   - En culture de printemps : Amdoun, Amdoun 1, Marrouki. 

Les génotypes Chétoui (ILC3279), Amdoun 1 et Kassab, Béjà 1(INRAT 93-1), Nayer 

(INRAT 88) et Bochra (INRAT 87) se caractérisent par un port pluviale. D’après l’ICARDA 

(1999), les génotypes de pois chiche les plus adaptés en Tunisie sont Chétoui, Kasseb, 

Amdoun, Bochra et Nayer. 

 

1-2-1-Importance économique 

Apparu  au Moyen Orient il y a 7450 années, le pois chiche est l'un des premiers légumes 

cultivés (Maiti and Wesche-Ebeling 2001). Il occupe la troisième position parmi les 

légumineuses à graines (Yust et al. 2003). Dans le bassin méditerranéen, le pois chiche est 

conduit en culture pluviale.  

En Tunisie, les légumineuses occupent moins de 9% de la surface totale des terres cultivées et 

moins de 4,5% de terres arables de la région Nord  (Kharrat et al. 1991). La culture du pois 
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chiche y occupe la seconde position après celle de la fève (DGPA 2011), avec une superficie 

d’environ 35% de la sole totale des légumineuses (Kharrat et al. 1991). La production 

nationale, de l’ordre 14000 t/an (DGPA 2011), est insuffisante pour couvrir les besoins 

internes du pays. Les importations sont ainsi de l’ordre de 19 000 t/an. Le rendement en 

graines, estimé à 890 Kg/ha, est faible et variable selon la zone de culture (DGPA 2011). 

D’après Sifi et al. (2006), un rendement moyen de 1,5 à 3t/ ha est facilement réalisable en 

Tunisie à condition d’appliquer les techniques culturales préconisées et de respecter la 

rotation des cultures dans les systèmes de production. 

 

1-2-2-Importance alimentaire 

La demande de production et d’exportation de pois chiches est importante dans le monde 

entier, en raison de sa très haute valeur nutritionnelle (Pacucci et al. 2006 ; Roy et al. 2010). 

Le pois chiche est destiné, en sa majeure partie, à la consommation humaine, le reste étant 

utilisé pour le bétail comme fourrage (Upadhyaya et al. 2001).  

Le pois chiche est dépourvu de tout facteur anti nutritionnel et a une composition très riche  

en protéines et faible en gras et en sodium. C’est aussi une excellente source de fibres solubles 

et insolubles, de glucides complexes, de vitamines, et de minéraux (calcium, phosphore, fer et 

magnésium) (Tosh and Yada 2010; Boye et al. 2010). Le pois chiche est une excellente 

source des protéines alimentaires en raison de leur biodisponibilité et leur composition bien 

équilibrée en acides aminés (Wang et al. 2010). Il a été ainsi associé à la prévention de 

maladies cardiovasculaires, à la gestion du diabète de type 2 et à l'abaissement des taux de 

cholestérol (O’Neil et al. 2014) 
Les fibres alimentaires insolubles des graines de pois chiche ont été associées à la réduction 

de l'incidence du cancer du colon, alors que les fibres solubles ont un effet bénéfique sur la 

perte de poids (Agriculture and Agri-Food Canada 2006). Les bienfaits nutritionnels du pois 

chiche ont conduit à son utilisation dans diverses applications culinaires, telles que de 

l'humus. En outre, le pois chiche est utilisé dans les soupes et les salades de ragoûts, et peut 

être transformés en farine.  

 

1-2-3-Importance agronomique 

Avec les conditions climatiques méditerranéennes, le pois chiche est une plante 

traditionnellement cultivée en Tunisie, dont le manque d’eau est un facteur limitant majeur 

(Figure 2). Les agriculteurs se rendent compte de plus en plus du rôle appréciable que jouent  
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Figure 2: Principaux facteurs affectant la culture de pois chiche (Cicer 

arietinum L.) (Singh et al. 1994) 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 3: Symptômes de l'ascochytose sur (A) les feuilles, (B) les tiges et (C) 

les gousses des plants de pois chiches, et (D) récolte à 100 % déficitaire 

attribuable à une grave attaque d'ascochytose (http://www.agr.gc.ca/) 
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les légumineuses à graines dans la fertilisation organique des sols dans le contexte d’un 

système de culture durable (Pacucci et al. 2006), Dans des conditions optimales de symbiose 

avec Rhizobium, le pois chiche peut conduire à une fixation de l'azote naturel jusqu'à 140 kg 

N / ha (Gaur et al. 2008). Ainsi, en raison des importantes quantités d’azote incorporées dans 

le sol et délaissées dans les résidus, la culture du pois chiche maintient, pour une longue 

durée, la fertilité du sol (Islam et al. 2013). 

 

1-2-4- Impact des stress biotiques et abiotiques  

Le pois chiche fait face à diverses contraintes biotiques et abiotiques au cours de son cycle de 

vie (Millan et al. 2006). 

 

a- Stress biotique 

 Les maladies: En 2012, Nene et al. dénombraient environ 170 agents pathogènes 

infectant le pois chiche dans les différentes régions du monde. Parmi eux néanmoins, 

seuls quelques-uns ont un réel potentiel dévastateur. Ainsi, certaines maladies sont 

considérées comme des problèmes persistants pour la production de pois chiche dans 

de larges zones géographiques. On peut citer :                            

      -L'ascochytose (Figure 3): est l'une des principales maladies du pois chiche dans 

les climats  froids et humides du monde (ICRISAT 2012; Khan et al. 1999 ; Chongo et 

al. 2003). C’est une maladie fongique causée par Didymella rabiei. En Tunisie, D. 

rabiei a été détecté pour la première fois au cours de la saison 2001-2002 sur les débris 

de pois chiche hivernant. Plusieurs chercheurs ont décrit les symptômes de la maladie 

(Pande et al. 2005; Gloria et al. 2012). L’ensemble des parties aériennes est attaquée. 

Les lésions sont rondes ou allongées portant irrégulièrement des points bruns et sont 

entourés par une marge rouge brunâtre. Si la tige principale est couronnée par ces 

lésions à la région de collet, la plante entière meurt.  

     -La pourriture grise: est une maladie foliaire, causée par Botrytis cinerea, dans 

certains pays tempérés et subtropicaux (Davidson et al. 2004). Elle est la deuxième 

maladie foliaire la plus importante après l’ascochytose. C’est la principale cause de 

l’instabilité des rendements et de la réduction de la sole de pois chiche 
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Figure 4: Symptômes de fusariose vasculaire sur coupe longitidinale de la tige 

(A) plante infectée, (B) plante saine et (C) sur plante entière (Cunninton et al. 

2009°
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 (Rahman et al. 2000). Bien que le pois chiche soit sensible à la pourriture grise durant 

toutes les phases de croissance, les stades floraison et formation des gousses sont les 

plus vulnérables à l'infection. En cas d’infection précoce on peut observer les 

symptômes dés les premières feuilles. La partie aérienne jaunisse à partir de la base, 

souvent accompagné par une forte réduction de la croissance et de la mort de la plante. 

Le nombre des gousses et de graines par gousse sont réduit (Rahman et al. 2000). 

     -La fusariose vasculaire (Figure 3): est aussi un des facteurs limitants majeurs de la 

productivité du pois chiche (Haware et al. 1996). La fusariose du pois chiche est 

surtout présente dans les sols lourds et les sols mal drainés des terres de basse attitude. 

Elle est causée par le champignon Fusarium oxysporum f. sp. Ciceris (FOC). Le 

flétrissement causé par le FOC peut être observé à des stades précoce et tardif du 

développement de la plante. Le flétrissement précoce cause plus de perte que le 

flétrissement tarfdif. Les jeunes plantules infectées par le flétrissement vasculaire 

s’enroulent, s’aplaties et s’allongentsur terre et gardent leur couleur vertes sombres 

(Pande et al. 2007). Cependant les plantes adultes montrent des symptômes du 

flétrissement typique par conséquent la plante entière montre un abaissement soudain 

des feuilles (Shah et al. 2009 ; Raju et al. 2008), une couleur pale par rapport aux 

plantes saines (Shah et al. 2009 ) et une décoloration du xylème de la tige Raju et al. 

2008), ensuite la plante meurt. Les plantes de pois chiche attaquées par la FOC ne 

montre pas une pourriture externe et apparaissent saines, lorsqu’on coupe verticalement 

la partie inférieur de la région du collet, cette région montre une coloration marron des 

tissus internes (Shah et al. 2009 ; Dubey et Singh 2004). Les gousses des plantes du 

pois chiche malades apparaissent normales, mais les graines sont généralement plus 

petites, froissées (pliées) et décolorées (Pande et al. 2007). La FOC peut survivre dans 

le sol et sur les résidus de culture sous forme de chlamydospores jusqu'à six ans en 

absence d’hôte sensible, et se propager par le biais du sol et les semences infectées 

(Haware et al. 1978). La fusariose est répandue presque dans toutes les régions de 

culture du pois chiche, et provoque des pertes de rendement jusqu'à 100% (Landa et al. 

2004).  

 

 Les plantes parasites Orobanche: En Tunisie, le pois chiche est une plante hôte de 3 

espèces d’orobanche, Orobanche crenata Forsk, Orobanche foetida Poir. et 

Phelipanche aegyptiaca Pers. Peu importante en cultures de printemps, les attaques 
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d’orobanche se sont accrues par l’exploitation des variétés d’hiver (Rubiales et al. 

2003a). L’orobanche est ainsi considérée comme un important parasite agricole de la 

féverole et du pois chiche dans la région de Beja (Kharrat et al. 1992). De manière 

générale, cette espèce est commune dans d'autres pays d'Afrique du Nord et en 

Espagne, mais essentiellement comme parasite de fabacées sauvages (Rubiales et al. 

2003a). 

 

 Les insectes : Le pois chiche est attaqué par un grand nombre d'espèces d'insectes, à la 

fois au champ et en stockage (Clement et al. 2000) :  

     -Helicoverpa armigera : La pyrale des gousses des légumineuses est un important 

facteur limitant du rendement des légumineuses alimentaires. Sa nocuité a été 

principalement attribuée à sa forte fécondité, sa vaste polyphagie, sa forte capacité de 

dispersion, et une diapause facultative. Les larves de début de saison se nourrissent des 

feuilles. A la fin de la saison les larves se nourrissent brièvement des feuilles, puis 

s’enfoncent dans la nervure principale et migrent dans la tige de la plante. Parfois, les 

larves se nourrissent directement des grains en formation.  

     -Ravageurs suceurs de la sève : Ces ravageurs sont classés comme des organismes 

nuisibles, principalement, en raison du fait qu'ils agissent comme des vecteurs viraux. 

Les pucerons, particulièrement Aphis craccivora, sont des transmetteurs de grand 

nombre de maladies virales chez le pois chiche (Makkouk et al. 2003; Kumari et al.  

2007). Le plus important est le groupe des luteovirus qui cause l’enroulement des 

feuilles et le rabougrissement des plantes, et qui est transmis d'une manière persistante 

par A. craccivora (Brunt et al. 1996). Une autre maladie est causée par le virus 

responsable du nanisme et de la chlorose du pois chiche, un mastervirus (Fauquet and 

Stanley 2003).  Ce virus est transmis de manière persistante par la cicadelle Orosius 

orientalis (Matsumura) (Hemiptera: Cicadellidae) (Brunt et al. 1996). 

   -Les bruches : Les membres de la famille des Bruchidae sont connus depuis 

longtemps par leur pouvoir destructeur des graines des légumineuses cultivées. Ils se 

nourrissent également de graines et des fleurs de plantes appartenant à de nombreuses 

autres familles  (Compositae, Malvaceae, Convolvulaceae, Anacardiaceae, Rosaceae, 

Apisceae, Papavaraceae et Palmacae : Delobel and Delobel 2005 ; Jermy and Szentesi 

2003).  



 

 
 



Etude Bibliographique 

23 
 

 

 Les nématodes : L'infection des racines par Meloidogyne spp. réduit la croissance et le 

rendement des plantes (Castillo et al. 2003). Le parasitisme par les nématodes à galles 

est caractérisé par la mise en place de sites d'alimentation permanentes composées de 

cellules multi nucléés géantes dans le cortex de la racine, l’endoderme, le péricycle, et 

le parenchyme vasculaire des plantes hôtes. Les sites d'alimentation des nématodes 

agissent comme des puits d’épuisement des photoassimilats des plantes, ce qui cause 

une diminution de la croissance et du développement des plantes malades. La 

déformation et le blocage des tissus vasculaires sur les sites d'alimentation des 

nématodes limite la translocation de l'eau et des nutriments dans la plante, ce qui 

influence négativement  la croissance et le rendement des cultures. Les tissus 

entourant les sites d'alimentation des nématodes à galles gonflent généralement, 

donnant lieu à de grandes galles caractéristiques sur les racines des plantes infectées 

(Volvas et al. 2005). Cependant, l'infection des racines de pois chiche par M. artiellia 

ne donne lieu qu'à de très petites galles entourant les sites d'alimentation (Volvas et al. 

2005).  

 

b- Stress abiotiques 

 Stress hydrique – sécheresse : 

     -Le stress hydrique, dans le sol et/ ou dans l’atmosphère, est le plus important stress 

abiotique affectant la culture de pois chiche (Figure 1; Singh et al. 1994).  Sous les 

conditions méditerranéennes, il est habituellement fréquent à la fin du cycle des 

cultures.  Singh et al. (1997) ont ainsi montré une corrélation positive entre les 

précipitations saisonnières et le rendement en graines chez le pois chiche. Le manque 

d’eau printanière réduit la taille finale de la plante, la durée de la période de 

remplissage des graines (Davies et al. 1999) et accélère la maturité (Rajin Anwar et al. 

2003). Selon les génotypes, le stress hydrique inhibe plus au moins fortement la 

croissance des tiges et des feuilles (Ben Mbarek et al. 2009). Le pois chiche est une 

espèce à croissance indéterminée. Tant que l’eau est disponible dans le sol et les 

températures ni trop basses ni trop élevées, les parties  aériennes ramifiées continuent 

à se développer (Croser et al. 2003 ; Leport et al. 2006). 

     -La sécheresse est un facteur limitant majeur  de la productivité des légumineuses à 

graines dans le monde  (Figure 1). Le pois chiche est parmi les cultures les plus 

sensibles à cette contrainte abiotique, car la plupart des zones de production sont 
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localisées dans des régions arides et semi arides. Par ailleurs, 90% de ces cultures sont 

cultivées dans des conditions pluviales (Kumar and Abbo 2001). Wery et al. (1994) 

ont décrit 2 types de sécheresse. La première, dite intermittente, est imprévue et 

engendrée par la rupture des précipitations. Elle dépend de la distribution saisonnière 

de la pluie. La seconde, dite terminale, survient à la fin du cycle de croissance des 

cultures suite  à un épuisement des réserves du sol en eau. Les pertes de rendement du 

pois chiche sont attribuées essentiellement à la sécheresse terminale, qui coïncide avec 

la période de remplissage des gousses, d’où une importante réduction de rendement 

grainier (Serraj et al. 2004 ; Gaur et al. 2008). Cette dernière occasionne, seule, une 

réduction de 40 à 50% du rendement (Canci and Toker 2009). En absence de maladie, 

elle engendre des diminutions de 30 à 40% du nombre de gousses et de 42 à 53% du 

rendement en graines d’une culture en sec du pois chiche par rapport à une culture 

conduite en irrigué (Kashiwagi et al. 2006). 

 Stress thermique : il se présente sous 2 formes : 

      -Le froid : La culture de pois chiche est sensible au froid et aux températures 

basses (<8°C) (Nayyar et al. 2005 ; Bakht et al. 2006). L’abscission florale est le 

dommage le plus commun causé par le froid (<10°C) (Nayyar et al. 2005 ; Berger 

2007). Des conditions de température faible induisent une diminution significative du 

poids total des plantes, de la quantité et de la qualité des graines de pois chiche (Kaur 

et al. 2008; Nayyar et al. 2007). Sous l’action des basses températures (<17°C), les 

dates de floraison et de maturité du pois chiche sont retardées (Berger et al. 2004). Les 

basses températures affectent également les aspects structurels et fonctionnels des 

composants mâle et femelle des fleurs du pois chiche (Croser et al. 2003). Les 

températures inférieures à 20°C induisent de faibles taux de germination du pollen et 

un allongement ralenti du tube pollinique (Nayyar et al. 2005). Berger et al. (2004) ont 

mentionné que lorsque les températures chutent entre 14-17°C pendant le stade 

floraison, la formation des gousses est ralentie et le pois chiche continue son cycle 

avec des épisodes cycliques de floraison et d’avortement jusqu’à l’augmentation des 

températures. Ce retard expose le pois chiche à la sécheresse terminale durant le stade 

critique de remplissage des graines (Berger 2007).  

     -Les hautes températures: sont aussi néfastes pour le pois chiche et réduisent le 

rendement en graines, par la déhiscence des anthères, la réduction de la viabilité du 

pollen, de sa germination et la croissance du tube pollinique, et de la faible production 

de gousses (Sakata and Higashitani 2008; Kumar et al. 2013). D’après les 
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Figure 5: La diversité du parasitisme chez les angiospermes (Irving and Cameron 2009) 

              Mode de fixation : r, épirhize ; s, épiphyte ; e, principalements endophytes internes x/y : nombre de  

                                                                             genres et d'espèces estimés 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 6 : Illustration classique des différents types de plantes parasites 
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observations d’Ellis et al. (1994), des températures journalières maximales supérieures à 38°C 

retardent la floraison. Un stress thermique, occasionné pendant la phase de floraison n’affecte 

pas le nombre de graines par gousse. Cependant, s’il s’exprime pendant la phase de 

développement des graines, il réduit le nombre de graines par gousse de 26% et le rendement 

en graines de 50% environ (Wang et al. 2006). Ainsi, est-il nécessaire de limiter, au 

minimum, la durée d’exposition de la culture au stress thermique durant la phase de 

remplissage des graines et de maturité (Wang et al. 2006). 

 

2-Les plantes adventices parasites 

2-1-Généralités 

Le parasitisme est une stratégie de vie très réussie dans les divers règnes de vie (Poulin and 

Morand 2000). Il se définit comme l'état d’un organisme vivant aux dépens d’un organisme 

d’une autre espèce, que l’on appelle l’hôte. Chez les végétaux, il existe une catégorie de 

plantes, souvent méconnues, ayant un mode de vie parasitaire. Elles ont donc, dans la plupart 

des cas, besoin d'une plante hôte pour vivre. Les plantes parasites se caractérisent par leur 

capacité de se nourrir directement d'autres plantes, envahissant soit les racines soit les tiges de 

leurs hôtes grâce à des structures appelées haustoria (Kuijt 1969). Elles représentent un 

groupe taxonomiquement et bio géographiquement très divers.   

Les phanérogames parasites représentent moins de 2% des angiospermes, chez qui le 

parasitisme a évolué (de 12 ou 13 fois (Figure 5)) (Irving and Cameron 2009). Leur 

distribution s’étend de l'Arctique jusqu’aux régions tropicales (Watling et al. 2001). 

Généralement, les plantes parasites sont subdivisées en fonction du leur site de fixation sur 

l'hôte (Figure 6). En effet, on distingue les parasites de tige ou épiphytes (Viscaceae, 

Convolvulaceae, Lauraceae, Loranthaceae…), et les parasites de racine ou épirhizes 

(Orobanchaceae, Hydnoraceae, Balanophoraceae, Rafflesiaceae…). Un second type de 

classification des plantes parasites s'effectue en fonction de leur niveau de dépendance 

trophique vis-à-vis de leur hôte. Certaines plantes parasites peuvent vivre en absence d'hôte, 

elles sont dites facultatives, c'est notamment le cas des genres Triphysaria et Rhinantus (Seel 

and Jeschke 1999). Celles dont la présence d'une hôte est nécessaire sont des parasites 

obligatoires. Au sein de cette catégorie, une nouvelle distinction peut être faite entre les 

hémiparasites (exemple du genre Striga) et les holoparasites (exemple des genres Orobanche 

et Phelipanche) (Irving and Cameron  2009). Cette distinction permet de regrouper les plantes   
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 parasites selon leur dépendance trophique vis-à-vis de l'hôte: les hémiparasites sont encore 

capables de réaliser la photosynthèse et s'alimentent essentiellement à partir de la sève 

xylémienne de l'hôte, tandis que les holoparasites ont perdu leur capacité photosynthétique et 

s'alimentent essentiellement de la sève phloémienne de l'hôte. Les plantes parasites 

obligatoires sont donc de type "xylem feeders" ou "phloem feeders" en fonction du degré de 

leur hétérotrophie (Westwood 2013).  

Le parasitisme végétal peut avoir des conséquences économiques désastreuses lorsque ce sont 

des plantes cultivées d'intérêt agronomique qui en sont la cible (Parker 2009). Les 

Orobanchacées, en particulier Striga  et Orobanche, sont parmi les plantes parasites les plus 

nuisibles à l'échelle agronomique mondiale. 

Les strigas (S. hermonthica, S. asiatica et S. gesnerioïdes) se rencontrent principalement en 

Afrique sub-saharienne, en Inde et dans le sud-est de l’Asie. A l’heure actuelle, plus de 50 

millions d'hectares de terres arables sont infestés, avec des pertes annuelles de rendement 

estimées à plus de 10 milliards de dollars US dans les cultures de céréales et légumineuses 

(Scholes and Press 2008). 

Les orobanches sont aussi de véritables fléaux agronomiques dans les pays méditerranéens et 

dans l’Ouest de l’Asie (Rubiales et al. 2006; Joel et al. 2007; Parker 2009). Sept espèces 

d'orobanche sont ainsi des adventices parasites dévastatrices de diverses cultures : 

légumineuses alimentaires (fève, pois, pois chiche..), solanacées (tomate, tabac, pomme de 

terre), Apiacées (carotte), Asteracées (tournesol), Brassicacées (colza, choux) (Joel et al. 

2007; Parker 2009 ; Brault et al. 2007; Gibot-Leclerc et al. 2003, 2012, 2013). L'impact du 

parasitisme sur les rendements est extrêmement variable et dépend du degré de résistance ou 

de tolérance des variétés cultivées, de l’agressivité de la population d’orobanche en présence 

de son hôte et des conditions climatiques. 
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Figure 7 : Cycle de développement d’Orobanche foetida 
 

1-graine d'orobanche. 2-germination de la graine après stimulation par les exsudats 

racinaires de l'hôte. 3-fixation du procaulôme de la graine d'orobanche sur une 

racine hôte. 4-accumulation de réserves, développement d'un tubercule. 5-formation 

de racines adventives non fonctionnelles. 6-formation d'une tige écailleuse. 7-

émergence de l'orobanche. 8-floraison. 9-fructification, maturation et dissémination 

des graines d'orobanche. 

 RH: racine de la plante hôte; T: tégument; R: radicule ou procaulôme; Tb: 

tubercule. (Photos de Brahmi I. 2013) 

 

 

 

 

 

 



Etude Bibliographique 
 
 

29 
 

 2-2- Les orobanches 

Les orobanches (genres Orobanche et Phelipanche) sont toutes des plantes 

holoparasites, c'est-à-dire non chlorophylliennes et ainsi totalement dépendantes de 

leur hôte pour se développer. Elles appartiennent à la famille des  Orobanchaceae 

issue de quelques Scrophulariacées hémiparasites (Olmstead et al. 2001) et 

composée d’environ 130 espèces divisées en quatre sections : Trionychon Wallr., 

Myzorrhiza (Philippi), Gymnocaulis Nutt. et Osproleon Wallr. (= Orobanche sensu 

stricto) (Schneeweiss et al. 2003). Plusieurs autres auteurs ont classé différemment 

les orobanches en se basant sur des critères morphologiques (Beck 1930 ; Holub 

1990 ; Plaza et al. 2004). Le genre Orobanche est le plus important, tant par le 

nombre que par l'impact économique des espèces qui le composent (Pieterse 1979). 

La plupart des orobanches vivent dans les régions chaudes et tempérées du Nord de 

l’hémisphère, en particulier le bassin Méditerranéen (Parker 2009). Certaines espèces 

sévissent aussi au Moyen Orient et en Europe méridionale et orientale (Joel et al. 

2007 ; Paker 2009 ; Rubiales and Heide-Jørgensen 2011). Cette localisation 

géographique spécifique s'explique par des pratiques culturales bénéfiques au 

parasitisme (rotations courtes, monocultures) et des caractéristiques pédoclimatiques 

correspondant à la physiologie des orobanches. 

A la différence des autres espèces d’orobanches,  O .foetida est considérée comme un 

fléau agronomique émergeant du fait d’un passage récent de son parasitisme de 

plantes herbacées aux légumineuses cultivées (Rubiales et al. 2005). O. foetida est 

présente spécifiquement dans les pays de la Méditerranée occidentale (Maroc, 

Algérie, Tunisie, Portugal et Espagne ; Pujadas-Salva et al. 2003). Elle parasite 

plusieurs légumineuses herbacées de genre Anthyllis, Ebenus, Lotus, Medicago, 

Ononis, Scorpiurus et Trifolium. Le parasitisme des légumineuses cultivées par O. 

foetida a été observé pour la première fois dans le Nord Ouest de la Tunisie (Région 

de Béja) (Kharrat et al. 1992) et au Maroc, plus récemment (Rubiales et al. 2005). 

Bien que les infestations des légumineuses par O. crenata soient beaucoup plus 

fréquentes, les infestations croissantes par O. foetida sont à surveiller très 

sérieusement dans le Nord de l'Afrique. En Tunisie, cette espèce entraîne 

effectivement des pertes de rendement de 66 à 90% sur les légumineuses (Kharrat et 

al. 1992 ; Abbes et al. 2007). 

 



Etude Bibliographique 
 
 

30 
 

 

 

 

 

Figure 8: Interactions hormonales au cours de la levée de la dormance 

et la germination des graines et de leurs effets sur la rupture des 

téguments et de l’endosperme (Kucera et al. 2005) 
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2-2-1- Développement des orobanches 

Le cycle de développement des orobanches (Figure 8) est hautement spécifique et 

repose sur de nombreuses étapes clés en interaction avec la plante hôte 

(Bouwmeester et al. 2003 ; Plakhine et al. 2012). La  perception d’un stimulus de 

germination exsudé par une plante voisine (pas obligatoirement hôte) déclenche la 

germination des graines d’orobanche (Yoneyama et al. 2013). Celle-ci conduit au 

développement d’une radicule dont la fixation à une racine d’une plante hôte  initie 

la phase parasitaire de l’Orobanche. L’existence d’un large spectre d’hôtes (hormis 

pour O. cumana, spécifique du tournesol) et d’un très fort taux de reproduction, avec 

plusieurs dizaines de milliers de graines par pied d’Orobanche, minimisent les 

conséquences sur la reproduction du parasite d’une germination suicide (en absence 

d’une plante hôte) ou d’échec de fixation de la radicule. 

Du fait de leur petite taille, les graines d’orobanche sont facilement dispersées par le 

vent, l'eau, les machines agricoles, les animaux (exo et endozoochorie) et leurs 

litières (Henning  and-Jørgensen 2013). 

 

a- Conditionnement 

Une fois enfouies dans le sol, les graines d’Orobanche entrent en dormance. Cette 

phase peut être de très longue durée (une dizaine d'années) en absence d'hôte (en cas 

d’abandon de la culture sensible), sans que les graines perdent leur pouvoir 

germinatif. L’exposition des graines d’orobanche à un environnement humide 1 à 2 

semaines sous des températures comprises entre 18 et 23°C, définit une période 

indispensable à la levée de dormance par les stimulants de germination, dite période 

de conditionnement (Song et al. 2005). L'imbibition des graines s'accompagne d'un 

pic de respiration et d'une reprise de la synthèse protéique (Bar-Nun and Mayer 

1993). Plusieurs travaux ont reporté la synthèse de gibbérellines (GA) lors du 

conditionnement et de  la germination des graines d’Orobanche (Figure 8) (Kucera 

et al. 2005). Une forte baisse du taux d'acide abscissique (ABA) des graines est 

également observée pendant le conditionnement, en raison d’une « fuite » qui 

accompagne l’imbibition des graines  (Plakhine et al. 2009 ; Lechat et al. 2012). 

Cette fuite d’ABA n’est pas suffisante pour lever la dormance (Lechat et al. 2012). 

Une graine conditionnée est ainsi apte à percevoir les stimulants de germination 

secrétés dans la rhizosphère par une plante hôte, et d’y répondre en germant. Si la 

graine ne perçoit pas de tels signaux, elle entre dans une phase de dormance 
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secondaire (Figure 8) (Song et al. 2005). La dormance secondaire intervient 

lorsque les conditions nécessaires à la perte de la dormance primaire ou à 

l’induction de la germination ne sont pas remplies. La graine ne retrouve son 

pouvoir germinatif qu’après une phase de déshydratation prolongée suivie d’une 

nouvelle phase de conditionnement (Kebreab and Murdoch 1999). 

 

b- Germination et stimulants de germination 

Lorsque les conditions environnementales sont favorables, les graines d’orobanche 

ne germent qu’à proximité des racines d’une plante productrice de stimulants de 

germination (Yoneyama et al. 2008). La majorité des stimulants de germination 

naturels sont de la famille des strigolactones (SLs) (Xie et al. 2010), définie comme 

une nouvelle classe d'hormones végétales dérivant de la voie de biosynthèse des 

caroténoïdes (Matusova et al. 2005). 

Les SLs agissent comme messagers secondaires des auxines (AIA) et des 

cytokinines (CKs) et se révèlent ainsi impliquées, chez les plantes, dans des 

processus majeurs tels que le contrôle de la ramification aérienne et racinaire, le 

contrôle des interactions avec les plantes parasites et les microorganismes 

symbiotiques de la rhizosphère (champignons mycorhiziens à arbuscules et 

bactéries) (Akiyama et al. 2005), ainsi que dans la réponse aux contraintes 

nutritionnelles ( Brewera et al. 2013 ; Dun et al. 2012 ; Marzec et al. 2013). Des 

analogues des SLs ont été synthétisés, tels que le Nijmegen et le GR24. Le GR24 

est universellement utilisé dans les travaux de recherches in vitro sur la germination 

des plantes parasites. Il est ainsi souvent utilisé en tant que stimulant de référence. 

L'effet stimulant du GR24 est généralement admis pour toutes les espèces 

d’orobanche (Johnson et al. 1976), exceptée O. foetida qui ne montre aucune 

réponse à ce stimulant (Fernandez-Aparicio et al. 2009). Plus d’une dizaine de SLs 

naturelles ont été identifiées à ce jour, ainsi que d’autres stimulants différents des 

SLs (dihydrocostuslactone pour O. cumana ; composés phénoliques pour O. foetida 

(Evidente et al. 2010). Les graines d’O. foetida seraient tout de même sensibles à 

certaines SLs (Fernández-Aparicio et al. 2014). Les mécanismes de perception  des 

stimulants de germination  ont longtemps été considérés comme une boite noire. 
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Figure 9: Représentation schématique de la structure de graine 

d’orobanche 

* : Les récepteurs des stimulants de germination sont localisés au niveau des 

cellules du périsperme proche du micropyle (Plakhine et al. 2012) 

 

 

 

Figure 10: Dialogue chimique entre le parasite et les racines de la 

Plante hôte et initiation de la formation de l’haustorium chez 

Triphysaria et Striga (Keyes et al. 2001) 
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Une étude récente sur le contrôle de la germination dans les graines de P. aegyptiaca 

suggère que les récepteurs de stimulants de germination sont situés dans les cellules 

de périsperme vivant sous le micropyle (Figure 9) (Plakhine et al. 2012). 

Lechat et al. (2012) ont mis en évidence le rôle primordial du gène CYP707A, 

codant pour l’ABA 8'-hydroxylase, dans la germination des graines de P. ramosa en 

réponse au GR24. En effet, suite à une première baisse du niveau d'ABA durant 

l'étape de conditionnement (fuite d'ABA), la perception du GR24 induit très 

rapidement une forte surexpression du gène CYP707A1 (18 h après stimulation), 

provoquant ainsi une seconde chute du niveau d'ABA dans les graines. Les étapes de 

perception et transduction du signal en amont du gène CYP707A restent encore 

méconnues. 

Une fois stimulée, la graine d’orobanche émet un tube germinatif (appelé 

procaulôme) au niveau du pole micropylaire (Figure 10). Il croît et s'allonge en 

direction des racines de la plante hôte, guidé probablement par un chimiotropisme 

positif vis-à-vis des stimulants de germination (Bouwmeester et al. 2003). 

 

c- Fixation sur l’hôte 

Le contact mécanique annonce le début de la phase de fixation. Celle-ci est précédée 

par une étape de préparation de la radicule du parasite à l’attachement et la 

pénétration dans la racine hôte, qui n’est pas encore bien étudiée chez l’orobanche.  

Cette étape est par contre bien décrite chez deux hémiparasites de racines, Striga et 

Triphysaria : lors du rapprochement de la radicule vers la racine de la plante hôte, 

l’apex de la radicule s’épaissit, gonfle et différencie des poils haustoriaux (Yoder 

2001). Des signaux chimiques dérivés de la racine hôte (Hautorium-Inducing Factors 

= HIFs) induisent la différenciation de l’apex de la radicule en haustorium 

(haustoriogenèse). Mor et al. (2008) ont détecté une forte production de péroxyde 

d’hydrogène (une forme réactive d’oxygène, ROS) à l’apex de la radicule (Figure 

10). Ces ROS induisent la dégradation de la paroi de la racine hôte, libérant des 

composés quinoniques éliciteurs de l’haustoriogenèse (HIFs). L'ensemble de ce 

processus établit un gradient de concentration d’HIFs entre les cellules 

rhizodermiques de l'hôte et du parasite. Si l'accumulation de ces molécules signal est 

insuffisante, le méristème radiculaire est capable de revenir à un état végétatif 

nécessaire pour la  reprise de l’allongement de la radicule (Keyes et al. 2001 ; 
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Matvienko et al. 2001 ; Palmer et al. 2004 ; Joel et al. 2007). 

Concernant l’haustoriogenèse de l’Orobanche, des poils haustoriaux (papilles) sont 

également observés après contact de la radicule avec une racine hôte. Par contre, la 

nature des HIFs impliqués demeure inconnue. Les papilles haustoriales sécrètent une 

substance glucidique mucilagineuse qui favorise l'adhésion du parasite à la racine de 

l'hôte (Joel and Losner-Goshen 1994). La zone du contact intime, formée de cellules 

intrusives (appressorium), pénètre dans le cortex racinaire de la plante hôte. La 

pénétration est facilité par la sécrétion d'enzymes à activité pectine-méthylestérase et 

polygalacturonase (Ben-Hod et al. 1991 ; Losner-Goshen et al. 1998 ; Véronési et al. 

2007). L'endoderme constitue la dernière barrière physique que l'appressorium doit 

traverser avant d'atteindre le cylindre central contenant les faisceaux cribro-

vasculaires. L’excrétion d’enzymes à activité cutinase facilite cette étape (Joel et al. 

1998).  

Pendant la phase de connexion vasculaire,  un hémiparasite "xylem-feeder" met en 

place des connexions directes avec le xylème de l'hôte à l’aide d’un organe 

spécifique nommé oscula (Rogers and Nelson 1962 ; Dörr 1996, 1997). L'orobanche 

est un holoparasite du type "phloem-feeder" et developpe majoritairement des 

connexions phloémiennes. Des plasmodesmes phloémiens interspecifiques ont été 

observés à l’interface hôte-parasite, définissant un transfert direct de nutriments des 

tissus phloémiens de la plante hôte vers ceux de l’orobanche (Dörr 1996). 

 

d- Développement de l’orobanche en post-fixation 

Une fois les connexions vasculaires établies entre l’orobanche et son hôte, 

l’haustorium se développe et s’étend en masse dans la racine et prend la forme d’une 

« verrue » qui se transforme rapidement en un tubercule (Figure 7). Le tubercule se 

développe hors de la racine de la plante hôte, et émet des racines adventives 

pourvues d'une coiffe rudimentaire mais sans zones pilifères. Chacune de ces racines 

est un organe de croissance connecté à l'hôte par voie phloèmienne. Le tubercule 

constitue un organe de réserve d’amidon, d’hexoses, de polyols (mannitol, 

inositol…) et d’aminoacides (Abbes et al. 2009 ; Draie et al. 2011). Après quelques 

semaines, un bourgeon axillaire se développe sur le tubercule, produisant une tige 

écailleuse achlorophyllienne. Après émergence hors du sol, la tige se développe en 

une hampe florale portant plusieurs dizaines de fleurs.  
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 Chaque fleur, après fécondation, donne une capsule contenant quelques dizaines des 

milliers de graines (Joel et al. 2007). 

 

2-2-2- Moyens de lutte 

Les pratiques humaines sont responsables, dans une large mesure, de l’infestation des 

champs par les adventices parasites. A cause de leur taille microscopique, les graines 

d’orobanche  sont transportées vers d'autres champs par le sol et l'eau contaminé (par 

ruissellement). Elles adhèrent à la fourrure des animaux de pâturage, des outils 

agricoles comme les charrues ou des bottes et des vêtements. Le transport des graines 

est aussi facilité par le commerce national et international. L’échange de semences 

contaminées d’une ferme à l’autre facilite le transport et l’extension de la 

contamination des sols par l’orobanche.  

Une série de mesures de lutte est suivie pour limiter ou réduire l'étendue de la 

présence du parasite dans les champs infestés. Ces dispositions sont décrites plus en 

détail ci-dessous : 

 

a-Mesures préventives 

Le danger de l'orobanche réside dans son aptitude à former un stock de graines 

renouvelable dans le sol. Le plus important principe de contrôle de l’orobanche se 

focalise sur la réduction du stock semencier dans le sol, en empêchant la formation 

de graines et la propagation d’infestations vers les zones non contaminées. Un 

programme de gestion ou d'éradication doit viser à réduire cette banque de semences 

tout en minimisant la production de nouvelles semences et leur dispersion dans de 

nouveaux sites. La mise en quarantaine est donc un élément essentiel dans les 

programmes de lutte ou d'éradication d’orobanche (Habimana et al. 2013).  

Le matériel agricole et les machines doivent être nettoyés avant leur utilisation dans 

des champs non infestés. Une attention particulière doit être appliquée à la 

désinfestation et le nettoyage des machines, et aussi à éviter le passage des camions 

des champs infestés aux non infestés. Le confinement est une nécessité pour éviter la 

propagation d'infestation et des programmes  d'éradication doit être envisagé. Les 

pousses d’orobanche doivent être retirées avant l'ouverture de la fleur ; les hampes 

recueillies doivent être brûlées ou éliminées correctement. Entre autres, les animaux 

au pâturage doivent être interdits d'entrer dans les champs non infestés après avoir 

brouté les zones infestées (Habimana et al. 2013). De plus, les agriculteurs doivent 
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utiliser des semences certifiées pour s’assurer que les semences ne sont pas 

contaminées (FAO 2008). 

 

b-Lutte physique 

La solarisation du sol se fait par le chauffage du sol sous un paillis noir, ou plus 

généralement film clair (polyéthylène), par le soleil. Le sol doit être humide au 

moment du traitement. Des températures de 48 à 57ºC sont nécessaires pour tuer les 

graines d'orobanche. Cette technique est utilisée avec succès dans de nombreux pays 

à travers le monde. La solarisation des sols est en effet la méthode la plus efficace 

dans le contrôle de l’orobanche dans les cultures aux champs ouverts (Haidar and 

Sidahmad 2000). L’épandage de fumier augmente l’effet destructeur de la 

solarisation (Haidar and Sidahmed 2000). 

Bien qu’efficace, la solarisation est difficile à appliquer en dehors des périmètres 

irrigués et la rareté des machines appropriées et des jours ensoleillés peuvent plus ou 

moins limiter l'utilisation de cette méthode.  

 

c-Lutte agronomique 

 Date de semis : La germination et le développement souterrain des 

orobanches sont extrêmement réduits à basse température (<8°C). Ainsi, 

retarder la date de la plantation affecte l'orobanche plus que son hôte. Un 

semis tardif est ainsi préconisé pour réduire les attaques d’orobanche. Les 

essais  ont montré qu’un semis tardif de fève du mois d’Octobre à Novembre-

Décembre, voire Janvier, réduit le nombre et la biomasse sèche des 

orobanches (Grenz et al.  2005a ; Habimana et al. 2013). 

 Gestion des sols : La gestion du sol pourrait affecter fortement le stock 

semencier des graines dans le sol. Il a été démontré qu’un labour à 45-50 cm 

de profondeur réduisait de 80-90% les attaques par O. ramosa dans les 

champs de tabac, en raison de l'enfouissement des graines d’orobanche à des 

profondeurs où la germination est peu probable (Habimana et al. 2013).  

 Arrachage : Le désherbage manuel, après émergence du parasite, est la 

méthode de contrôle la plus évidente et la plus courante dans les pays en voie 



 

 



Etude Bibliographique 
 

38 
 

de développement. Cette technique est assez coûteuse et n’est conseillée 

qu’en cas d’une infestation faible ou comme méthode complémentaire aux 

autres stratégies de contrôle (Parker and Riches 1993 ; Rodenburg et al. 

2006). D’après Kharrat et Halila (1996), cette technique ne permet pas 

d’augmenter significativement le rendement de la culture de fève dans une 

parcelle fortement infestée par O. foetida. En effet, le parasite cause 

d’importants dégâts sur le rendement de la plante durant sa phase de 

développement souterrain.  

 Cultures associées: L’association de cultures est une pratique extrêmement 

intéressante qui renforce la production agricole et maintient la fertilité des 

sols. Les cultures associées (intercropping) sont utilisées dans plusieurs 

régions en Afrique pour contrôler l’orobanche (Oswald et al. 2002). 

Récemment, Fernandez-Aparicio et al. (2010, 2013) ont démontré que 

l’association de la féverole ou du pois, hôtes d’O. crenata, avec d’autres 

légumineuses (fenugrec ou trèfle d'Alexandrie) ou avec une céréale (avoine) 

réduit les infestations par l’orobanche. Cet impact de l’association repose sur 

l’activité allélopathique négative de l’espèce associée. Le trigoxazonane, 

présent dans les exsudats racinaires du fenugrec, inhibe la germination des 

graines d’O. crenata (Evidente et al. 2007). Fernández-Aparicio et al. (2007) 

ont suggéré que l’allélopathie est la composante majeure dans la réduction de 

l’infection par O. crenata des cultures de féverole et de pois en association 

avec des céréales. La constatation que la germination de graines d’orobanche 

exposées au stimulant synthétique, GR24, est inhibée en présence de racines 

de céréales (avoine, orge ou triticale) suggère que les racines des céréales 

peuvent exsuder des substances qui inhibent la germination des graines d’O. 

crenata. En Allemagne, le constat que des zones très enherbées de parcelles 

de tabac fortement infesté par P. ramosa soient indemnes d’orobanches 

adultes a conduit à la recherche d’effets allélopathiques. En effet, ces 

adventices exsudent de l’acide benzoïque, un inhibiteur de la germination de 

l’orobanche (Fernandez-Aparicio et al. 2013). Au même titre, dans certaines 

régions tropicales, l’association de céréales avec la Fabacée pérenne 

Desmodium ssp est communément utilisée pour la production de fourrages 

(Muir et al. 2011). Cette association avec Desmodium réduit 

considérablement les infestations de la céréale hôte (maïs, sorgho ou millet)
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 par l’adventice parasite Striga hermonthica, et permet un accroissement des 

rendements d’un facteur de 3 à 4 dans les zones infestées (Pickett et al. 2010). 

La protection des céréales vis-à-vis de Striga hermonthica par une association 

avec Desmodium ssp repose sur des activités allélopathiques exsudées des 

racines de Desmodium qui induisent la germination suicide des graines du 

striga. En effet, les racines de Desmodium produisent un panel de molécules 

qui stimulent la germination des graines du striga et inhibent la croissance de 

sa radicule, qui ne peut ainsi se fixer aux racines de la céréale hôte (Khan et 

al. 2002). Quatre isoflavones ont été isolées des racines de la Fabacée 

(uncinanone A, B & C, et génistéine) (Tsanuo et al. 2003 ; Guchu et al. 

2007). L’uncinanone B induit la germination du striga alors que l’uncinanone 

C inhibe la croissance de sa radicule. Ces composés (C-glycosylflavones) 

sont communs chez les Fabacées et les céréales. La caractérisation des gènes 

et des protéines contrôlant ce métabolisme est en cours, avec l’enjeu de 

transférer ces mécanismes de protection dans d’autres plantes d’intérêt 

agronomique (Hooper et al. 2009). 

 Rotation des cultures: La rotation avec des cultures fausses hôtes est 

habituellement suggérée pour réduire les stocks de graines d’orobanche dans 

les sols. Une plante faux hôte produit des stimulants de germination mais 

n’est pas parasitée par l’orobanche ; elle induit ainsi la germination suicide 

des graines d’orobanche. Ainsi, d’après Gawahir (2006), une succession de 

culture oignon-oignon et oignon-tomate permet une réduction de 37% de 

l’attaque de la culture de tomate par l’orobanche (Soudan) et un 

accroissement significatif du rendement (~40%). En Tunisie, le haricot, le 

pois, le lin et le fenugrec entrent dans la rotation dans le cadre de la lutte 

contre O. foetida. Fernández-Aparicio et al. (2011) ont démontré que le pois 

stimule la germination des graines O. foetida et est résistant à cette espèce 

d’orobanche. 

 Fertilisation : L’orobanche a tendance à être associée à des sols peu fertiles. 

Des niveaux élevés d'engrais azotés ou de fumier de poulet a montré un effet 

suppressif sur la germination et la croissance d’O. crenata  (Hassan et al. 

2012). Ces effets doivent être probablement associés à des taux d’ammonium 

élevés dans ces sols enrichis. Pour le colza, les travaux de Gaudin et al. 

(2014) montrent à l’inverse que l’enrichissement du milieu en nitrates n’a pas
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d’effet sur la germination des graines de P. ramosa et accentue la sensibilité du colza 

à cette orobanche. 

d-Lutte biologique 

Comme toutes les autres plantes, les orobanches ont des ennemis naturels pouvant 

affecter leur croissance et ainsi être potentiellement utilisés comme agents de lutte 

pour les contrôler. Contrairement aux composés chimiques, les agents de lutte 

biologique ont l'avantage d'être spécifique à la plante parasite, et ne contribuent pas, 

directement, à la pollution de l'environnement. Cette technique utilise des organismes 

vivants (insectes, champignons, virus, bactéries, etc) pour réduire et limiter 

l’infestation par l'orobanche. 

La mouche Phytomyza orobanchia (Diptera: Agromyzidae) s’attaque à une seule 

hôte,  l’Orobanche. Cet insecte perturbe la production des graines à travers le 

développement de ses larves à l'intérieur des capsules. Ces larves réduisent ainsi la 

capacité de reproduction et de propagation de l’orobanche (Klein and Kroschel 

2002). L’efficacité de Phytomyza orobanchia dans des conditions naturelles est 

cependant limitée par les basses températures et les ennemis naturels. 

Six espèces de Fusarium (F. arthrosporioide ; F. nygamai, F. oxysporum ; F. 

oxysporum f.sp. orthoceras ;  F. semitectum var. majus ; F. solani) sont associées aux 

maladies d’orobanche en culture en pots (Shabana et al. 2003). Le contrôle de 

l’orobanche par Fusarium demeure cependant trop faible en plein champ. Par contre, 

la stratégie de combinaison de deux ou plusieurs agents pathogènes s’est révélée très 

efficace pour la gestion de l’espèce O. cumana dans les parcelles de tournesol (Boari 

and Vurro 2004 ; Müller-Stöver et al. 2005), avec une inhibition totale de 

l’émergence de l’adventice parasite. 

De même, des souches de Pseudomonas aeruginosa, Pseudomonas fluorescens, 

Atrophaeus Bacillus, Bacillus subtilis réduisent  la croissance des radicules d’O. 

aegyptiaca et O. cernua, (Barghouthi and Salman 2010). L’inoculation du pois avec 

des souches symbiotiques de Rhizobium leguminosarum réduit la germination des 

graines d’O. crenata (Mabrouk et al. 2007; Fernández-Aparicio et al. 2009). 

 

e-Lutte chimique 

La lutte chimique contre l'orobanche a été largement explorée depuis les années 

1970. Néanmoins, cette forme de contrôle est influencée par un certain nombre de 
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facteurs dont : (i) le traitement est appliqué en préventif, ne connaissant pas, dans la 

plupart des cas, le niveau d'infestation, (ii) la systémie de l’herbicide, l’orobanche 

étant connectée directement au tissus phloémien des plantes traitées ; (iii) la 

sélectivité de l’herbicide (iiii) le nombre d’applications, l’orobanche pouvant tout au 

long de la saison (Perez-de-Luque et al. 2010). 

Le contrôle chimique est très rarement satisfaisant. De bons résultats sont obtenus 

avec le glyphosate pour contrôler l’orobanche dans les champs de fève, et avec les 

imidazolinones et les sulfonylurées pour réduire les infestations de P. aegyptiaca 

dans les parcelles de tomate irriguées (Colquhoun et al. 2006 ; Eizenberg et al. 

2006). 

Pour les grandes cultures, trois méthodes d’application de l'herbicide peuvent être 

utilisées : application foliaire, application en sol et traitement des semences. Avec 

l’application foliaire, les étapes de développement souterrain de l'orobanche doivent 

être surveillées car  le contrôle est inefficace si l’infestation est importante. D'autre 

part, si l'herbicide est appliqué aussi trop tôt, le nombre d’orobanches ciblées est 

insuffisant (Dinesha et al. 2012). 

L’application des sulfonylurées dans le sol a efficacement contrôlé l'orobanche sur la 

tomate et la pomme de terre (Eizenberg et al. 2006b), en tuant les graines 

conditionnées et les jeunes tubercules d’orobanche. 

Le traitement des semences avec des imidazolinones s’est avéré efficace pour lutter 

contre O. crenata chez la féverole. Le grand avantage de cette méthode est son faible 

coût. L'herbicide est incorporé comme un revêtement sur les graines et distribués 

ainsi avec elles au moment de la plantation. L’utilisation de l'enrobage des semences 

nécessite une spécificité élevée entre l'hôte et le parasite ; par conséquent, il n'est pas 

très répandu. Les semences traitées remplacent un traitement de pré-levée et réduit 

les coûts de l’application mécanique. 

 

f-Lutte génétique 

La sélection des variétés résistantes reste toujours la méthode de contrôle la plus 

économique et respectueuse de l'environnement (Sackston 1992; Ruso et al. 1996; 

Sukno et al. 1998). 

Des sources de résistance à O. cumana, présentes dans les germplams de tournesols 

cultivés et sauvages, ont été utilisées avec succès dans les programmes 

d’amélioration du tournesol vis-à-vis de ce fleau agronomique (Fernández-Martínez 
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et al. 2008). Ces résistances, basées sur un ou quelques gènes majeurs, se révèlent 

néanmoins contournées à ce jour par de nouvelles populations d’O. cumana plus 

agressives dans les pays autour de la Mer Noire. 

La résistance à l’orobanche chez les autres espèces hôtes, notamment chez les 

fabacées, est à faible héritabilité et relativement rare (Cubero 1991 ; Rubiales et al. 

2006). Par conséquent, des méthodes alternatives ont été recherchées pour améliorer 

les variétés existantes. La technique la plus utilisée, avec succès, pour l'amélioration 

des plantes est l’induction de mutations (Parry et al. 2009). La mutagenèse peut 

fournir  un moyen d'expansion de la variabilité génétique, qui peut être utilisér dans 

les programmes de l’amélioration de résistance (Fernández-Martínez et al. 2012). 

Les rayonnements gamma sont l’agent le plus largement utilisé dans l’induction de 

mutation chez les plantes. Au cours des 70 dernières années, plus de 2252 variétés de 

végétaux traités, y compris les céréales, les graines oléagineuses, les légumes, les 

fruits et les plantes ornementales ont été officiellement publié dans le monde entier 

(Bagher et al. 2014). Très peu de données sont disponibles sur l'intérêt de 

rayonnement gamma dans l’amélioration de  la résistance contre l'orobanche. Cet 

intérêt a été signalé que chez le tournesol infestée par Orobanche cumana (Encheva 

et al. 2003, 2012). 

La mutagenèse chimique a été également testée. En effet des graines de tomates 

traitées par l’éthane méthane sulfonate (EMS) a produit des lignées de tomate avec 

résistance partielle à P. ramosa  (Kostov et al. 2007). La résistance observée se 

traduit par un nombre très réduit de fixation du parasite sur le système racinaires de 3 

générations de mutants par rapport au contrôle non traité. 

 

g-Lutte intégrée 

La lutte intégrée est de combiner et d'intégrer différentes mesures de prévention  et 

des instruments de contrôle dans le système agricole. Eisenberg et al. (2013) ont 

montré que l’application de Sulfosulfuron en raison de 40 g.ha
-1

 2 à 3 fois avec un 

intervalle de deux semaines à partir de deux semaines après la plantation suivie par 

l'irrigation par aspersion de 300 m
3
 ha

-1
 retarde l'apparition des inflorescences de 

l’orobanche en dessus du sol 3-4 semaines. Un tel retard empêche les dommages 

causés à la production, mais pas la poursuite il y aura contamination du terrain par 

des graines de l'orobanche. L’application de l'herbicide imidazolinone comme 

imazapic ou imazamox 63-70 jours après la plantation empêche presque 
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complètement l’émergence des pousses d’orobanche et la formation des 

inflorescences. L’expérience menée par Hassan et al. (2012), pour évaluer l'effet de 

la combinaison des souches bactériennes et l’engrais de poulet sur la féverole 

infestée par l'orobanche, ne montre aucune émergence d’Orobanche.   

Mokhtar et al. (2009) ont étudié l’effet de mycoherbicide combiné à un herbicide sur 

la tomate. Les résultats trouvés montrent  un nombre réduit de fixation d’orobanche 

sur les tomates infestées.  



 

 

 

 

 



 
 
 
 
 
 

 
 
 

Chapitre 1 : Mutagenèse induite par 
radiations gamma chez le pois chiche : 
variabilité moléculaire, changements 

développementaux et amélioration de la 
résistance à Orobanche foetida
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1-Introduction : contexte et objectifs 

Les légumineuses cultivées jouent un rôle important dans le régime alimentaire traditionnel de 

nombreuses régions dans le monde (FAOSTAT 2011). Le pois chiche occupe la troisième 

position parmi les légumineuses les plus consommées dans les régions méditerranéennes 

(Jukanti et al. 2012). Sa productivité reste limitée à cause de maladies fongiques et virales 

causant des pertes économiques importantes. Des rendements faibles et stagnants peuvent 

aussi s’expliquer par une sensibilité à différentes espèces d’orobanche notamment Orobanche 

crenata, Orobanche foetida, Orobanche aegyptica, et Orobanche minor (Rubiales and 

Fernadez-Aparicio 2012).  

Les orobanches sont des plantes parasites obligatoires, dépourvues de chlorophylles et de 

système racinaire. Les graines d’orobanche germent suite à la perception des molécules 

stimulantes exsudées par les racines d’une plante hôte voisine.  Après germination, la radicule 

de l’orobanche adhère à la surface de la racine hôte (appressorium), progresse dans le cortex 

de la racine et se connecte aux tissus conducteurs par un organe spécialisé, l’haustorium. 

Ainsi, une fois la jonction vasculaire établie entre le parasite et l'hôte, l’orobanche se 

développe grâce à l’eau et aux nutriments prélevés essentiellement dans le phloème de la 

plante hôte. L'orobanche développe en premier lieu un tubercule, fortement accumulateur de 

substances minérales (potassium essentiellement) et organiques (acides aminés, hexoses et 

amidon essentiellement), puis une tige souterraine et une hampe florale après émergence à la 

surface du sol, capable de disséminer des milliers de graines (Musselman 1980).  

Bien que Orobanche foetida parasite en premier lieu des Fabacées sauvages en régions 

Méditerranéennes, l’adaptation de cette espèce à des légumineuses cultivées a été recensée 

pour la première fois en Tunisie, essentiellement dans des parcelles de pois chiche dans la 

région de Béjà (Kharrat et al. 1992), puis plus récemment au Maroc parasitant la vesce 

commune (Vicia sativa, Rubiales et al. 2005). Plusieurs stratégies de lutte (méthodes 

culturales, phytosanitaire et lutte génétique) sont proposées aux agriculteurs pour réduire les 

infestations d’orobanche, sans pour autant améliorer significativement la situation, notamment 

pour la culture de pois chiche dans les régions les plus affectées (Yenish 2007). La lutte 

intégrée semble être le moyen le plus efficace pour stopper l’infestation croissante des sols 

agricoles (Rubiales and Fernández-Aparicio 2012 ; Golwasser and Rodenburg 2013). Le 

développement de nouvelles variétés résistantes à l’orobanche occupe néanmoins une place 

importante dans ce schéma (Pérez-Vich et al. 2013). En effet, la sélection des variétés 

résistantes reste toujours la méthode de contrôle la plus économique et respectueuse de 
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l’environnement. La résistance à l’orobanche est cependant rare chez les légumineuses 

(Fernandez-Aparicio et al. 2009, Rubiales 2014). 

L’induction de mutation génétique pour l’acquisition d’un caractère recherché, inexistant dans 

les germplasms, est une méthode courante et efficace pour produire rapidement ce caractère 

(Parry et al. 2009). Dans ce contexte, la radiomutagenèse a été largement utilisée pour 

l’amélioration variétale (Maluszynski et al. 2009; Pushparajan et al. 2014; Ravichandran and 

Jayakumar 2014). Un certain nombre d’études démontre en effet les effets négatifs des fortes 

doses de radiation sur le métabolisme, la croissance et la capacité reproductrice, mais aussi les 

effets hormétiques des faibles radiations, tels qu’une augmentation du taux de germination, de 

la croissance, de l’assimilation photosynthétique et des rendements (Esnault et al. 2010; 

Marcu et al. 2013). Ainsi, plus de deux milles variétés (céréales, oléagineux, fabacées, fruits, 

plantes ornementales…) ont été officiellement publiées dans le monde entier durant ces 

dernières décennies. De façon surprenante, très peu de données sont disponibles quant à 

l'utilisation des rayonnements gamma pour améliorer la résistance des plantes à l'orobanche. 

Un intérêt a été uniquement démontré chez la fève et le tournesol vis-à-vis d’O. crenata et 

d’O. cumana, respectivement (Abdel-Hady et al. 2008; Encheva et al. 2003, 2012). Kostov et 

al. (2007) ont prouvé l'intérêt de la mutagenèse chimique pour améliorer la résistance de la 

tomate à O. ramosa. 

Ce premier chapitre met en lumière le bénéfice d’une pré-exposition des graines de pois 

chiche à une gamme de rayonnements gamma pour élargir la variabilité génétique et 

développer de nouvelles variétés résistantes à O. foetida. Au préalable, les effets de doses 

croissantes ont été précisés sur la germination et la croissance du pois chiche (cv. Amdoun).   

 

Trois axes définissent ainsi ces travaux : 

- l’étude des effets des rayons gamma sur la germination et la croissance des plantes 

de pois chiche, avec la détermination de la Dose Léthale 50 (DL50) de cobalt60 

- la sélection phénotypique des mutants résistants à O. foetida au champ parmi les 

mutants M1 

- et l’analyse de la variabilité génétique au sein des mutants M1 d’intérêt (stratégie 

ISSR). 
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Figure 11 : Disposition des échantillons sur la source de Co60 

 

 

 

Tableau 2 : Composition de milieu de culture Coïc  (Coïc and Lesaint 1975) 

 

 

 

 

  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Macroéléments Microéléments 

 mM  µM 

KNO3 3,80 FeCl3 3,70 

K2HPO4 0,30 ZnSO4 +7 H2O 3,50 

KH2PO4 0,80 Bo3H3 24,30 

NaNo3 0,20 MnSO4 +H2O 11,80 

NH4NO3 2,00 CuSO4 + 5 H2O 1,00 

Ca(NO3)2+4 H20 3,10 Na2MoO4+ 2H2O 0,04 

MgSO4 + 7H2O 0,75   

NaCl 0,20   
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2-Matériel et méthodes 

2-1-Matériel végétal 

La variété de pois chiche utilisée pour cette étude est la variété Amdoun, une nouvelle 

obtention de l’Institut National de Recherche Agronomique de Tunis (INRAT) enregistrée au 

catalogue officiel en 2004. Cette variété, sensible à l’orobanche, a été fournie par la 

Coopérative Centrale de Semences à Manouba (Tunis, Tunisie). Des parcelles de pois chiche 

infestés par Orobanche foetida ont été exploitées pour faire la sélection phénotypique des 

mutants. 

 

2-2- Méthodes 

2-2-1-Optimisation des conditions de radio-traitement 

Les traitements d’irradiation ont été réalisés au Centre National des Sciences et de 

Technologies Nucléaires de Sidi Thabet (Tunisie) en utilisant une source de cobalt 60 

d’activité initiale de 100 000 curies, avec un débit de dose de l’ordre de 10,60 Gy min
-1

 et à 

température ambiante (tout en appliquant les corrections nécessaires en se basant sur la loi de 

décroissance radioactive du Co60 pour les traitements ultérieurs). La source radioactive 

utilisée est télescopique (cylindre contenant 4 crayons de cobalt 60 de 45,20 cm de long, 

Figure 11). 

 

 a-Emballage et conditionnement sous vide des graines 

L’emballage sous vide des graines a été réalisé dans des sacs plastiques thermorésistants 

(conditionnement durable). 

 

 b- Détermination de la dose d’irradiation 

La dose reçue au cours du traitement a été déterminée avec des dosimètres chimiques de type 

Fricke. Les mesures ont été faites avec une précision de 5%. Ce test a été fait pour s’assurer 

de l’homogénéité de la dose reçue pour tous les échantillons. 

 

2-2-2-Irradiation des graines 

Après l’optimisation des conditions d’irradiation, les graines de pois chiche ont été placées 

dans 3 sacs en polyéthylène à raison de 20 graines minimum par sac. Les sacs ont été déposés 

sur les plateaux fixes du dispositif d’irradiation (Figure 11). La distance entre les échantillons 

et la source d’irradiation était de 34 cm. La hauteur par rapport à la source était 
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de 144 cm. Le temps d’exposition des graines aux rayons ionisants a été défini comme le 

rapport entre la dose et le débit d’irradiation. 

La gamme de doses utilisées était de 0 à 750 Gy (palier de 50) pour des tests ultérieurs de 

germination en boite de Petri, et de 0 à 200 Gy (palier de 20) pour des tests ultérieurs de 

développement en serre. 

 

2-2-3-Tests de germination des graines en boite de Petri 

a-Stérilisation des graines  

Une fois irradiées (0 à 750 Gy), les graines de pois chiche ont été stérilisées avec une solution 

d’hypochlorite de sodium (eau de javel 2,30% °Cl) pendant 5 min et rincées 3 fois 5 minutes 

puis trois fois une minute à l’eau distillée stérile. 

 

b- Mise en germination des graines 

Les graines (n=100 par dose) ont été déposées entre 2 feuilles de papier filtre dans des boites 

de Pétri de diamètre de 19 cm et scellées avec du parafilm. Les boites ont été placées pendant 

7 jours à 23°C, sous une photopériode 16h/8h (lumière/obscurité ; intensité lumineuse de 300 

µmol m
-2

 s
-1

). Le pourcentage de germination a été déterminé après 7 jours. Une graine est 

considérée germée lorsque la taille de la radicule est supérieure à 1,5 cm. Un contrôle de 

germination a été réalisé dans les mêmes conditions avec des graines non irradiées.  

 

2-2-4-Développement des plantes en serre  

Une fois irradiées (20 à 200 Gy), les graines furent semées dans des pots remplis d’un 

mélange terre/sable/argile (1/1/1). Les pots ont été transférés en serre (14h photopériode, 

25°C/18°C température jour/nuit, 200 µmoles m
-2

 s
-1

), et arrosés par une alternance de 

solution Coïc 50% (Tableau 2) et d’eau, deux fois par semaine. 

Le développement des plantes a été évalué après 90 jours de culture par la mesure des 

paramètres suivants : taux de survie des plantes, hauteur de la partie aérienne, longueur de la 

racine principale, masse du système racinaire (PR) et des parties ariennes (PA),  rapport de 

masse PA/PR, nombre d’axes caulinaires primaires et secondaires, contenu en chlorophylles 

des feuilles. La date du premier jour de floraison a été également notée (en jours post-semis). 

Un contrôle de développement a été réalisé dans les mêmes conditions avec des graines non 

irradiées. 
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Figure 12 : Représentation schématique de la technique ISSR-PCR, utilisant une 

amorce (AG)8 non-ancrée (a), ancrée en 3’(b) et ancrée en 5’ (c), ciblant un 

microsatellite (TC)n (Pradeep Reddy et al. 2002) 

Les amorces sont utilisées pour amplifier la région flanquant deux 

microsatellites (TC)n d’orientation inverse.  
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Le taux de survie des plantules, estimé à 90 jours, a ainsi permis une évaluation de la dose 

optimale (DL50). La dose optimale se définit comme étant la dose qui induit le maximum de 

mutations avec un minimum d’atteinte pour la plante. C’est la dose qui induit 50% de létalité. 

Pour l’évaluation du taux de chlorophylles, l’ensemble des feuilles d’un plant a été récolté à 

90 jours, congelé dans l’azote liquide puis broyé au mortier/pilon. L’extraction des pigments 

chlorophylliens fut réalisée dans 5 ml d’acétone à 80 % à partir de 500 mg MF de poudre de 

feuilles.  Les teneurs en chlorophylles a (Chl a), b (Chl b) et totale (Chl T) ont été déterminées 

par spectrophotométrie (Mc Kinneyn1941, Arnon 1949) : 

ChlT= 20,2 x DO645 + 8,02 x DO663 

Chl a= 12,7 x DO663 – 2,69 x DO645 

Chl b= 22,9x DO645 – 4,68 x DO 663 

 

2-2-5-Phénotypage au champ 

L’étude (saison de production 2010-2011) a été réalisée dans 3 stations différentes (Béja nord, 

Béja sud et Amdoun) de la région de Béjà (Nord-Ouest de la Tunisie). Les parcelles utilisées 

sont naturellement contaminées par O. foetida. 

Pour cette étude, une nouvelle série d’irradiation de graines de pois chiche (var. Amdoun, n = 

3 sacs de 1000 graines, M1) a été réalisée, à une dose équivalente à la DL50 préalablement 

évaluée par les tests de germination et de développement en serre. Milles graines irradiées et 

cent graines non irradiées ont été semées dans chaque station (le mois de Novembre). A la 

date de récolte (juin de l’année suivante), la sensibilité des plantes survivantes à l’orobanche a 

été déterminée par le dénombrement des orobanches émergées à leur pied. Le rendement 

grainier des plantes d’intérêt (potentiellement résistantes à l’orobanche) a été évalué par le 

dénombrement des gousses par plante, le nombre des graines par gousse (ou par plante) et le 

poids de milles grains (PMG). Ces graines constituent la descendance M2.  

 

2-2-6-Analyse de la variabilité génétique des mutants par la technique ISSR-PCR 

La variabilité génétique des mutants d’intérêt sélectionnés au champ a été évaluée par 

l’emploi de marqueurs inter-microsatellites (ISSR, Inter simple sequence repeat) (Figure 12). 

 

a-Extraction d’ADN 

L’ADN génomique des mutants M2 d’intérêt a été extrait à partir des jeunes feuilles, en 

utilisant la technique décrite par Doyle and Doyle (1987) : purification dans un mélange  
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Tableau 3 : Liste des amorces ISSR testées pour étudier le polymorphisme des 

mutants M2 d’intérêt 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

                     ∗ Y = (C, T) 

    

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Amorce Séquence 

 (5’-3’) 

Température d’hybridation 

(°C) 

ISSR 1 (AC)7T 52 

ISSR 2 (AC)8C 50 

ISSR 3 (GA)8T 52 

ISSR 4 (TG)8GA 52 

ISSR 5 (GAA)6 52 

ISSR 6 (GA)8A 52 

ISSR 7 (CT)7T 52 

ISSR 8 (CA)8A 50 

ISSR 9 (TG)8A 52 

ISSR 10 (CT)8C 52 

ISSR 11 (CAC)5 52 

ISSR 12 (GACA)4 50 

ISSR 13 (ACTG)4 50 

ISSR 14 (AG)8YT 50 

ISSR 15 (GT)8YC 52 
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chloroforme / alcool isoamylique et précipitation par le propanol. Les concentrations d'ADN 

ont été déterminées par spectrophotométrie à 260 nm et la qualité vérifiée par électrophorèse 

sur gel d'agarose à 1% dans du tampon TAE (Tris-acétate-EDTA). Les extraits ont été 

conservés à -20 ° C. 

 

b- Optimisation et sélection des amorces ISSR 

Un nombre total de 15 amorces ISSR (Tableau 3 ; Chowdhury et al. 2002; Rao et al. 2007 et 

Tahir and Karim 2011 ; Singh et al. 2014) a été utilisé pour les tests de variabilité et de 

reproductibilité. Deux  individus de chaque mutant ont été testés pour évaluer l’efficacité des 

amorces.  Les tests de réaction PCR ont été conduits selon le programme suivant :  

 

                                 - L’étape de dénaturation initiale a été réalisée à 94° C pendant 5 minutes 

                                 - L’étape d’hybridation a été réalisée à 94° C  pendant 1 minute 

                                 - L’hybridation de l’amorce à été réalisée à 53° C pendant 1 minute 

                                 - L’extension de l’amorce a été réalisée à 72°C pendant 2 minutes 

                                    - L’élongation  finale a été réalisée à 72°C pendant 5 min. 

 

Les amplifias ont été séparés sur gel d’agarose (1,5%), colorés dans le BET et visualisés sous 

UV. Les produits de PCR ont été conservés à -20°C. Les marqueurs révélant un 

polymorphisme entre les échantillons témoins et traités ont été sélectionnés pour l’analyse du 

polymorphisme moléculaire induit par l’irradiation des graines. 

 

c-Analyse des données moléculaires 

Selon leur mobilité électrophorétique, les fragments amplifiés par les amorces ISSR validées 

ont été marqués manuellement pour la présence (1) de la bande ou l'absence (0), afin de 

générer une matrice de données binaires.  La saisie des données a été faite selon les trois 

principes suivants (Weising et al. 2005) :  

1- Seules les bandes facilement identifiables ont été enregistrées.  

2- Les bandes qui n’ont pas pu être identifiées précisément ont été exclues. 

3- Les bandes avec la même mobilité, mais avec une intensité différente, n’ont pas été traitées 

comme de mêmes bandes. 

En utilisant le programme Genedist (Felsenstein 1995), ces données ont permis de produire 

une matrice de distance génétique en utilisant la formule de Nei and Li (1979). La matrice a 

         40x 
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été ensuite analysée avec le logiciel de PHYLIP pour produire un fichier d'arbre en utilisant la 

méthode et l'analyse bootstrap (1000 réplications) neighbor-joining. 

 

2-2-7-Analyse statistique des données 

Les analyses de variance (ANOVA) ont été réalisées en utilisant un modèle linéaire généralisé 

à l'aide des logiciels Sigma Plot version 10.0 et Sigma Stat version 3.5 (Systat Software, Inc., 

San Jose, CA, USA), suivi par une comparaison multiple de moyennes à l'aide du test de 

Bonferroni (P < 0,05) et Fisher LSD (P < 0,05). 
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Figure 13 : Effet des rayons gamma sur la germination des graines de pois 

chiche (cv. Amdoun)  

(n=100 ; moyennes ± ET, * : différence significative / témoin ; P≤ 0,05, Bonferroni test). 

 

 

 

 

   

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 14: Effet des rayons gamma sur la survie des plantes de pois chiche (cv. 

Amdoun)  
(n=20 ; moyennes± ET, * : différence significative / témoin : P ≤ 0,05, Bonferroni test) 
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3-Résultats 

3-1- Effet de doses croissantes sur le taux de germination en boite de Pétri 

Dans une installation de traitement par rayonnements ionisants, les conditions d’irradiation 

peuvent varier considérablement par rapport à celles où le produit à été validé, telles que le 

débit de dose, l'humidité et les conditions de stockage post-irradiation. Ces variations peuvent 

conduire à des erreurs systématiques non attendues dans l'estimation de l’effet de la dose 

d’irradiation sur le produit irradié. Pour limiter ces effets (différentes dates d’irradiation), les 

graines sèches ont toujours été conservées dans les mêmes conditions à température ambiante, 

dans des sacs scellés (sacs de 20 à 1000 graines selon les expérimentations).  

Dans le but d’évaluer l’impact de doses croissantes de rayonnement gamma sur la 

germination et la dose optimale DL50, les graines sèches de pois chiche (var. Amdoun), 

distribuées en 5 échantillons (sachets) de vingt graines,  ont été irradiées à des doses allant de 

50 à 750 Gy (paliers de 50 Gy, Figure 13). Comme attendu, le taux de germination des 

graines non traitées (7 jours après traitement) est élevé, de l’ordre de 80%. Un taux semblable 

est mesuré pour des graines irradiées à des doses de 50 et 100 Gy. Au-delà, pour les 

traitements de 150 à 250 Gy, le pourcentage de germination tend à décroitre 

proportionnellement à la dose. Ainsi, une pré-exposition des graines à une dose de 150 Gy 

réduit à 50% le taux de germination et les graines irradiées à 250 Gy ne germent qu’à 30% 

environ. Au-delà de 250 Gy, l’effet de doses croissantes sur la germination est moins accentué 

(réduction plus lente). Le pourcentage de germination est très faible, sous le seuil de 10%, à 

partir d’une pré-exposition à 650 Gy. Il est uniquement de l’ordre de 3-4% après un traitement 

à la dose maximale de 750 Gy.  

 

3-2- Effet de doses croissantes sur le taux de survie des plantes en serre 

En tenant compte de l’effet de doses croissantes sur le pourcentage de germination, une 

seconde série d’irradiations a été réalisé sur un intervalle resserré de doses, de 20 à 200 Gy 

par pallier de 20 Gy. Cette expérimentation a eu pour objectifs d’une part d’estimer la dose 

DL50 et d’autre part de préciser l’impact de telles doses croissantes de Co60 sur le 

développement du pois chiche. Le phénotypage a été réalisé après 90 jours de culture, en fin 

de développement (gousses matures) pour les plantes M1 survivantes.  

La Figure 14 illustre l’impact de ces doses croissantes sur le pourcentage de survie à 90 jours. 

Le taux de survie des plantes témoins (graines non irradiées) est élevé (95,83 ±9,83 %). Les 

faibles doses (20 et 40 Gy) n’induisent pas de réduction significative du taux de survie des  
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Figure 15 : Phénotype des jeunes plantes suite à une pré-exposition des  graines de pois chiche au Co60 (7 jours de germination) 

 

 Tableau 4: Effets des rayons gamma sur le phénotype des plantes de pois chiche à 90 jours post-semis (var. Amdoun)  
                     (n=20 moyennes± ET ; * : différence significative par rapport au témoin ; P ≤ 0,05, Bonferroni test) 

Paramètres Longueur 

racines 

(cm) 

Poids frais 

racines 

(g) 

Hauteur 

partie 

aérienne (cm) 

Poids frais 

partie 

aérienne  (g) 

Ratio 

PA/PR 

Nombre 

rameaux 

primaires 

Nombre 

rameaux 

secondaires 

Date premier 

jour de 

floraison 

(No.) 

0 Gy 

 
23,20 ± 0,76 14,72 ± 0,53 37,00 ± 1,63 18,00 ± 1,06 1,23 ± 0,10 1,16 ± 0,21 2,50 ± 0,26 65,16 ± 0,60 

50 Gy 25,20* ± 1,16 16,21± 0,67* 

 

41,30 ± 1,20* 

 

18,90 ± 1,57 1,17 ± 0,09 1,83* ± 0,15* 2,66 ± 0,21 66,00± 0,96 

100 Gy 20,40± 1,41* 

 

13,80± 0,86* 

 

 

31,10 ± 0,65* 

 

16,00 ± 0,78 1,17 ± 0,10 1,83* ± 0,32* 2,83 ± 0,17 64,00± 0,37 

150 Gy 21,00± 1,11 13,60± 0,52 

 

30,90± 1,34* 

 

15,52 ± 1,01* 1,14 ± 0,08 2,00 ±0,28* 2,84 ± 0,16 67,30*±0,47 

200 Gy 16,2 ± 1,42* 9,41±  0,80* 14,80± 1,45* 11,06± 1,33* 1,25 ± 0,18 3,33± 0,21* 4,58 ± 0,33* 
68,00± 0,61* 
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plantes. Des doses supérieures, de l’ordre de 60 et 80 Gy, tendent à réduire le taux de survie 

mais les variations observées ne sont pas significatives par rapport aux plantes témoins. 

Celles-ci deviennent significatives pour une pré-exposition des graines à des doses 

supérieures ou égales à 100 Gy. A partir de ce seuil d’irradiation, le taux de survie des plantes 

à 90 jours chute proportionnellement à la dose (≈ -0,70% par Gy), pour atteindre la valeur de 

16,66 ±2,81% suite à une pré-exposition des graines à 200 Gy. La dose DL50, induisant une 

perte de survie de 50%, est estimée à 150 Gy environ.  

 

3-3-Effet de doses croissantes sur le développement post-germinatif  

Le phénotypage des plantes a été réalisé à la fois en boite de Pétri (7 jours après germination, 

doses croissantes de 0 à 750 Gy) et en culture en pot (90 jours après semis, doses croissantes 

de 0 à 200 Gy). La Figure 15 présente le développement des jeunes plantes 7 jours après 

germination suite à une pré-exposition des graines à une gamme des rayons gamma allant de 

50 et 750 Gy. Les graines irradiées à 50 Gy germent et les jeunes plantes se développent plus 

rapidement que les graines non traitées. Ainsi, à 7 jours après germination, les jeunes plantes 

issues de graines irradiées à 50 Gy présentent un système racinaire et un axe caulinaire bien 

développés, à la différence des jeunes plantes issues de graines non irradiées dont la 

croissance des organes végétatifs est encore extrêmement limitée 7 jours après germination. 

Les jeunes plantes issues de graines irradiées à 150 Gy présentent un phénotype semblable à 

celui des jeunes plantes témoins (résultats non présentés). Par contre, la germination et le 

développement post-germinatif sont très affectés par les fortes doses de Co60 (700-750 Gy). 

Les racines, la tige ainsi que les feuilles ne se développent pas dans le cas où les graines 

traitées germent. 

Un phénotypage plus précis de plantes cultivées en serre issues des graines pré-exposées à des 

doses croissantes (0 à 200 Gy) a été réalisé 90 jours après semis (Tableau 4). Le traitement 

des graines à 50 Gy stimule la croissance des plantes, comme démontré par l’augmentation 

significative de la longueur et du PF des racines (racine principale) et de la partie aérienne. De 

plus, le développement de la partie aérienne des plantes traitées par la dose 50 Gy est modifié 

par rapport aux plantes témoins, avec une augmentation du nombre d’axes caulinaires 

primaires. Par contre, le contenu en chlorophylles des feuilles n’est pas impacté par une pré-

exposition à 50 Gy (Figure 16).  

Les doses supérieures (100, 150 et 200 Gy) ont un impact négatif sur la croissance des plantes 

et le contenu foliaire en chlorophylles (Tableau 4, Figure 16). La longueur et la biomasse
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  Figure 16: Effets des rayons gamma sur les teneurs en chlorohylles (a, b et  

                      totale) de jeunes feuilles de pois chiche (cv. Amdoun). 

                      (n=20 ; moyenne ± ET,  * : P ≤ 0,05, Bonferroni test). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 17: Niveau de sensibilité des plantes de pois chiche non irradiées 

(contrôle) et des mutants M1 sélectionnés aux champs à Orobanche foetida 
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(PF) des racines (racine principale) et de la partie aérienne des plantes issues des graines  

traitées sont effectivement inférieures à celles des plantes témoins. Le ratio de biomasse de la 

partie aérienne par rapport aux racines (PA/PR) n’est cependant pas modifié. Le nanisme est 

évident pour les plantes qui survivent au prétraitement des graines à 200 Gy, qui présentent 

une partie aérienne 2,5 fois plus petite que celle des plantes témoins à 90 jours post-semis. 

Les taux réduits en chlorophylles totales résultent principalement d’une altération de 

l’accumulation en chlorophylle a (Figure 16). Cette gamme de radiations gamma impacte 

aussi le développement foliaire (Annexes 1 et 2), avec le plus souvent une réduction de la 

surface foliaire totale, et chez les plantes issues de la pré-exposition des graines à 200 Gy, un 

phénotype foliaire anormal avec l’absence de pétiole ou au contraire l’allongement des 

pétioles. Elle induit également une augmentation du nombre de rameaux primaires et 

secondaires. Ainsi, le degré de ramification de la partie aérienne est doublé chez les plantes 

issues d’une pré-exposition des graines à 200 Gy (Tableau 4). La date de première floraison 

est également influencée puisque les plantes issues des traitements 150 et 200 Gy fleurissent 2 

ou 3 jours plus tard que les plantes témoins (Tableau 4). 

 

3-4-Phénotypage aux champs : sensibilité à l’orobanche et rendement grainier 

Des graines témoins (non irradiées, 1000 graines) et irradiées à 150 Gy (DL50, 3000 graines) 

ont été semées équitablement dans trois stations naturellement infestées par O. foetida dans la 

région de Béja. La forte sensibilité à l’orobanche des plantes témoins est confirmée dans les 3 

stations, avec en moyenne 8,40 ± 1,20 orobanches émergées à chaque pied à la date de 

récolte. Par contre, une variabilité importante est observée concernant le degré de sensibilité 

des plantes mutantes (150 Gy), avec une infestation variant  de 0 à 7 orobanches émergées par 

pied. 

Les données concernant 30 mutants M1 d’intérêt sont présentées dans les Figures 17 et 18. 

Ces mutants présentent en commun un nombre réduit d’orobanches émergées à leur pied par 

rapport aux plantes témoins et un nombre de graines par plante au moins égal à celui des 

plantes témoins. Ces mutants peuvent être classés en fonction de leur productivité grainière : 

individus avec un nombre de graines et un PMG (poids de 1000 grains) équivalents à ceux des 

témoins (14, 37, 63, 81, 83, et 92) ; individus avec un nombre de graines similaire à celui des 

témoins mais avec un PMG plus faible (4, 6, 9, 12, 39 et 52) ; et des individus avec un 

rendement grainier supérieur à celui des témoins puisque leur nombre de graines doublent  
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Figure 18: Rendement grainier de la lignée contrôle non irradiée et des 

mutants M1 sélectionnés. 

Le contrôle non irradié et les mutants issus des graines irradiées par la dose 150 Gy ont été 

cultivés dans des champs naturellement infestés par O. foetida.  
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Tableau 5: Le polymorphisme détecté par l'utilisation de 5 amorces ISSR sur 

30 lignées mutantes et  lignée parentale (non irradié) de pois chiche (cv. 

Amdoun) 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 19: Dendrogramme des mutants M2 et du contrôle non irradié du pois 

chiche (cv. Amdoun), montrant la similarité génétique basée sur des données 

ISSR 

Amorces Nombre total 

de bandes 

Nombre de bandes 

polymorphes 

% de 

polymorphisme 

(AC)7T 7 7 100 

(AC)8T 11 11 100 

(GA)8T 7 7 100 

(TG)8GA 6 6 100 

(AC)8GG 10 10 100 

Totale 41 41 100 

Moyenne 8,2 8,2 100 
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sans que le PMG soit affecté (11, 36, 62, et 72). Le mutant 51 se distingue par un 

accroissement très important du nombre de graines par plante en défaveur du PMG.  

Le nombre de graines par gousse des plantes témoins est de 1,00 ± 0,31 et n’est pas 

significativement différent chez les plantes mutantes d’intérêt (Figure 19). 

 

3-5- Analyse ISSR de la diversité génétique des lignées sauvages et mutantes 

de pois chiche 

Trente  mutants présélectionnés aux champs (graines M2) et la lignée témoin non irradiée de 

pois chiche ont fait l’objet de cette étude de diversité génétique. Toutes les lignées M2 se sont 

bien développées en serre, à l’exception du mutant M13 (mort après 3 semaines). Sur les 15 

amorces ISSR testées initialement, cinq (ISSR-4, ISSR-5, ISSR-7, ISSR-8, et ISSR-15) ont 

donné un motif de bandes relativement clair et ont donc été choisies pour cette étude. 

Quatre des amorces ISSR choisies ont des motifs de répétition dinucléotide [(AC)7T,  

(AC)8G, (TG)8GA, (AC)8GG] et un trinucléotide [ (GAA)6] 3’ancré (Tableau 5). En 

utilisant ces amorces, la taille moléculaire des bandes amplifiées sont de l'ordre de 200 à 800 

pb. Les 5 amorces ISSR génèrent 6 à 11 bandes, avec une moyenne de 8,20 bandes par 

amorce dans un total de 41 bandes (Tableau 5). Les mutants ont montré 100% de bandes 

polymorphes avec ces marqueurs ISSR. Sur ces cinq amorces ISSR polymorphes, ISSR-8 et 

ISSR-5 ont donné le minimum (6) et le maximum de bandes (11), respectivement. 

La matrice de similarité génétique calculée en fonction de Nei and Li (1979) varie de 0,02 

(entre M72 et M21) à 0,94 (entre M93 et M37). Pour la lignée témoin non irradiée, la valeur 

la plus élevée de la matrice de similitude est partagée avec le mutant M39 (0,76) alors que la 

plus petite valeur de matrice de similitude est partagée avec le mutant M83 (0,24). La 

méthode de neighbor-joining a généré un dendrogramme avec deux pôles principaux A et B, 

incluant 18 et 11 mutants de pois chiches, respectivement (Figure19). 
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4-Discussion 

L'exploitation de la diversité génétique naturelle et/ou induite est la prescription 

fondamentale de l’amélioration variétale pour le développement de nouvelles 

variétés capables d’assurer une production alimentaire durable. Les sélectionneurs 

sont en effet confrontés à une trop faible disponibilité, voire à l’absence dans leurs 

collections, des caractères recherchés. Ainsi, l'objectif des mutations induites est 

d’accroître le taux de fréquence des mutations dans l’objectif de créer le caractère 

recherché. Dans ce contexte, les rayonnements gamma sont très mutagènes, par leur 

pouvoir de pénétration important. Les dommages observés résultent de modifications 

macromoléculaires directes (ADN, lipides et protéines) et sont aussi indirectement 

induits par les espèces réactives de l'oxygène (ROS) issues de la radiolyse de l’eau 

(Kim et al. 2011; Donàa et al. 2013; Macovei et al. 2014). De nombreuses études ont 

montré les effets néfastes des fortes doses sur le métabolisme, la croissance et la 

capacité de reproduction des plantes, mais aussi les effets hormétiques des faibles 

doses tels que l'augmentation du taux de germination, de l'assimilation et de la 

croissance (Daly and Thompson 1975; Miller 1987; Wi et al. 2007; Esnault et al. 

2010; Marcu et al. 2013). 

Bien que les plantes puissent s'adapter à des doses modérées de rayonnement par des 

mécanismes de compensation (réparation de l'ADN, système de défense 

antioxydant), elles présentent une forte variabilité de la sensibilité aux rayonnements 

gamma, en fonction de leur constitution génétique, leur quantité d'ADN et leur teneur 

en eau.  La détermination de la dose de rayonnement adaptée pour une variété (DL50) 

est ainsi la première étape des études de mutagenèse induite. Dans nos travaux, la 

DL50 a été évaluée à 150 Gy pour la variété Amdoun de pois chiche, cette dose 

réduisant à 50% la germination des graines et la survie des jeunes plants (Figures 13 

et 14). La sensibilité de cette variété de pois chiche aux rayons gamma apparait ainsi 

comme modérée par rapport à la forte sensibilité du pois (variété non précisée) pour 

qui de faibles doses de 25 à 100 Gy affectent la viabilité (Veselovskii et al. 2006), et 

la faible sensibilité des grains de riz dont la germination est simulée jusqu’à la dose 

200 Gy (Macovei and Tuteja 2013).  

Notre étude montrent que des doses inférieures à 100 Gy n’affectent ni la 

germination des graines de pois chiche ni la survie des jeunes plantes. Une étude 

précédente chez le pois chiche précisait l’innocuité de doses plus faibles (5 à 25
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Gy), des doses supérieures n’ayant pas été testées (Melki and Salami 2008). D'autre 

part, nos travaux montrent que des doses supérieures à 100 Gy induisent des effets 

néfastes croissants, en particulier sur la survie et la croissance des plantes en post-

germination (Tableau 4). Ainsi, un pré-traitement des graines à 200 Gy réduit la 

germination de 50% mais induit un taux de mortalité très élevé (90%) des plantes à  

90 jours en post-germination (Figure 16). Des modifications mineures ont été 

observées chez les plantes survivantes issues de graines irradiées avec les doses de 

100 à 200 Gy, telle qu’une croissance restreinte, une ramification accentuée de la 

partie aérienne et un retard de floraison. Une réduction de la croissance est 

communément observée chez les plantes irradiées et est généralement attribuée à des 

altérations du cycle cellulaire dans les tissus méristématiques, à la dégradation des 

pigments photosynthétiques et ainsi à une capacité photosynthétique diminuée 

(Sengupta et al. 2013 ; Macovei et al. 2014). La dégradation des pigments 

photosynthétiques s’explique par la forte sensibilité du mésophile et des 

chloroplastes aux rayons gamma par rapport à d’autres tissus et organites cellulaires 

(Kim et al. 2011). Dans notre étude, les mutants issus des graines irradiées par les 

doses 100, 150 et 200 Gy montrent en effet de faibles teneurs en chlorophylles par 

rapport aux plantes non irradiées (Figure 16). Il semble que les effets des 

rayonnements ionisants gamma sur les traits phénotypique et physiologique varient 

selon la variété de pois chiche. En effet, aucun changement n’a été observé pour le 

premier jour de floraison et la ramification de la partie aérienne (rameaux primaires) 

chez deux autres génotypes (Binasola-2 et CPM-834) de pois chiche irradiés par 200 

Gy (Karim et al. 2008). 

De très faibles doses de radiation gamma de 5 à 20 Gy améliorent la germination des 

graines de soja (Moussa 2011) et d’arachide (Ahuja et al. 2014). Bien que cette 

gamme de doses n’ait pas été testée dans notre étude, celle-ci démontre néanmoins 

l’effet bénéfique de doses modérées sur la croissance du pois chiche cv. Amdoun. En 

effet, la plupart des paramètres de croissance analysés à 90 jours après semis, tels 

que la longueur et le poids frais racinaire, la hauteur et le poids frais de la partie 

aérienne et le degré de ramification des parties aériennes (rameaux primaires), 

atteignent une valeur significativement plus élevée chez les plantes issues de graines 

irradiées par la dose 50 Gy par rapport aux plantes non irradiées (Tableau 4). Des 

observations similaires ont été rapportées chez le pois chiche irradié par 15 Gy 

http://informahealthcare.com/action/doSearch?Contrib=Ahuja%2C+S
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(Melki and Salami 2008). Comme discuté ci-dessus, plusieurs études ont déjà 

démontré les effets  hormétiques des faibles doses de rayons gamma chez les plantes, 

assumant qu’une stimulation de la croissance des mutants pouvait résulter d’une 

modification de la signalisation hormonale, d’une augmentation du rendement 

quantique de la photochimie des photosystèmes, et/ou d’une capacité anti-oxydante 

accentuée permettant de surmonter plus facilement les stress quotidiens  (Esnault et 

al. 2010 ; Marcu et al. 2013). 

La résistance à l’orobanche a été décrite chez de nombreuses espèces hôtes et repose 

sur divers mécanismes ayant lieu avant ou après l’attachement aux  racines de l’hôte 

(Pérez-de-Luque et al. 2007). Bien que la résistance à l’orobanche soit rare chez les 

légumineuses, elle existe chez le pois chiche contre l’espèce O. crenata et s’explique 

par la faible production des stimulants de germination et le blocage de la pénétration 

du parasite dans les racines de l’hôte (Rubiales et al.  2003b). Par contre, aucune 

information n’est disponible quant à la résistance du pois chiche à O. foetida. En 

tenant compte de la DL50 du pois chiche cv. Amdoun et de la probable divergence 

génétique des populations d’O. foetida en Tunisie (Roman et al. 2007), la résistance 

à O. foetida a été recherchée dans cette étude parmi les mutants issus d’une 

irradiation des graines à 150 Gy, et sélectionnés dans 3 champs naturellement 

infestés par O. foetida dans la région de Béja en Tunisie. Le comportement de la 

descendance M1 au champ prouve que l’induction de mutation génétique  par 

l’exposition des graines de pois chiche à la DL50 est efficace pour réduire 

significativement la sensibilité du pois chiche à O. foetida, spécifiquement chez les 

mutants 10 et 62  pour lesquels aucune émergence du parasite n’est observée à la 

date de la récolte (Figure 17). Même si les mécanismes impliqués dans la résistance 

ne peuvent pas être déterminés à partir de ces essais au champ, la réduction de 

l’infestation en raison d’une faible biomasse racinaire est peu probable chez les 

mutants, au vu des études menées en parallèle en serre sur l’effet des radiations sur la 

croissance du pois chiche (Tableau 4). En effet, le traitement ionisant ne montre pas 

d’impact significatif sur le développement racinaire. Notons que l’effet bénéfique de 

mutations induites par des rayonnements gamma a été également reporté chez le 

tournesol, confronté à l’espèce O. cumana, suite au traitement d’embryons 

zygotiques immatures (Encheva et al. 2003),  Globalement, en plus d’une réduction 

significative de la sensibilité à l’orobanche, les mutants d’intérêt sélectionnés aux 
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champs présentent un rendement en graines (PMG) équivalent ou amélioré par 

rapport à celui des plantes issues de graines non irradiées (Figure 18). Bien que 

l’amélioration du rendement résulte principalement de la résistance accrue à 

l’orobanche, connaissant les effets néfastes du parasitisme sur la productivité des 

cultures, ces travaux doivent être complétés par une analyse des rendements grainiers 

dans des champs non  infestés par l’orobanche. Par ailleurs, les résultats sur la 

sensibilité des plantes de la génération M1 à l'orobanche dans les champs infestés 

doivent être utilisés avec précaution, étant donné la variabilité probable de la 

distribution de graines d’orobanche dans les sols. Néanmoins, les forts degrés 

d’infestation enregistrés pour toutes les plantes témoins (graines non irradiées) 

suggère des niveaux d’infestation élevés et homogènes dans les champs sélectionnés 

pour cette étude. Ainsi, l'étude de la descendance M1 aux champs nous a permis de 

faire un criblage rapide d'un grand nombre de mutants vis-à-vis de la sensibilité à 

l'orobanche et du rendement grainier. 

L’analyse des données ISSR a également confirmé l’induction, par le traitement des 

graines à une dose DL50, d’une forte variation génétique entre la lignée parentale et 

les lignées mutantes d’intérêt (Figure 19), le coefficient de similarité génétique entre 

les individus M2 et les plantes témoins non irradiées variant de 0,02 à 0,94. En 

cohérence avec des études antérieures (Kumar et al. 2011 ; Mejri et al. 2012), cette 

étude confirme l’intérêt des ISSR en tant que marqueurs adaptés pour explorer la 

variabilité génétique induite par un rayonnement gamma. Dans les expériences de 

mutagenèse, le matériel traité doit être étudié au travers de plusieurs générations de 

semences pour l'analyse de la stabilité et la sélection de plants traités récessifs dans la 

deuxième (M2) ou  troisième (M3) génération après traitement. La résistance devra 

également être vérifiée dans des conditions d’infestation artificielle, en pots ou mini-

rhizotrons où l’inoculum est aisément contrôlable et modifiable. La puissance du ou 

des mécanismes de résistance induits  pourra ainsi être évaluée. 

En conclusion de ce premier chapitre, ces travaux démontrent que l’induction de 

mutations par un traitement ionisant (rayonnement gamma) est un outil efficace pour 

développer une variabilité génétique utile dans la sélection de nouvelles lignées de 

pois chiche résistantes à O. foetida. La stabilité de la résistance induite doit 

néanmoins être démontrée (descendances M2, M3) et les mécanismes de résistance 

induits étudiés (chapitre 2). 



 
 

 



 

 

 
 

 

 
 
 
 
 
 
 

Chapitre 2: Etude de la stabilité de la 
résistance induite par mutagenèse dans les 

descendances M2 et M3 et des mécanismes de 
résistance sous-jacents
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1-Introduction 

Dans plusieurs régions du monde, les plantes parasites sont parmi les bioagresseurs les plus 

destructeurs en agriculture. Les orobanches (Orobanche spp.) sont des plantes parasites 

dépourvues de chlorophylle (holoparasites) et, en effet, certaines espèces sont de redoutables 

plantes adventices parasites dans des agrosystèmes majeurs. En raison de leur dépendance 

totale vis-à-vis de leur plante hôte pour leur nutrition hydrique, minérale et organique, ces 

espèces causent de sévères pertes de rendement dans les grandes cultures, essentiellement 

dans les régions méditerranéennes, en Asie et Europe du Sud (Abang et al. 2007). En Tunisie, 

les espèces d’orobanche les plus nuisibles sont O. crenata et O. foetida. O. crenata signalée 

depuis l'Antiquité comme un fléau agronomique (Boeuf et al. 1905), parasite essentiellement 

la féverole (Vicia faba), le pois (Pisum sativum) et le pois chiche (Cicer arietinum), infligeant 

des pertes de rendement dramatiques de l’ordre de 80% sous de fortes infestations (Kharrat et 

al. 1992). L’adaptation de l’espèce  O. foetida à des légumineuses cultivées est plus récente : 

connue en premier lieu comme parasite des légumineuses herbacées sauvages, les premières 

infestations  de champs de féverole, de vesce et de pois-chiche ont été rapportées par Kharrat 

et al. (1992) dans la région de Béjà (Nord Ouest de la Tunisie).  Aujourd’hui, la variété locale 

cv. Amdoun est parmi les variétés de pois chiche les plus sensibles à O. foetida.  

Plusieurs méthodes de lutte (culturales, physiques, chimiques et biologiques) sont 

actuellement proposées pour contrôler l'extension de ce fléau, mais les succès restent très 

limités (Rubiales et al. 2003a,b; Abbes et al. 2010). La voie génétique demeure la solution la 

plus fiable et la sélection de variétés résistantes contre l’orobanche est la solution la plus 

privilégiée.  La résistance et la tolérance à l’orobanche sont néanmoins des caractères rares 

parmi les cultivars proposés aux agriculteurs. Seules des résistances partielles et à faible 

niveau d’hérédité ont été identifiées chez les légumineuses (Rubiales et al. 2006; Pérez-de-

Luque et al. 2009; Sillero et al. 2010). La résistance à l'orobanche semble avoir plusieurs 

composants qui agissent seuls ou en combinaison et à différents stades du processus 

infectieux (Rubiales 2003c). Une faible capacité stimulante des exsudats racinaires vis-à-vis 

de la germination des orobanches a été décrite chez des variétés résistantes de pois chiche, de 

fève, de lentille, de pois, de vesces et chez Medicago truncatula Gaertn (Rubiales et al. 

2003c, 2004; Rodríguez Conde et al. 2004; Pérez-de-Luque et al. 2005a; Rubiales et al. 2005; 

Sillero et al. 2005; Fernández-Aparicio et al. 2008a, b; Abbes et al. 2009). Une fois les 

graines d’orobanche germées, des mécanismes de résistance complémentaires, 
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préhaustoriaux, peuvent être observés, tels que le renforcement, par réticulation des protéines, 

des parois cellulaires du cortex racinaire de l'hôte (Pérez-de-Luque et al. 2005b), et 

l’accumulation de composés phénoliques toxiques (Sauerborn et al. 2002; Perez-de-Luque et 

al. 2004). Ces mécanismes physiques et chimiques s’opposent à la progression de l’orobanche 

dans la racine hôte et ainsi à la différenciation de l’haustorium. Ainsi, la défense vis-à-vis de 

l’orobanche se traduit par une augmentation de l’activité d’enzymes de la voie des 

phénylpropanoïdes (phénylalanine ammonia-lyase, peroxydases et polyphénol-oxydase), 

(Goldwasser et al. 1999; Castillejo et al. 2004 ; Perez-de-luque et al. 2006 a, b). 

Pour améliorer la résistance et créer de nouvelles variétés résistantes, l’induction de 

mutations, avec les rayonnements ionisants comme agents mutagènes, est une stratégie 

efficace pour augmenter la variabilité génétique (Maluszynski et al. 2009 ; Pushparajan et al. 

2014; Ravichandran and Jayakumar 2014). Dans ce contexte, l’effet de doses croissantes de 

radiations gamma sur le développement du pois chiche (cv. Amdoun) en conditions 

contrôlées, ainsi que sur le rendement grainier et la sensibilité à l’orobanche sous infestation 

naturelle, a été précisé pour la première génération de mutants de pois chiche (M1) (premier 

chapitre, Brahmi et al. 2014). Ces travaux ont mis en relief une trentaine de lignées de 

mutants potentiellement intéressantes par leur sensibilité réduite à l’orobanche. Dans ce 

chapitre, le comportement de leurs générations successives M2 et M3 vis-à-vis d’O. foetida 

est précisé sous infestation artificielle (mini-rhizotrons et pots), afin d’évaluer l’héritabilité de 

la résistance induite et décrire les mécanismes de résistance mis en jeu. De potentiels 

marqueurs biochimiques de résistance, tels que le taux de composés phénoliques solubles et 

les capacités enzymatiques (PAL, PPO et POX) des racines, ont été mesurés chez le témoin 

irradié et les mutants sensibles et résistants (M3), en conditions de non infestation et 

d’infestation par O. foetida.   
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2-Matériel et méthodes 
 

2-1-Matériel végétal 

Le matériel végétal utilisé pour cette étude correspond aux graines : 

- du cv. Amdoun non irradié (témoin) et des mutants de pois chiche M2 et M3 issus des 

descendances successives des mutants M1 sélectionnés au champ pour leur résistance 

à O. foetida (chapitre 1). Les cultures ont été réalisées en pot sous serre pour la 

collecte des graines.  

- d’O. foetida collectées en juin 2010 dans un champ de pois chiche infesté (région de 

Béja). 

 

2-2- Méthodes 

2-2-1- Germination des graines de pois chiche 

Les graines de pois chiche sont stérilisées par un traitement à l’eau de Javel (2,4% Cl) pendant 

5 min, et rincées 3 fois pendant 1 min puis 3 fois pendant 5 min à l’eau distillée stérile. Une 

fois stérilisées, les graines sont déposées en ligne sur un filtre en fibre de verre (Macherey-

Nagel 85/90, Ø 125 mm) imbibé d'eau distillée stérile, dans une boite de Pétri (Ø 150 mm), et 

mises à germer à l’obscurité à 25°C. 

 

2-2-2- Stérilisation des graines d’orobanche 

La stérilisation est effectuée, sous agitation vigoureuse, par immersion des graines dans de 

l’eau de javel (4,80% Cl, 5 minutes), suivie de 3 rinçages d’une minute et de 3 rinçages de 5 

minutes dans de l'eau distillée stérile.  

 

2-2-3-  Conditionnement des graines d'orobanche in vitro et distribution en plaques 

Les graines stérilisées d'orobanche sont placées en conditionnement en milieu liquide pendant 

7 jours à l'obscurité à 21 °C (Lechat et al. 2012). Pour cela, les graines (150 mg) sont tout 

d’abord mises en suspension dans 15 mL d’eau puis distribuées en plaques 96 puits (à fond 

plat) (50 μL ≈ 125 graines par puits), par la suite scellées au parafilm. Après 4 jours de 

conditionnement, ces plaques sont disponibles pour des tests de germination avec les exsudats 

racinaires des mutants de pois chiche. Le conditionnement peut s’effectuer également 

directement dans un tube de 50 mL (150 mg de graines dans 15 mL d’eau distillée) pour 

l’inoculation ultérieure des racines de pois chiche en systèmes mini-rhizotrons. 
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Figure 20 : Système double pot de culture sur billes de verre pour la collecte 

des exsudats racinaires de pois chiche 

 

 

   1- Stérilisation, distribution et conditionnement des graines d’orobanche 

                                      (50 µL /puits)  

 

 

 

 

 

    

 2- Addition des exsudats racinaires (50 µL /puits) et incubation pendant 7    

      jours à l’obscurité, à 21°C 

 

 

 

 

    3- Application du MTT  

    4- Réduction de MTT et contrôle binoculaire de la germination des graines     

      d’orobanche 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 21: Test de germination des graines d’orobanche par la réduction du 

MTT (Methylthiazolyldiphenyl-tetrazolium bromide) (Pouvreau et al. 2013) 

a : graines non germées  d’O. foetida; b, c : graines germées d’O. foetida respectivement après 

8 et 14 jours  

1
 j

o
u
r 

7
 j

o
u
rs

 
7
 j

o
u
rs

 



Chapitre 2 Matériel et Méthodes 

71 
 

 

2-2-4- Culture sur billes de verre, récolte des exsudats racinaires et tests de germination 

Après germination en boite de Pétri, les jeunes plantes âgées de 7 jours sont délicatement 

transférées dans des pots en plastique contenant chacun 1 kg de billes de verre  (mélange de 

billes de diamètre 2 et 3 mm; 4 plantes/pot ; Figure 20), placées en chambre de culture (21°C 

- 15°C jour/nuit, héméropériode de 16h, PAR 200 μmol m
-2

 s
-1

), et reçoivent une solution 

nutritive Coïc 50% (v/v) une fois par semaine (Tableau 2). Les exsudats racinaires sont 

collectés chaque semaine pendant 8 semaines par percolation avec 50 mL d’eau distillée 

(système de double pot), et stérilisés par filtration sur membrane (Analypore 0,2 μm). 

L’activité stimulante des exsudats racinaires vis-à-vis de la germination d’O. foetida est 

évaluée en plaque 96 puits par comptage des graines germées/ non germées (Pouvreau et al. 

2013,  Figure 18). 

Les résultats représentent une moyenne d’au moins 3 bouquets de 4 plantes par génotype 

témoin et mutant (n=3). Pour chaque échantillon, 3 répétitions techniques sont réalisées. 

 

2-2-5- Co-culture en mini-rhizotron 

Les jeunes plantes de pois chiche âgées de 7 jours sont transférées en boite de Petri carrée 

(120 x 120 mm, Nunc Lab-TekTM), préalablement percée dans leur partie haute pour le 

développement de la partie aérienne des plants et l’alimentation hydrominérale hebdomadaire 

(Figure 22). Le système racinaire des jeune plants est déposé délicatement sur un filtre en 

fibre de verre stérile (120 x 120 mm, Macherey- Nagel) recouvrant une couche de laine de 

roche préalablement imbibée avec du milieu de culture. Chaque mini-rhizotron comporte 

deux plantes réparties de façon homogène, et est recouvert de papier aluminium avant d'être 

disposé verticalement dans un bac en chambre de culture (21°C- 15°C jour/nuit, 

héméropériode de 16h, 200 μmoles PAR m
-2

 s
-1

, HR 70%). L'inoculation des racines est 

réalisée 14 jours après le transfert des jeunes plants avec 20 mg de graines conditionnées d’O. 

foetida. 

Le taux de germination des graines d’orobanche à proximité des racines est déterminé à 14, 

21, 28, 35, 42 et 49 jours après inoculation (JAI). Le pourcentage de germination est 

déterminé par le dénombrement, sur la surface totale du mini-rhizotron, des graines germées 

et non germées à proximité des racines de pois chiche (grille de carrés de 1 cm
2
, macroscope 

Olympus Optical, Tokyo, Japan). 

Le processus infectieux est suivi pendant 8 semaines par le dénombrement hebdomadaire des 

différents stades de développement de l’orobanche, selon la classification décrite par  
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Figure 22 : Co-culture de l’association Pois chiche - Orobanche. foetida en 

mini-rhizotron 

R : racine de pois chiche ;    : Orobanches fixées ( tubercules) 
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Labrousse et al. (2001) : Stade 1 (pré-haustorial) : graine d‘orobanche germée dont la 

radicule adhère à la surface de la racine hôte ; stade 2 : orobanche fixée, formant un petit 

tubercule (stade « tête d’épingle ») ; stade 3 (post-haustorial): formation de nombreuses 

racines adventives sur le tubercule (stade « araignée ») ; stade 4 (post-haustorial): réveil du 

bourgeon apical et formation de la tige souterraine (pas de fleurs visibles); stade 5 (post-

haustorial): hampe florale développée (correspond au stade post-émergence pour des cultures 

en pots). Après 8 semaines de co-culture, les racines des plantes de pois chiche sont récoltées, 

« débarrassées » des orobanches, séchées 12h à 80°C puis pesées. Le nombre total 

d’orobanches fixées peut ainsi rapporté à la masse sèche des racines pour une comparaison 

entre les lignées sauvage et mutantes. 

Les résultats représentent une moyenne de 3 mini-rhizotrons par mutant (n=3). 

 

2-2-6- Co-culture en pots 

L’interaction des mutants de pois chiche (générations M2 et M3) avec O. foetida est 

également étudiée en pot sous serre, pour se rapprocher des conditions de plein champ.  Seuls 

les mutants d’intérêt, présentant une activité stimulante réduite par rapport au témoin non 

irradié (tests en plaques de l’activité des exsudats racinaires), sont sélectionnés pour  ces co-

cultures. Les graines d’orobanche (50 mg) sont mixées dans un mélange tourbe-sable-argile 

(1-1-1) dans un pot de 1,3L. Le conditionnement des graines d’orobanche est effectué par 

arrosage puis recouvrement des pots par une bâche opaque pendant une semaine à 23°C. 

Les graines de pois chiche sont mises à germer dans des boites de Pétri (Ø 150 mm). Les 

jeunes plantes âgées de 7 jours sont ensuite repiquées délicatement dans les pots contenant le 

mélange de culture infesté de graines d’orobanche. Après 3 mois de culture en serre, les 

plantes sont dépotées et leur système racinaire nettoyé, « débarrassé » des orobanches, puis 

séché à 80°C. Les orobanches sont dénombrées et phénotypées (stades de développement, 

Labrousse et al. 2001). Le nombre total d’orobanches fixées est exprimé par rapport à la 

masse de matière sèche racinaire. Tout au long de la culture, la date des premières émergences 

de hampes florales et leur nombre  sont annotés. 

Les résultats représentent une moyenne d’au moins 10 pots par mutant.  
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2-2-7- Activités d’enzymes de défense chez les mutants (M3) de pois chiche 

a-Extraction des protéines solubles 

L’extraction des protéines est effectuée à partir de 500 mg de MF de racines broyées dans 

l’azote liquide. La poudre est suspendue dans 3 mL de tampon Tris HCl 25 mM (pH 8,8) 

(p/v ; 1/1). Le broyat est centrifugé à 13500 g pendant 20 min à 4 °C (Kar and Mishra 1976). 

Le surnageant (extrait brut) est utilisé pour le dosage des PAL.  

D’autre part, 500 mg des racines sont  broyés sur glace en présence de 2 mL de tampon 

Phosphate 10 mM (pH 6; p/v : 1/1). L’homogénat est centrifugé à 12000 g pendant 20 min à 

4°C. Le surnageant (extrait brut) sert à la détermination des activités péroxydase et 

polyphénol-oxydase (POX et PPO ; Urbanek et al. 1991) 

 

b- Dosages des protéines totales 

Le dosage des protéines totales est réalisé selon la méthode de Bradford (1976), en utilisant 

une gamme étalon de BSA (Bovine Serum Albumin) allant de 2 μg/mL à 10 μg / mL. Dix µL 

d’extrait protéique sont ajoutés à 490 µL d’eau MilliQ et 500 µL de réactif de Bradford. 

Après 5 min d’incubation à température ambiante et à l’obscurité, l’absorbance est mesurée à 

595 nm. 

 

c- Dosage de l’activité péroxydase (POX) 

L’activité POX (gaïacol peroxydase) est mesurée selon la technique décrite par Urbanek et al. 

(1991), en utilisant le gaïacol comme donneur d’hydrogène. Le mélange réactionnel est 

composé de 25 μL d’extrait brut  suspendu dans 2 mL d’une solution de tampon phosphate 

(pH 5,2) et 20 mM  de gaïacol. La réaction est initiée par l'addition de 0,03% d’eau oxygénée 

préparée extemporanément. Le mélange réactionnel est incubé pendant 5 min  à 30°C. 

L'activité péroxydase est exprimée en U / mg de protéines. 

 

d- Dosage de l’activité phénylalanine ammonia lyase (PAL)
 

Le dosage est réalisé selon la technique utilisée par Chen et al. (2000). Le milieu réactionnel 

contient l’extrait brut (100 µL), 900 µL de 6 µM  de L – phénylalanine. Le mélange a été 

ensuite placé dans un bain marie à 37°C pendant 70 min. L'activité PAL est exprimée en 

µmoles d’acide cinnamique/ h/ mg de protéines. 
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e- Dosage de l’activité PolyPhénol-Oxydase (PPO) 

L’activité PPO est mesurée selon la méthode décrite par Chen et al. (2000), avec des 

modifications mineures. Le mélange réactionnel contient 700 μL de tampon phosphate 0,1 M 

pH 7, 10 µL d’extrait brut et 200 μL de catéchol 0,20 M. La réaction, initiée par l’addition de 

l’extrait brut, est suivie spectrophotométriquement pendant trois minutes à 420 nm. Les 

résultats sont exprimés en DO / minute/ μg de protéines. 

Les résultats, pour l’ensemble des essais enzymatiques, représentent une moyenne d’au moins 

trois extractions indépendantes. 

 

2-2-8- Analyse biochimique : teneur en composés phénoliques chez les mutants (M3) de 

pois chiche  

Le prélèvement des racines des mutants M3 d’intérêt est réalisée tous les 7 jours après 

inoculation par les graines conditionnées O. foetida (systèmes mini-rhizotrons). Les racines 

(0,5 g MF) sont broyées dans l’azote liquide et la poudre est suspendue dans 5 mL de 

méthanol 80% (v/v). Le broyat est centrifugé à 14000 g pendant 15 min. Le surnageant est 

récupéré pour l’estimation des teneurs en phénols solubles en utilisant le réactif de Folin-

Ciocalteu (Sigma Chemicals, St. Louis, MO, USA). Ce réactif est constitué d’un mélange 

d’acide phosphotungstique et d’acide phosphomolybdique. L’oxydation des phénols réduit ce 

réactif en un mélange d’oxydes bleus de tungstène et de molybdène. L’intensité de la couleur 

(stabilisée par l’addition de carbonate de sodium) est proportionnelle au taux de composés 

phénoliques oxydés. Ainsi, à 50 μL de l’extrait racinaire sont ajoutés 2,20 mL d’eau distillée 

et 250 μL de réactif de Folin. Après 3 min sous légère agitation, 500 μL de  carbonate de 

sodium 20% sont ajoutés. Après agitation et incubation à 40°C pendant 30 min, la teneur en 

composés phénoliques est mesurée par spectrophotométrie à 760 nm. En utilisant une gamme 

étalon de catéchine (0 mg/ml ; 0,25 mg/ml ; 0,50 mg/ml ; 0,75 mg/ml  et 1 mg/ml ) , les 

teneurs en phénols sont exprimées en milligrammes d’équivalents catéchine par g de matière 

fraîche. Les résultats représentent une moyenne d’au moins trois extractions indépendantes.  
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Figure 23: Capacité stimulante maximale des exsudats racinaires de la variété 

contrôle (non irradiée) et des mutants M2 vis-à-vis de la germination des graines d’O. 

foetida (culture sur billes de verre) 

Les valeurs présentées sont les moyennes de 3 répétitions ± Intervalles de Confiance. Les 

valeurs portant une lettre différente sont statistiquement différentes (ANOVA Fisher LSD test, 

α=0,05). 
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3-Résultats 
 

3-1-Etude de la génération M2 

3-1-1-Pouvoir stimulant des exsudats racinaires des mutants M2 de pois chiche 

Après une période de conditionnement, les graines d’orobanche germent en réponse à des 

signaux exsudés par les racines de la plante hôte. La capacité de la variété parentale cv. 

Amdoun (contrôle) et des 30 mutants M2 d’intérêt à stimuler la germination des graines d’O. 

foetida a été estimée suite à la collecte hebdomadaire de leurs exsudats racinaires sur une 

période de 7 semaines (cultures sur billes de verre). 

La cinétique d’exsudation de l’activité stimulante (Annexe 3) montre qu’une activité élicitrice 

est détectable pour la lignée témoin et plusieurs mutants M2 dès 14 jours après transfert sur 

billes de verre. Pour la lignée témoin, la capacité stimulante des exsudats racinaires est 

maximale après 35 jours de transfert (72,02 ± 1,14% de graines germées) puis diminue 

progressivement. Tous les mutants, à l’exception des lignées 11, 72, 13 et 89 présentent une 

cinétique d’exsudation semblable à celle du témoin, avec une capacité maximale de 

stimulation de la germination des graines d’orobanche 35 jours après transfert. Néanmoins, 

une forte variabilité de la capacité stimulante des exsudats racinaires est observée parmi les 

mutants M2, qui se répartissent en 4 groupes (Figure 20) : le premier groupe est constitué 

uniquement du mutant 47, qui a une capacité stimulante maximale (à 35 jours) 

significativement plus importante que celle de la lignée parentale témoin. Le second groupe 

est composé des mutants 12, 35, 21, 4, 14 et 93 qui présentent un pouvoir stimulant semblable 

à celui de la lignée témoin. Le troisième groupe comporte 18 mutants (37, 6, 39, 36, 49, 55, 

11, 67, 72, 13, 83, 60, 90, 81, 86, 89, 51 et 52) dont la capacité élicitrice maximale (de 39% à 

65% de graines germées) est significativement plus faible que celle de la variété témoin. Le 

quatrième et dernier groupe est constitué des 5 mutants (9, 10, 62, 63 et 92) les moins 

stimulants (de 25% à 33% de graines germées). Il est à signaler qu’en absence d’exsudats 

racinaires (eau distillée stérile en témoin négatif), les graines d’O. foetida ne germent pas 

(Annexe 3).  

Ces premiers résultats montrent que les mutations induites par l’irradiation des graines M0 

(DL50, 150 Gy) se traduisent dans la génération M2 par une altération de la capacité à stimuler 

la germination des graines d’O. foetida chez un grand nombre de mutants. A ce stade des 

travaux, il est difficile de comprendre l’origine de cette altération, une réduction de la 

production et/ou de l’exsudation de molécules stimulantes, ou au contraire une augmentation
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Figure 24 : Capacité stimulante maximale des exsudats racinaires de la variété 

témoin (non irradiée) et des mutants M2 vis-à-vis de la germination des graines 

d’O. foetida (système mini-rhizotron). 

Les valeurs présentées sont les moyennes de 3 répétitions ± Intervalles de Confiance. Les 

valeurs portant une lettre différente sont statistiquement différentes (ANOVA Fisher LSD test, 

α=0,05). 
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de la production et/ou de l’exsudation de molécules inhibitrices pouvant être envisagée. 

L’activité des exsudats racinaires (volume récolé 50 mL) peut être aussi dépendante de la 

surface racinaire d’exsudation ou de la biomasse racinaire. L’évolution de celle-ci n’a pas été 

déterminée au cours de la cinétique d’exsudation du témoin et des mutants. Néanmoins, il est 

peu probable que la faible capacité élicitrice des mutants les plus affectés s’explique par une 

croissance racinaire réduite. En effet, une telle réduction n’a pas été observée dans cette étude 

(culture sur billes de verre), ni lors de travaux antérieurs (sur la génération M1, culture en 

pots, chapitre 1, Brahmi et al. 2014). 

 

3-1-2-Co-cultures en système mini-rhizotron  

L’utilisation du système mini-rhizotron a permis de décrire de manière plus précise 

l’interaction entre les différents mutants M2 et O. foetida, depuis l’induction de la 

germination des graines du parasite dans la rhizosphère jusqu’au développement des hampes 

florales, caractéristique d’une interaction compatible. 

 

a- Cinétique de germination des graines d’orobanche 

Les cinétiques de germination des graines d’O. foetida à proximité des racines (±1 cm) 

montrent une induction de la germination aux alentours du 14
éme

 jour JAI (Annexe 4) pour le 

témoin et la majorité des mutants, et un taux maximum de graines germées à partir du 35
ème

 

JAI. Comme observé lors des tests d’activités des exsudats racinaires, une forte variabilité est 

observée chez les mutants concernant la capacité à stimuler la germination des graines 

d’orobanche en système mini-rhizotron (Figure 24). L’étude statistique du pouvoir stimulant 

maximal des exsudats racinaires des mutants et du contrôle non-irradié a engendré une 

répartition des mutants en 3 groupes (Anova, α=0,05): un premier groupe de mutants (2 

mutants) dont la capacité stimulante est statistiquement équivalente à celle du témoin ; un 

second groupe comportant la majorité des mutants  (23/30 mutants) avec un pouvoir stimulant 

plus faible que celui du contrôle (de 39% à 69,50% de graines germées) ; et un troisième et 

dernier groupe constitué de 5 mutants (9, 10, 62, 63 et 92) à activité stimulante extrêmement 

réduite (de 26% à 33% de graines germées). 

 

b-Cinétique de développement des tubercules d’orobanche 

Une variabilité est également observée parmi les mutants M2 concernant le nombre  

d’orobanches fixées sur les racines en fin de culture (Figure 25). Les mutants se répartissent 

en 3 groupes (Anova, α=0,05) : un premier groupe constitué de 9 mutants, avec un nombre  
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Figure 25: Nombre total d’orobanches fixées / g de matière sèche racinaire de 

Pois chiche (viables et nécrosées) (à 56 JAI, système mini-rhizotron). 

Les valeurs présentées sont les moyennes de 3 répétitions ± Intervalles de Confiance (ANOVA 

Fisher LSD test, α=0,05). 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 26 : Corrélation entre la stimulation maximale de germination par des 

génotypes de Pois chiche (témoin non irradié et mutants)  et le nombre 

maximum d’orobanches fixées (système mini-rhizotron)  
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maximum d’orobanches fixées équivalent à celui du témoin ; un second groupe de 16 mutants 

avec un nombre maximum d’orobanches fixées significativement inférieur à celui du témoin ; 

et un troisième groupe renfermant les cinq mutants (9, 10, 62, 63 et 92) qui portent un nombre 

maximum d’orobanches très nettement inférieur au témoin. Il est intéressant de noter que 

cette variabilité résulte de celle observée pour la capacité à stimuler la germination des 

graines d’orobanche, comme l’atteste la corrélation positive observée entre ces deux 

paramètres (R
2
= 0,82; Figure 26).  

Le nombre maximum d’orobanches fixées ne renseigne ni sur la cinétique de développement 

du parasite en post-fixation, ni sur la capacité de la plante hôte à induire la nécrose du 

parasite. La cinétique a été suivie pendant 56 JAI (Annexe 5). Sur le génotype témoin, les 

premières orobanches fixées sont visibles dès 14 JAI et le nombre maximum d’orobanches 

fixées est atteint 21 jours après (35 JAI, ≈ 24 orobanches). Dans ce système de culture, 

environ 50% et 71% des orobanches fixées sur le génotype témoin atteignent un stade de 

développement avancé (stades 4 et 5) au 49
ième

 et 56
ième

 JAI, respectivement. Une cinétique de 

développement semblable est observée pour la très grande majorité des mutants, avec 

néanmoins un léger retard de développement décelable temporairement entre le 21
ième

 et le 

42
ième

 JAI. Des cinétiques de développement particulières caractérisent les cinq mutants 9, 10, 

62, 63 et 92 (Annexe 5). Le nombre maximum d’orobanches fixées est atteint à un stade 

tardif (de 35 à 49 JAI selon le mutant). De plus, les orobanches fixées se développent très 

lentement, comme l’atteste le faible pourcentage d’orobanches ayant atteint un stade de 

développement avancé (stade 4) au 56
ième

 JAI (de 0% à 24% selon le mutant). Ces orobanches 

ont par ailleurs un phénotype anormal (développement altéré de la tige ; Annexe 7). Sur ces 

mutants, 50% des orobanches sont restées au  stade 1 et ont péri (Annexe 6 ; Figure 22 ; 

Annexe 5). Des orobanches nécrosées sont également observées sur les autres génotypes, y 

compris sur le témoin, mais en proportions nettement inférieures. On distingue à ce sujet deux 

groupes distincts : Pour le premier groupe, le nombre d’orobanches nécrosées varie de 2 à 3 

orobanches fixées / g MS racinaire et se compose de 11 génotypes (le contrôle non irradié et 

10 mutants) ; le second groupe est composé de 20 mutants où le nombre varie de 3 à 5 

orobanches nécrosées / g MS racinaire. 
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Figure 27 : Nombre total d’orobanches fixées / g MS racinaire en pots 

(cultures en pot, plantes hôtes âgées de 90 jours). 

Les valeurs présentées sont les moyennes de 6 répétitions ± Intervalles de Confiance (ANOVA 

Fisher LSD test, α=0,05). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 28 : Phénotypes des orobanches parasitant la variété témoin non irradiée (a) 

et les mutants résistants de la M2 d’intérêt (groupes 3 et 4 ; b, c, d et e) en fin de 

culture en pots. 

Les orobanches fixées (b, c, d et e) sont à un stade de développement souterrain. 
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Les cultures de l’interaction hôte-parasite en mini-rhizotron ont révélé l’expression de 

différentes composantes de résistance induites par radiomutagenèse dans la génération M2, 

telles qu’une capacité réduite à stimuler la germination des graines d’O. foetida dans la 

rhizosphère et une incompatibilité à assurer le développement en post-fixation 

(ralentissement, induction de nécrose). Il est difficile néanmoins en système mini-rhizotron  

d’étudier l’interaction sur de longues périodes (au-delà de 56 JAI). Ce système de culture ne 

permet donc pas de savoir si l’interaction hôte-parasite est compatible pour ces mutants, c'est-

à-dire si les quelques orobanches qui se fixent et se développent lentement réussissent à 

produire des graines. 

 

3-1-3-Culture de l’interaction Orobanche-pois chiche (mutants et témoin) en pots 

Cette étude a été menée en pots, sous serre, pour l’ensemble des mutants M2. A l’instar des 

cultures en mini-rhizotrons, 4 groupes de génotypes se dessinent suivant le nombre 

d’orobanches fixées en fin de culture (Figure 27) : le premier groupe se compose de 2 

mutants (12 et 47) qui présentent le nombre le plus élevé d’orobanches fixées / g de matière 

sèche racinaire après 90 jours de culture ; le second groupe est composé de 17 mutants dont le 

nombre maximum d’orobanches fixées est statistiquement équivalent à celui du témoin ;  le 

troisième groupe est constitué de 6 mutants (13, 83, 89, 86, 51 et 52) dont le nombre 

maximum d’orobanches fixées est significativement inférieur à celui du témoin ; le dernier 

groupe est composé de 5 mutants (9, 10, 62, 63 et 92) très peu parasités par rapport au témoin 

(moins de 2 orobanches par g MS racinaire), avec une sensibilité à O. foetida réduite d’un 

facteur 4 à 7 selon le mutant. 

La proportion d’orobanches émergées par g MS racinaire en fin de culture est importante pour 

la lignée parentale (contrôle) et 7 mutants (de 37% à 62%.) (Figure 27). Pour les autres 

mutants, cette proportion est significativement réduite, notamment pour les 5 mutants (9, 10, 

62, 63 et 92), de 4% à 20% des orobanches fixées.   

Par ailleurs, un phénotype anormal est observé pour les orobanches fixées sur les racines des 

mutants résistants d’intérêt (3
ième

 et 4
ième

 groupe), qui se manifeste par un blocage de 

développement de la tige et une floraison souterraine (Figure 28). 
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Figure 29 : Capacité stimulante maximale des exsudats racinaires de la variété 

témoin non irradiée et des mutants M3 vis-à-vis de la germination des graines 

d’O. foetida. 

Les valeurs présentées sont les moyennes de 3 répétitions ± Intervalles de Confiance. Les 

valeurs portant une lettre différente sont statistiquement différentes (ANOVA Fisher LSD test, 

α=0,05). 

 

 

 

Tableau 6: Taux de germination maximal des graines d’Orobanche foetida à 

proximité des racines de la variété témoin et des mutants d’intérêt M3 de pois 

chiche (système mini-rhizotron). 

Les valeurs présentées sont les moyennes de 3 répétitions ± Intervalle de confiance (ANOVA 

Fisher LSD test, α=0,05) 

 
Génotype % de germination 

Contrôle 67,46±5,97
a 

47 64,73±2,60
a 

55 63,4±6,79
a
 

9 32,57±4,02
b 

10 33,00±4,14
b
 

62 27,33±3,25
bc

 

63 24,83±3,58
c
 

92 22,97±4,25
c
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3-2-Etude de la M3 

En se basant sur les résultats obtenus à partir de la génération M2, cinq lignées de mutants (9, 

10, 62, 63 et 92) ont été sélectionnées pour ces analyses, en plus de la variété témoin non 

irradiée. Ces travaux ont pour objectif de confirmer ou d’infirmer l’héritabilité des 

composantes de résistance induites par radiomutagenèse des graines M0. Deux autres lignées 

de mutants ont été également étudiées en génération M3 : les lignées 47 et 55, aussi sensibles 

à O. foetida que le génotype témoin non irradié. 

 

3-2-1-Test du pouvoir stimulant des exsudats racinaires 

Les graines d’orobanche préalablement conditionnées sont mises en contact avec les exsudats 

racinaires des 7 mutants étudiés (récolte hébdomadaire). La germination des graines 

d’orobanche atteint son maximum en présence d’exsudats racinaires de plantes âgées de 35 

jours après transfert (Annexe 8). Les résultats montrent une situation très contrastée, avec un 

groupe très stimulant (génotypes sensibles : témoin, mutants 47 et 55), et un deuxième groupe 

dont la capacité stimulante est nettement inférieure (de 27% à 33% de graines germées) et 

correspondant aux cinq mutants résistants d’intérêt (Figure 29). 

 

 3-2-2- Co-cultures en système mini-rhizotron 

a- Pouvoir stimulant de la germination des graines d’orobanche 

En système mini-rhizotron, les huit génotypes étudiés se rangent également en 2 groupes 

selon leur capacité à induire la germination des graines d’orobanche : un premier groupe avec 

la variété témoin non irradiée et les mutants 47 et 55 dont la capacité à stimuler la germination 

des graines d’orobanches est de l’ordre de 63% à 67%  (Tableau 6), les 5 mutants résistants 

d’intérêt composent le second groupe avec un pouvoir stimulant  sensiblement affecté. 

 

b- Cinétique de développement des orobanches 

La cinétique du développement des orobanches sur les racines de la lignée témoin et des 

mutants M3 a été suivie sur 56 jours de culture en mini-rhizotron (Annexe 9). Deux groupes 

se distinguent nettement. Le premier groupe est composé de la variété témoin non irradiée et 

des mutants sensibles 47 et 55. Ces génotypes sont parasités précocement (stade 1 dès 14 

JAI). Leurs sensibilités respectives à l’orobanche sont équivalentes, avec un maximum de 20
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Figure 30: Nombre maximum d’orobanches fixées  / gramme MS racinaire de 

la variété témoin non irradiée et des mutants M3 d’intérêt (à 56 JAI, système 

mini-rhizotron). 

Les valeurs présentées sont les moyennes de 3 répétitions ± Intervalles de Confiance (Anova 

Fisher LSD test, α=0,05) 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 31 : Phénotypes des orobanches (O. foetida) parasitants la variété témoin 

non irradiée (a) et les mutants M3 résistants au 56
ième

 JAI en système mini-

rhizotron. 
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à 22 orobanches fixées à 28-35 JAI, dont la majorité (environ 70%) atteint un stade de 

développement avancé à 56 JAI (stades 4 et 5, Annexe 9). Le nombre maximum 

d’orobanches sur les racines du second groupe de mutants (9, 10, 62, 63 et 92) est environ 3 

fois plus faible et le développement des orobanches y est plus tardif : les premiers stades 1 

sont observés à 21 JAI sur les mutants 9 et 92 et  à 28 JAI sur les mutants 10, 62 et 63, soit de 

7 à 14 jours plus tard que sur les génotypes sensibles du 1
er

 groupe. Aucun stade 5 (hampe 

florale) n’est observé à 56 JAI (Annexe 9). A cette date très tardive, les orobanches fixées aux 

racines des mutants 9 et 63 ne sont encore qu’à un jeune stade de développement (1-3). Bien 

que ralentie, la cinétique de développement des orobanches semble moins affectée sur les 

racines des mutants 10, 62 et 92. En effet, environ 10% des orobanches fixées ont atteint le 

stade 4 à 56 JAI.  

De plus, le phénotype des orobanches parasitant les mutants résistants du second groupe est 

anormal, traduisant un développement perturbé de la tige (Figure 31). 

 

3-2-3- Culture en pot de l’interaction orobanche-pois chiche (témoin et mutants M3) 

Il est intéressant de noter que, comme pour le système mini-rhizotron, deux groupes de 

génotypes se distinguent sur l’index « nombre d’orobanches fixées » en fin de co-culture en 

pot.  Ainsi, les sensibilités respectives à O. foetida de la variété témoin non irradiée et des 

mutants  sensibles 55 et 47 sont équivalentes, avec 7 à 10 orobanches fixées par g MS de 

racines en fin de culture. Pour ces trois génotypes, les premières orobanches émergent hors du 

sol dés le 53
ième

  jour de culture. En fin de culture, les  orobanches émergées représentent de 

39 à 69% des orobanches fixées selon le génotype. Les 5 autres mutants M3 (second groupe, 

9, 10, 62, 63 et 92) présentent un degré de sensibilité nettement plus faible, avec moins de 2 

orobanches fixées par g MS racinaire en fin de culture. Par ailleurs, l’émergence des 

orobanches fixées sur les mutants résistants du second groupe est plus rare et plus tardive, soit 

après 73 jours et 81.5 jours de culture pour les mutants 10 et 92, respectivement. Aucune 

émergence n’est observée en fin de culture sur les mutants 9, 62 et 63. Sur ces mutants 

résistants (Figure 32), les orobanches fixées ont un phénotype anormal, avec un 

développement altéré de la tige et une floraison souterraine (Figure 33). 
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Figure 32 : Nombre total des orobanches fixées / g MS racinaire de la variété 

témoin non irradiée et des mutants M3 d’intérêt  de pois chiche (plante hôte 

âgée de 90 jours, cultures en pot).  

Les valeurs présentées sont les moyennes de 6 répétitions ± Intervalles de Confiance (ANOVA 

Fisher LSD test; α=0,05) 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 33 : Phénotypes des orobanches parasitant la variété témoin non irradiée 

(a) et les mutants M3 résistants (9, 10, 62, 63 et 92) (b, c et d) en fin de culture 

en pots. 
Les orobanches (b, c et d) sont à un stade de développement souterrain. 



Chapitre2 Résultats 

89 
 

0 

1 

2 

3 

4 

7 14 21 28 35 42 49 7 14 21 28 35 42 49 7 14 21 28 35 42 49 7 14 21 28 35 42 49 7 14 21 28 35 42 49 7 14 21 28 35 42 49 7 14 21 28 35 42 49 7 14 21 28 35 42 49 

Contrôle 47 55 9 10 62 63 92 

A
ct

iv
it

é
 P

A
L 

(µ
g 

ac
id

e
 c

in
n

am
iq

u
e

 h
-1

 
m

g-1
) 

Génotypes 

1 

a 
a a 

a a a a 

a 
a 

a a a 
a 

a 
a 

a 
a 

a a 

a 
a 

a a 
a 

a 
a a 

a 
a a 

a a 
a 

a a 

a a 

a 
a a 

a a 
a 

a 

a 

a a 
a a 

a a a 

a 
a 

a 
a 

Témoin 

0 

1 

2 

3 

4 

5 

6 

7 

8 

7 14 21 28 35 42 49 7 14 21 28 35 42 49 7 14 21 28 35 42 49 7 14 21 28 35 42 49 7 14 21 28 35 42 49 7 14 21 28 35 42 49 7 14 21 28 35 42 49 7 14 21 28 35 42 49 

Contrôle 47 55 9 10 62 63 92 

A
ct

iv
it

é
 P

A
L 

(µ
g 

ac
id

e
 c

in
n

am
iq

u
e

 h
-1

 
m

g-1
) 

Génotypes 

2 

a 
a 

b b 
b 

b 
b 

a a 
a a 

b b b 

a 
a a 

b 
c 

cd 
d 

a a 

b 
b 

b 
b 

b 

a 
a 

b 

c cd 
d 

d 

a a 

b 

c c 

d 
d 

a a a 

b 
b 

b 
b 

a 
a 

b 
b 

b b 

c 

Témoin 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 34 : Evolution de l’activité enzymatique Phénylalanine Ammonia Lyase (PAL) des  racines de la variété témoin non irradiée et 

des mutants M3 sensibles et résistants de pois chiche, en conditions de non infestation (1) et d’infestation par O. foetida (2) (système 

mini-rhizotron). 

Mutants sensibles à O. foetida : M47 et M55 ; Mutants résistants à O. foetida : 9, 10, 62, 63 et 92.Les moyennes avec la même lettre pour chaque mutants à différents 

temps de culture (JAI) donné ne sont pas significativement différentes (Anova Fisher LSD test, alpha=0,05) 
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3-2-4-Analyses biochimiques de la résistance induite 

L’étude de l’activité des exsudats racinaires des génotypes mutants et de l’interaction hôte-

parasite en système mini-rhizotron et en pot a montré la stabilité intergénérationnelle 

(M2/M3) des composantes de la résistance induite par radiomutagenèse. Dans cette dernière 

partie, nous nous proposons d’évaluer l’implication de la voie des phénylpropanoïdes 

(marqueurs : capacité biochimiques: capacité enzymatique PAL et teneurs en phénols) et des 

processus antioxydants (marqueurs biochimiques: capacités POX et PPO) dans la résistance 

des mutants M3 d’intérêt à O. foetida. Les plantes ont été cultivées en système mini-rhizotron, 

en conditions d’infestation ou non avec O. foetida. 

 

a-Marqueurs biochimiques de la voie des phénylpropanoïdes 

En absence d’O. foetida, la capacité PAL racinaire est constante au cours du développement 

quel que soit le génotype, et d’un niveau équivalent chez le témoin et les mutants (Anova, 

ɑ=0,05, Figure 34). Par contre, l’infestation s’accompagne, plus ou moins rapidement selon 

le génotype, d’un accroissement significatif de l’activité enzymatique PAL : dès 21 JAI chez 

la variété témoin non irradiée et les mutants 9, 10, 62 et 92, à partir de 28 JAI chez les 

mutants 55 et 63 et à partir de 35 JAI chez le mutant 47 (Figure 34). A ces dates, les racines 

sont parasitées et les quelques orobanches fixées ou en cours de fixation sont aux stades 1-2 

(Annexe 9) L’augmentation de la capacité PAL racinaire en réponse à l’infestation est plus 

discrète chez le génotype témoin et le mutant sensible 47 que chez les mutants résistants. Par 

contre, l’augmentation est aussi importante chez le mutant sensible 55 que les mutants 

résistants.  

En conditions de non infestation, la teneur en composés phénoliques solubles des racines du 

génotype témoin augmente significativement à partir de 21 JAI et atteint une valeur maximale 

à compter de 35 JAI, avec une augmentation d’un facteur 3 par rapport à 7 JAI (Figure 35). 

L’amplitude d’accroissement du pool racinaire des composés phénoliques est semblable au 

cours du développement chez les mutants 10, 62, 63 et 92. Elle est par contre plus élevée chez 

le mutant résistant 9 (x5) et les mutants sensibles 47 et 55 (x6).  

Chez le témoin et les mutants sensibles 47 et 55, l’infestation n’impacte pas significativement 

les taux d’accroissement en composés phénoliques solubles au cours du développement et les 

teneurs optimales atteintes. Par contre, l’infestation induit une suraccumulation de composés 

phénoliques d’un facteur 2 dans les racines des 5 mutants résistants (à 42-49 JAI).La cinétique 

d’accumulation des composés phénoliques discrimine donc les mutants résistants des 

génotypes sensibles (témoin et mutants 47 et 55) bien que la teneur maximale des racines en 

composés phénoliques ne soit pas un paramètre discriminant. 
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Figure 35 : Evolution de la teneur des composés phénoliques solubles des racines de la variété témoin non irradiée et des mutants M3 

sensibles et résistants de pois chiche, en conditions de non infestation (1) et d’infestation par O. foetida (2) (système mini-rhizotron). 

Mutants sensibles à O. foetida : 47 et 55 ; Mutants résistants à O. foetida : 9, 10, 62, 63 et 92. Les moyennes avec la même lettre pour chaque mutants à différents 

temps de culture (JAI) donné ne sont pas significativement différentes (Anova Fisher LSD test, alpha=0,05). 
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b- Marqueurs biochimiques du système antioxydant 

En conditions de non infestation, les génotypes témoins et mutants M3 sensibles et résistants 

présentent une capacité POX racinaire équivalente, qui ne varie pas significativement au cours 

du développement (Figure 36). La capacité POX des racines des plantes témoins est 

également constante au cours du développement sous infestation par O. foetida et est 

semblable à celle mesurée en conditions de non infestation. Par contre, une augmentation 

significative de la capacité POX racinaire est détectable dès 21ou 28 JAI chez tous les 

mutants M3. Cette augmentation est néanmoins plus marquée chez les mutants résistants (en 

moindre partie pour le mutant 62) que chez les mutants  sensibles (47, 55). Les mutants 

résistants (à l’exception du mutant M62) sous infestation présentent ainsi les capacités 

maximales POX les plus élevées. 

En conditions de non infestation, comme pour la capacité POX, aucune variation significative 

de la capacité PPO n’est observée au cours du développement, quel que soit le génotype, 

témoin ou mutant (Figure 37). De plus, les capacités PPO maximales sont semblables chez le 

témoin et les mutants sensibles et résistants. Sous infestation, la capacité PPO augmente 

légèrement mais significativement dans les racines du témoin à compter de 21 JAI pour 

demeurer ensuite constante au cours du développement (facteur d’accroissement de 1,7). La 

capacité PPO augmente également au cours du développement chez les mutants sensibles et 

résistants sous infestation mais les capacités PPO les plus élevées sont mesurées dans les 

racines des mutants résistants. 



  
  

 
 



 Chapitre 2 Résultats 

  

93 
 

0 

5 

10 

15 

20 

7 14 21 28 35 42 49 7 14 21 28 35 42 49 7 14 21 28 35 42 49 7 14 21 28 35 42 49 7 14 21 28 35 42 49 7 14 21 28 35 42 49 7 14 21 28 35 42 49 7 14 21 28 35 42 49 

Contrôle 47 55 9 10 62 63 92 

A
ct

iv
it

é
 P

O
X

 (
U

 m
g-

1
 p

ro
te

in
e

s)
 

Génotypes 

1 

a 

a a 
a 

a 

a 

a 

a 
a 

a 
a a a 

a 

a a a 

a 
a a a 

a a a 
a 

a a a 

a 

a 

a 

a 

a a a 
a 

a 

a 

a 

a 

a 

a 
a 

a 

a 

a 

a 

a a 

a 

a 

a 
a 

a 
a 

a 

Témoin 

0 

5 

10 

15 

20 

25 

30 

35 

7 14 21 28 35 42 49 7 14 21 28 35 42 49 7 14 21 28 35 42 49 7 14 21 28 35 42 49 7 14 21 28 35 42 49 7 14 21 28 35 42 49 7 14 21 28 35 42 49 7 14 21 28 35 42 49 

Contrôle 47 55 9 10 62 63 92 

A
ct

iv
it

é
 P

O
X

 (
U

 m
g-

1
 p

ro
té

in
e

s)
 

Génotypes 

2 

a 

a 
a a a a 

a a a a 

ab 
b 

b 
b 

a 
a 

b 
b 

b 
b b 

a 

b 

c 

d 

e 

e e 

a 
a 

b 

c c c c 

a 
a a 

b 

c 
c c 

a 
a 

b 

c c 
c 

c 

a 
a 

b 

c 
c c c 

Témoin 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 36 : Evolution de la capacité enzymatique Peroxydase (POX)  des racines de la variété témoin non 

irradiée et des mutants M3 sensibles et résistants de pois chiche, en conditions de non infestation (1) et d’infestation par O. foetida 

(2) (système mini-rhizotron). 
Mutants sensibles à O. foetida : 47 et 55 ; Mutants résistants à O. foetida : 9, 10, 62, 63 et 92. Les moyennes avec la même lettre pour chaque mutants à 

différents temps de culture (JAI) donné ne sont pas significativement différentes (Anova Fisher LSD test, alpha=0,05) 



  

 
 



 Chapitre 2 Résultats 

94 
 

0 

1 

2 

3 

4 

7 14 21 28 35 42 49 7 14 21 28 35 42 49 7 14 21 28 35 42 49 7 14 21 28 35 42 49 7 14 21 28 35 42 49 7 14 21 28 35 42 49 7 14 21 28 35 42 49 7 14 21 28 35 42 49 

Contrôle 47 55 9 10 62 63 92 

A
ct

iv
it

é
 P

P
O

 (
D

O
.m

n
-1

.g
 -1

) 

Génotype 

1 

a 
a 

a a 

a a a 

a a 
a a 

a 
a a a a 

a 
a 

a 
a 

a 
a a 

a 

a 
a 

a 
a 

a 
a 

a a a 

a 
a 

a a a 

a 
a a a 

a 
a 

a 
a 

a a 

a a a 
a 

a a a 
a 

Témoin 

0 

1 

2 

3 

4 

5 

6 

7 

8 

7 14 21 28 35 42 49 7 14 21 28 35 42 49 7 14 21 28 35 42 49 7 14 21 28 35 42 49 7 14 21 28 35 42 49 7 14 21 28 35 42 49 7 14 21 28 35 42 49 7 14 21 28 35 42 49 

Contrôle 47 55 9 10 62 63 92 

A
ct

iv
it

é
 P

P
O

 (
D

O
.m

n
 -1

.g
 -1

) 

Génotypes 

2 

a 
a 

b b 
c 

a b 

a a 
b 

b 

c 
b 

b 

a a 
b bc 

c 
cd 

d 

a 
a 

b b 

c 
c c 

a 
a 

b 

c 
c 

d 

d 

a a 

a 

b b b b 

a a 

b 

c 
c 

c c 

a a 

b 
bc 

c 

c 

c 

Témoin 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 37 : Evolution de la capacité enzymatique PolyPhénol-Oxydase (PPO)  des racines de la variété témoin non irradiée et des 

mutants M3 sensibles et résistants de pois chiche, en conditions de non infestation (1) et d’infestation par O. foetida (2) (système 

mini-rhizotron). 

Mutants sensibles à O. foetida : 47 et 55 ; Mutants résistants à O. foetida : 9, 10, 62, 63 et 92. Les moyennes avec la même lettre pour chaque mutants à 

différents temps de culture (JAI) donné ne sont pas significativement différentes (Anova Fisher LSD test, alpha=0,05)    
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4-Discussion : 

L’étude du comportement des mutants issus de la radiomutagenèse vis-à-vis O. 

foetida a été réalisée pour 2 générations successives (M2 et M3) et sous différentes 

conditions de culture. L’ensemble des résultats démontre l’héritabilité de la 

résistance induite qui repose au moins sur trois composantes : 

- La première consiste en une altération du pouvoir stimulant des exsudats 

racinaires vis-à-vis de la germination des graines d’orobanche, démontrée à la fois 

par la mesure de cette activité à partir de cultures hydroponiques sur billes de verre et 

par le dénombrement des graines germées dans la rhizosphère des pois chiches en 

système mini-rhizotron. Cette composante de résistance est observée chez un grand 

nombre de mutants M2 issus de la présélection au champ des mutants M1 produits 

par radiomutagenèse (chapitre I). Le traitement aux rayons gamma des semences 

M0 n’a pas affecté la cinétique d’exsudation racinaire (activité stimulante) des 

générations M2 et M3 mais a induit une nette réduction de la capacité élicitrice des 

exsudats. Une faible capacité à induire la germination de l’orobanche est une 

composante majeure de résistance à O. foetida chez les fabacées (Rubiales et al. 

2003 a,c ; Pérez-de-Luque et al. 2005 a,b; Abbes et al. 2007 ; Fernandèz-Aparicio et 

al. 2012). Ce constat est également fait ici par la corrélation positive entre l’activité 

stimulante des exsudats des mutants et le nombre d’orobanches en cours de 

fixation et fixées sur les racines (viables et nécrosées ; stades de développement 1 à 

5). L’altération du pouvoir stimulant des exsudats racinaires peut provenir soit d’une 

production/exsudation accrue d’inhibiteurs de germination, soit d’une  

production/exsudation réduite de stimulants de germination. La production de 

strigolactones comme stimulants de germination a été fréquemment décrite chez les 

fabacées (dont le pois chiche : Xie et al. 2008 a,b ; Yoneyama et al. 2008 ; 

Fernandèz-Aparicio et al. 2014). A ce titre, Fernandèz-Aparicio et al. (2014) ont 

montré que la résistance de deux génotypes de fève à O. foetida et autres espèces 

d’orobanche (O. crenata et P. aegyptiaca) reposait sur la production réduite de 

strigolactones (Orobanchyl-acetate et Orobanchol) en comparaison à des génotypes 

sensibles. L’Orobanchyl-acétate et le 5 deoxystrigol ont été identifiés dans les 

exsudats racinaires du pois chiche comme stimulants de germination (Yoneyama et 

al. 2008). Il aurait été intéressant, dans le cadre de ces travaux de thèse, de pouvoir 

mener une étude comparative du contenu en strigolactones des exsudats racinaires 

des génotypes sensibles (témoin, mutants) et résistants (mutants) pour valider ou non
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l’hypothèse d’une altération de la production/exsudation de ces stimulants de 

germination chez les mutants résistants. L’hypothèse d’une exsudation accrue 

d’inhibiteurs de germination chez les mutants résistants en réponse à l’infestation ne 

doit pas être néanmoins exclue. En effet, soulignons que l’activité inhibitrice des 

composés phénoliques sur la germination de l’orobanche a été démontrée (Serghini 

et al. 2001 ; Mabrouk et al. 2007) et qu’à ce titre une suraccumulation de composés 

phénoliques solubles a été constatée dans les racines infestées de trois des cinq 

mutants résistants (9, 10 et 62). La grande variété des composés phénoliques chez les 

plantes et de leur activité biologique doit cependant être considérée. Ainsi, les 

travaux d’Evidente et al. (2010) soulignent la présence de composés phénoliques 

dans les exsudats racinaires du pois, composés qui stimulent spécifiquement la 

germination d’O. foetida et pas celle d’autres espèces d’orobanche (Evidente et al. 

2010). A l’inverse, plusieurs travaux soulignent la toxicité vis-à-vis de l’orobanche 

de composés phénoliques (phytoalexines) secrétées par les racines de plantes 

résistantes (Goldwasser et al. 1999 ; Serghini et al. 2001 ; Echevarría-Zomeño et al., 

2006). Au final, ces résultats soulignent l’intérêt d’une analyse métabolomique 

comparative des exsudats racinaires des génotypes sensibles et résistants de pois 

chiche, pour évaluer l’impact de la radiomutagenèse sur la production et l’exsudation 

de stimulants et d’inhibiteurs de la germination d’O. foetida, et de ce fait comprendre 

les bases métabolomiques de cette première composante de résistance. 

- La seconde composante de résistance, observée également chez les 5 mutants 

résistants, s’exprime précocement durant le processus infectieux pour faire obstacle à 

la formation de l’haustorium. Il s’agit donc d’une résistance préhaustoriale, comme 

celle déjà  largement décrite chez de nombreuses fabacées résistantes à l’Orobanche, 

chez qui la progression des cellules intrusives de l’orobanche est stoppée soit au 

niveau du cortex racinaire (pois chiche, fève, pois : Rubiales et al. 2003b ; Pérèz de 

Luque et al. 2005b), soit au niveau de l’endoderme (féverole, fève ; Pérèz de Luque 

et al. 2005b, 2007), ou soit dans le cylindre central à proximité des tissus 

conducteurs (Medicago truncatula : Lozano-Baena et al. 2007).  Ces barrières à la 

progression du parasite peuvent être de nature physique, avec un renforcement 

pariétal par des protéines de réticulation, le dépôt de callose et de subérine dans le 

cortex racinaire (Echevarrıa-Zomeno et al. 2006 ;  Pérèz de Luque et al. 2006a, 

2007), ou par une lignification des parois dans l’endoderme et le péricycle (Pérèz de 

Luque et al. 2005b). Elles peuvent être aussi de nature chimique 
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(empoisonnement du parasite), avec l’accumulation importante de composés 

phénoliques toxiques dans le cylindre central (phytoalexines : medicarpin et 

maackiain), au niveau des tissus environnant des vaisseaux de xylème (Pérèz de 

Luque et al. 2005b ; Lozano-Baena et al. 2007). Par ailleurs, ces composés 

phénoliques, potentiellement exsudés dans la rhizosphère, seraient aussi à l’origine 

d’une inhibition de la germination de l’orobanche, à l’instar d’autres phytoalexines 

impliquées dans la résistance préhaustoriale du tournesol à O. cumana (Serghini et 

al. 2001 ; Echevarría-Zomeño et al. 2006) et de la vesce à P. aegyptiaca (Goldwasser 

et al. 1999). Il est intéressant de noter que Wegmann et al. (1991) suggéraient déjà 

l’implication de phytoalexines (maackiain et medicarpin) dans la résistance de 

certains cultivars résistants de pois chiche.  Parmi les cinq mutants résistants 

présentant un taux élevé de jeunes orobanches nécrosées (stade 1), trois se 

caractérisent par une suraccumulation de composés phénoliques solubles dans les 

racines infestées (mutants 9, 10 et 62) et dont la cinétique est concordante avec 

l’induction précoce d’une nécrose du parasite. Ce constat suggère soit l’induction 

d’autres types de barrière à la pénétration du parasite (renforcement pariétal, callose 

…) chez les deux autres mutants 63 et 92, soit que la teneur globale en composés 

phénoliques solubles des racines n’est pas un bon marqueur de la résistance 

haustoriale des mutants résistants. Une étude histologique est donc essentielle pour 

savoir si l’accumulation localisée de composés phénoliques est une composante de la 

résistance haustoriale commune aux cinq mutants d’intérêt.  

La nécrose des orobanches, à un très jeune stade de développement (stade 1), en 

parallèle du noircissement des racines des mutants résistants autour du point 

d’attachement et de pénétration du parasite, rappelle des observations discutées dans 

le cadre d’interactions plantes-plantes parasites suggérées comme incompatibles 

(Lane et Bailey 1992; Goldwasser et al.1997; Perez-de-Luque et al. 2005b, 2007). 

Des auteurs ont effectivement associé le noircissement autour du point d’infestation à 

une réponse hypersensible (HR) (Dörr et al. 1994). Ces travaux ont fait débat dans la 

communauté scientifique en l’absence de preuve concluante de l’expression d’une 

HR dans ces interactions, telles que la présence de cellules hôtes mortes (Rubiales et 

al. 2003c ; Pérez de Luque et al. 2005b). Le noircissement est plutôt attribuable à 

l’oxydation de composés phénoliques. 
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-        Une troisième et dernière composante de résistance a été identifiée chez un 

grand nombre de mutants M2 résistants, mais à un degré plus ou moins important 

selon le mutant M2, et chez les 5 mutants M3 d’intérêt. Elle traduit l’expression 

d’une résistance post-haustoriale supplémentaire qui impacte négativement le 

développement de la tige des orobanches fixées (stade tubercule). Cette altération est 

décelable à la fois en systèmes mini-rhizotrons et en pots. Un tel développement 

atypique de l’orobanche en post-fixation a déjà été observé chez des fabacées 

résistantes (Sillero et al. 2005 ; Fernández-Aparicio et al. 2009), et s’explique soit 

par l’obstruction des vaisseaux xylémiens de la racine hôte à proximité de 

l’haustorium par un dépôt de mucilage (Pérèz de Luque et al. 2005a, b), soit par le 

transfert dans l’orobanche via l’haustorium de composés phénoliques toxiques 

(phytoalexines : medicarpin and maackiain ; Lozano-Baena et al. 2007). Une 

incompatibilité hormonale entre l’hôte et le parasite a été également évoquée pour 

expliquer le développement atypique de l’orobanche (Bar-Num et al. 2008 ; Harb et 

al. 2004 ; Péron et al. 2012). Une émergence retardée des orobanches (O. crenata) a 

été également observée par Rubiales et al. (2004) sur des génotypes résistants de pois 

chiche. Sur la base des anciens travaux de Wegmann (1991) sur des pois chiche 

résistants et producteurs de phytoalexines, ces auteurs ont émis l’hypothèse que cette 

résistance reposait sur la production de ces phytoalexines, maackiain et medicarpin. 

Bien que des études histologiques et métabolomiques complémentaires soient 

nécessaires chez l’hôte et le parasite pour comprendre les bases de cette résistance 

post-haustoriale, celle-ci s’avère très efficace pour limiter l’émergence du parasite 

hors du sol, qui a été extrêmement rare lors des cultures en pot. Le phénotype des 

orobanches qui échappent à la résistance pré-haustoriale est de ce fait très altéré. 

Néanmoins, une floraison souterraine des orobanches, se développant sur les mutants 

résistants, a été constatée. Cette floraison peut-elle être suivie d’une production de 

graines viables ? Comme le taux d’autogamie semble être très élevé chez O. foetida 

(Vaz  Patto et al. 2008), la possibilité d’une reproduction de l’orobanche sur les 

génotypes résistants, certes limitée, n’est pas à exclure. A ce titre, une floraison 

souterraine de l’orobanche a été également reportée, en Russie, pour des populations 

d’O. cumana sur des génotypes résistants de tournesol, sans information à ce jour sur 

l’efficacité de ce phénomène dans le maintien de la pression parasitaire 

(collaborateurs Euralis Semences, communication personnelle). 
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La voie des phénylpropanoïdes, initiée par la désamination de la phénylalanine via la 

phénylalanine ammonia-lyase (PAL), conduit à la formation de divers composés, 

dont les composés phénoliques, lignine, subérine, les flavonoïdes…. Comme cela a 

été décrit précédemment, ces composés sont communément impliqués dans la 

réponse des plantes aux stress biotiques, notamment à l’orobanche. Ainsi, la sur-

expression de la PAL a été largement reportée que ce soient chez des plantes hôtes 

sensibles ou résistantes (Dos Santos et al. 2003 a,b ; Mabrouk et al. 2007 ; Al-

Wakeel et al. 2012). De même, des teneurs élevées en composés phénolique on été 

impliquées dans la résistance des plantes à l’orobanche  (Yamunarani et al. 2004; 

Wang and Zhang 2010). Les POX et PPO contribuent au métabolisme des composés 

phénoliques. La PPO est une enzyme à large distribution dans les tissus végétaux et 

catalyse l’oxydation de composés O-diphénol en composés plus toxiques, O-quinone 

(Chranowski et al. 2003). Ainsi, de nombreux travaux ont démontré l’action des 

POX et PPO dans l’établissement de barrières physiques et/ou chimiques à la 

progression des cellules intrusives du parasite dans les racines hôtes (Goldwasser et 

al. 1999 ; Pérez-de-Luque et al. 2001, 2005 a,b ; Dos Santos et al. 2003 a,b ; 

Castiledjo et al. 2004 ; Al-Wakeel et al. 2012). A ce titre, Pérez-de-Luque et al. 

(2006a) ont démontré l’implication d’une péroxydase, localisée dans le cortex 

racinaire de pois résistants à proximité du point d’infection par O. crenata, dans le 

renforcement pariétal au travers d’interactions protéiques médiées par un stress 

oxydatif (accumulation localisée d’H2O2).  Au vu de l’implication de ces composés 

et de ces protéines dans la résistance à l’orobanche, les profils d’accumulation des 

composés phénoliques et des activités PAL, POX et PPO ont été précisés chez les 

pois chiches mutants, sensibles et résistants. L’activité PAL racinaire augmente en 

réponse à l’attaque parasitaire, aussi bien chez des génotypes sensibles que résistants. 

La PAL n’est donc pas un marqueur de la résistance induite par radiomutagenèse 

mais plutôt un marqueur de réponse générale au parasitisme de l’orobanche. De 

même, la teneur globale des racines en composés phénoliques n’est pas un paramètre 

qui discrimine les mutants sensibles et résistants sous infestation. Par contre, à la 

différence des mutants sensibles, les mutants résistants voient leur teneur globale en 

composés phénoliques solubles augmenter d’un facteur 2 en réponse à l’infestation, 

ce qui suggère une réponse spécifique des génotypes mutants à l’infestation en 

termes d’accumulation de composés phénoliques. Comme déjà discuté 

précédemment, bien que la localisation de cette accumulation n’ait pu être précisée 
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dans cette étude, on peut supposer qu’une accumulation de composés phénoliques 

localisée à l’interface hôte-parasite soit impliquée dans la résistance induite par 

radiomutagenèse. En parallèle, les activités racinaires POX et PPO augmentent en 

réponse à l’infestation à la fois chez les mutants sensibles et résistants mais ces 

derniers présentent les activités les plus élevée. 

A l’instar de travaux récents démontrant l’intérêt des radiations (ici faibles) pour 

accentuer la résistance d’A. thaliana aux stress salin et métallique en modulant 

l’expression des gènes impliqués dans la résistance à ces stress (Wencai et al. 2015), 

l’ensemble de ces résultats démontre l’intérêt de la radiomutagenèse pour réduire le 

stress exercé par l’orobanche en modulant l’expression d’acteurs impliqués dans la 

résistance à l’orobanche (composés phénoliques, POX, PPO notamment) chez le pois 

chiche. De plus, cette modulation semble présenter une forte héritabilité puisque les 

différentes composantes de résistance pré- et post-haustoriale ont été observées en 

générations M2 et M3. La disponibilité récente de données transcriptomiques 

conséquentes chez le pois chiche (Kudapa et al. 2014 ; Pradhan et al. 2014) laisse 

envisager désormais des travaux plus exhaustifs sur les modifications 

transcriptomiques impliqués dans la résistance à l’orobanche induite par mutagenèse 

chez cette espèce. 
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Conclusions et Perspectives 

L’inquiétude des agriculteurs Tunisiens est grandissante face aux dégâts causés chez les 

légumineuses par l’orobanche (O. crenata et O. foetida) et l’absence de méthodes de lutte 

efficaces. La lutte doit être intégrée et l'exploitation de nouvelles variétés durablement 

résistantes en est une composante majeure. Face à l’orobanche, la sélection de variétés 

résistantes chez les légumineuses est néanmoins difficile compte tenu de la rareté, de la 

complexité et très souvent de la faible héritabilité de cette résistance (Cubero et al. 1994 ; 

Goldwasser et al. 1997 ; Khalil and Erskine 1999 ; Kharrat 2002 ; Rubiales et al. 2006). Fort 

de ce constat et de l’intérêt largement exploité de la radiomutagenèse (rayons gamma) dans le 

cadre de l’amélioration génétique des espèces cultivées, ce travail de thèse avait pour objectif 

d’évaluer l’efficacité des rayons gamma pour accroître la résistance du pois chiche à 

l’orobanche (O. foetida), de décrire les composantes de la résistance induite et d’étudier 

l’impact de la radiomutagenèse sur la modulation de l’expression d’acteurs majeurs de la 

résistance à l’orobanche que sont les composés phénoliques et les protéines impliquées dans 

leur métabolisme (ou de leurs précurseurs ; PAL, POX et PPO). 

A l’image des travaux menés préalablement au CNSTN sur une autre légumineuse d’intérêt la 

fèverole (Mejri et al. 2012), l’étape d’évaluation de la dose de rayonnement adapté (DL50= 

150 Gy) pour les graines du pois chiche (variété Amdoun) a permis de préciser, dans un 

premier temps, l’impact des radiations sur le développement de cette espèce (Brahmi et al., 

2014). Des effets hormétiques pour de faibles doses et négatifs pour des doses supérieures à 

100 Gy ont été observés et décrits précisément sur la germination et le développement des 

plantes. Les mécanismes moléculaires sous jacents n’ont pas été recherchés puisque le projet 

était avant tout de cribler les mutants M1 (traitement DL50) sur leur résistance à l’orobanche, 

et d’approfondir par la suite l’étude des mutants d’intérêt. Le criblage de la génération M1 a 

été réalisé avec succès au cours de la première année du projet dans trois zones différentes de 

la Région de Béjà où la pression parasitaire est forte. Sur les 3000 mutants de la génération 

M1 criblés, 1% environ (30 mutants) ont été sélectionnés en raison de leur faible sensibilité à 

O. foetida et leur bon rendement grainier sous infestation.   

L’héritabilité de la résistance induite par radiomutagenèse a pu être évaluée dans le cadre de 

ce projet sur deux générations successives M2 et M3. Bien que des travaux complémentaires 

soient nécessaires avec davantage de générations (M4, voire M5), les résultats obtenus sur ces 
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Figure 38 : Composantes de la résistance induite par radiomutagenèse chez le 

pois chiche (génération M3) vis-à-vis d’Orobanche foetida. 

1 et 2 : résistance pré-haustorale ; 3 : résistance post-haustoriale (post-fixation) 
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deux premières générations suggèrent une forte héritabilité de la résistance pour les 5 mutants 

d’intérêt. De plus, cette résistance s’exprime fortement à la fois au champ, en pot et en 

système mini-rhizotron, ce qui souligne la robustesse des mécanismes sous jacents. En effet, il 

n’est pas rare de constater un comportement différent d’un génotype  vis-à-vis de l’orobanche 

dans ces différentes conditions de culture lorsque le niveau de résistance est modéré (Gauthier 

et al. 2012). La possibilité ou non d’une multiplication de l’orobanche sur les mutants M3 

résistants reste néanmoins une question ouverte. Pour répondre à cette question, il conviendra 

de préciser le développement d’O. foetida au champ sur ces mutants M3 d’intérêt concernant 

l’émergence ou non du parasite dans la période de culture et la production ou non de graines 

viables par des hampes florales potentiellement souterraines.  

Les travaux menés sur les 30 mutants M2 puis sur les 5 mutants M3 d’intérêt (les plus 

résistants sous infestation artificielle) ont permis de sélectionner une résistance qui s’exprime 

efficacement contre l’orobanche tout au long de son développement : de la germination 

jusqu’au développement de la hampe florale en post-fixation (Figure 38). La résistance 

repose sur des évènements non seulement pré-haustoriaux, tels que la réduction du pouvoir 

stimulant des exsudats racinaires vis-à-vis de la germination des graines d’orobanche et 

l’induction d’une nécrose précoce du parasite au cours de l’invasion du cortex racinaire, mais 

aussi post-haustoriaux (post-fixation) qui affectent le développement souterrain de la hampe 

florale et limitent ainsi son émergence hors du sol. L’étude ciblée des profils d’accumulation 

des composés phénoliques et d’expression de protéines liées à leur métabolisme (PAL, POX, 

PPO), chez les 5 mutants d’intérêt comparativement au génotype non irradié, souligne l’effet 

bénéfique de la radiomutagenèse sur la modulation, sous infestation, de l’expression d’acteurs 

communément impliqués dans la résistance à l’orobanche. 

Des travaux complémentaires sont nécessaires pour une caractérisation approfondie de la 

résistance des mutants M3: (1) Etude histocytologique de l’interface hôte-parasite pour 

localiser et identifier la nature des barrières structurales et chimiques à la différenciation du 

suçoir ; (2) Analyse métabolomique comparative des exsudats racinaires et racines des 

mutants et du génotype témoin non irradié ; (3) Analyse exhaustive des modulations 

transcriptomiques engendrées par la radiomutagenèse chez les mutants résistants sous 

infestation, à différents stades de développement (préhaustoriaux et plus tardifs). (4) Analyses 

génétiques visant à préciser la nature mono ou polygénique des différentes composantes de 

résistance, et à identifier les QTL sous jacents et des gènes marqueurs de sélection.  

- Au vu de la diversité génétique au sein d’O. foetida  (Vaz Patto et al. 2008 ;  Bouhadida et 

al. 2015) et de la nécessité de sélectionner une résistance que l’on espère durable, il est 
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nécessaire d’évaluer la robustesse de la résistance induite vis-à-vis de plusieurs autres 

populations d’O. foetida. 

- Les mutations ont engendré un renforcement des défenses du pois chiche vis-à-vis de 

l’orobanche. La question de l’acclimatation de ces mutants à d’autres stress peut être posée. Il 

serait donc intéressant de préciser le comportement de ces mutants face à d’autres stress 

biotiques (fongiques, insectes et nématodes pour cette culture) et abiotiques (stress hydrique 

et thermique pour cette culture). 

- Sachant que la radiomutagenèse génère une forte variabilité sur la capacité de nodulation 

(variabilité largement exploitée pour étudier cette fonction ; Exemple : Morandi et al. 2005), 

cette propriété doit être précisée pour les mutants résistants à O. foetida. Celle-ci n’a pas été 

vérifiée au cours de ce travail, que ce soit au champ (année 1 sur la génération M1) ou en pot 

(au laboratoire, générations M2 et M3). De même, les cultures en mini-rhizotron n’étaient pas 

favorables à la nodulation (fertilisation azotée et absence d’inoculum bactérien). Dans le 

contexte agroécologique actuel, une capacité limitée des mutants à noduler pourrait réduire 

considérablement leur intérêt en sélection. 
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a b c

 

Annexe 1: Effets des rayons gamma sur la morphologie des feuilles  

                              a : plante non irradiée; b,c : plantes irradiées par la dose 200 Gy  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Annexe 2: Absence de pétioles dans certains étages foliaires des mutants.  

                                    a : plante non irradiée  

                                    b,c: plantes irradiées par la dose 150 Gy  
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Annexe 3 : Cinétique d’exsudation du pouvoir stimulant de la variété témoin non 

irradiée et des mutants M2 de pois chiche vis-à-vis de la germination des graines 

d’O. foetida. 

Les données sont les moyennes de 3 répétitions ± intervalle de confiance (Bonferroni test, 

α=0,05).* : valeur significativement différente de celle de la lignée témoin (à la même date 

d’exsudation),  

M2 7 j 14 j 21 j 28 j 35 j 42 j 49 j 

Ctr 0 9,45±0,35 41,13±0,98 47,05±2,97 72,02±1,14 53,53±2,09 41,22±2,57 

47 0 1,33±0,5* 28,27±1,10* 45,15±3,96 78,56±1,4* 59,97±2,31* 17,82±1,71* 

12 0 0,03±0,01* 17,20±0,80* 29,46±3,01* 72,65±1,62 66,23±1,81* 26,22±1,41* 

35 0 2,25±0,3* 14,31±0,60* 21,32±2,32* 69,10±2,81 54,09±1,55 49,37±1,52* 

21 0 0,20±0,2* 20,83±0,81* 36,88±4,01* 67,91±1,91* 49,96±1,77 25,14±1,92* 

4 0 7,59±0,2* 7,60±0,25* 35,51±1,63* 66,66±1,52* 39,09±1,51* 32,80±2,41* 

14 0 1,59±0,2* 23,09±0,83* 19,97±3,21* 66,64±1,62* 51,22±2,04 12,98±1,63* 

93 0 4,61±0,2* 10,92±1,22* 50,25±3,27 66,54±2,42* 57,10±1,62 20,02±1,43* 

37 0 0* 27,93±1,81* 41,43±5,73 65,33±1,72* 50,68±1,42 8,73±1,61* 

6 0 2,34±0,6* 13,62±0,73* 24,44±3,31* 64,33±2,13* 60,09±1,91* 40,56±1,96 

39 0 0,14±0,1* 21,71±0,62* 18,10±2,71* 64,33±2,12* 53,80±2,22 44,37±1,92 

36 0 0,11±0,01* 23,03±0,8* 16,11±2,91* 63,33±2,32* 59,12±1,31* 11,69±1,33* 

49 0 0* 28,27±0,71* 41,19±2,92* 63,00±1,82* 43,63±2,22* 22,61±1,53* 

55 0 11,47±0,02* 17,40±1,03* 46,08±4,12 59,62±1,51* 46,95±2,81* 24,01±2,43* 

11 0 0,08±0,1* 12,01±0,81* 23,07±4,01* 39,60±1,82* 58,83±2,63* 16,46±1,43* 

67 0 2,82±0,4* 15,08±0,83* 45,12±3,34* 57,46±1,62* 31,76±1,63* 13,76±1,47* 

72 0 2,82±0,3* 9,21±,1,13* 24,07±3,12* 48,46±1,23* 56,13±2,77 31,39±2,02* 

13 0 0,17±0,5* 17,86±0,52* 32,56±2,71* 52,38±1,52* 55,34±1,52 34,18±1,66* 

83 0 0,08±0,0* 0* 34,06±1,48 52,01±1,22* 21,12±1,51* 36,80±2,51* 

60 0 2,16±0,5* 31,63±0,81* 23,42±3,01* 51,80±4,14* 36,27±2,71* 23,84±1,94* 

90 0 4,75±0,4* 12,62±0,82* 19,48±2,41* 49,12±1,71* 31,06±1,72* 7,38±1,33* 

81 0 0,01±0,0* 28,08±1,22* 39,35±3,82* 46,61±1,9* 33,03±1,6* 14,76±2,63* 

86 0 5,30±0,5* 9,21±1,13* 30,9±2,64* 44,86±3,1* 27,26±1,7* 21,61±1,52* 

89 0 7,03±0,4* 8,95±0,76* 27,58±1,8* 28,38±1,3* 41,99±1,7* 8,13±1,33* 

51 0 1,57±0,2* 42,64±1,47 27,58±4,7* 39,65±1,9* 34,94±2,4* 18,54±1,62* 

52 0 0* 25,08±1,2* 28,14±4,1* 39,16±1,6* 22,38±1,7* 30,04±1,96* 

9 0 1,77±0,6* 13,07±1,0* 14,26±3,6* 32,80±3,6* 32,29±1,6* 19,85±1,21* 

10 0 0* 0* 8,16±0,96* 32,08±4,2* 16,58±1,4* 6,40±0,88* 

62 0 0,05±0,0* 6,06*±0,39 17,10±3,2* 31,00±2,2* 18,44±1,4* 14,01±1,43* 

63 0 0,01±0,2* 6,60± 0,44* 9,87±2,22* 25,34±3,7* 14,64±1,6* 21,57±1,57* 

92 0 0* 4,85± 0,40* 14,4±1,76* 28,15±1,5* 17,46±1,4* 11,15±1,31* 

Eau 0 0* 0* 0* 0* 0* 0* 
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Annexe 4 : Cinétique de germination des graines d’Orobanche foetida à proximité 

des racines de la variété témoin (non irradiée) et des mutants M2  de pois chiche 

(système mini-rhizotron) 

Les valeurs représentées sont les moyennes de 3 répétitions ± intervalle de confiance (Bonferroni 

test, α=0,05), 

 

 

 7 j 14 j 21 j 28 j 35 j 42 j 49 j 

Contrôle 0 17,96±5,26 37,90± 3,65 48,30± 2,60 74,33± 3,45 68,60±2,36 71,56±6,40 

47 0 17,60±3,23 33,67±2,97 47,96±2,88 77,26±1,47 74,53±5,97 70,56±4,59 

12 0 15,71±3,79 22,76*±2,19 24,11±2,27* 71,83±3,55 72,13±2,09 72,93±3,43 

35 0 14,30±1,96 18,38*±0,81 24,82±4,56* 69,50±4,20 69,43±4,47 68,90±3,53 

21 0 13,86±3,40 21,41*±3,50 36,81±5,12* 68,30±3,16 69,13±5,10 67,10±4,45 

4 0 13,53 ±2,91 18,56*±5,18 35,66±4,74* 68,33±3,79 68,00±3,20 67,86±4,56 

14 0 13,43±3,74 22,60*±0,72 20,70±3,16* 68,20±2,77 68,03±2,26 68,06±3,55 

93 0 13,16±3,98 12,70*±3,13 60,67±4,63* 68,26±2,60 67,30±1,64 67,30±4,77 

37 0 12,43±2,91 27,37*±3,35 41,42±3,18 67,36±2,15 67,20±2,38 66,56±5,90 

6 0 12,06±1,02 17,87*±0,46 24,93±3,66* 64,60±5,24* 63,83±4,14 64,46±7,24 

39 0 11,03±2,43* 21,00*±1,56 23,99±5,04* 64,03±2,95* 63,96±3,51 64,53±4,79 

36 0 9,70± 2,33* 23,19*±3,26 26,39±1,40* 63,90±2,28* 63,70±3,16 64,13±5,80 

49 0 9,33±1,72* 24,12*±5,06 41,75±1,87 63,83±3,61* 63,46±4,66 64,03±3,61 

55 0 0* 18,95*±3,36 46,57±1,62 62,06±2,54* 62,06±4,16 62,03±3,09 

11 0 6,00±4,08* 11,76±2,75* 20,04±2,99* 39,56±1,67* 53,20±1,77* 38,36±4,70* 

67 0 9,66±2,84* 18,97*±3,21 44,82±2,66 57,73±2,43* 55,23±5,03* 54,96±4,46* 

72 0 7,66±2,84* 11,09*±1,97 23,75±3,14* 48,80±1,96* 55,10±1,77* 49,20±4,02* 

13 0 9,33±3,63* 17,47*±3,26 33,16±4,27* 54,46±4,53* 55,10±3,40* 54,06±4,05* 

83 0 8,66*±3,26* 7,38±0,57* 33,07±5,33* 52,53±3,65* 52,20±4,10* 53,30±4,35* 

60 0 0* 43,89±4,46 48,13±3,76 51,80±4,63* 50,96±2,56* 50,86±1,61* 

90 0 7,66±4,28* 12,71±1,84* 16,17±2,76* 47,16±1,99* 49,50±3,06* 47,93±4,09* 

81 0 7,33±2,61* 29,98±4,29* 36,90±2,96* 46,56±2,79* 45,40 ±3,76* 45,93±2,29* 

86 0 7,33±2,84* 9,86±1,76* 32,60±3,68* 47,76±3,53* 44,76±4,43* 45,03±4,44* 

89 0 0* 13,81±2,27* 26,69±0,98* 41,83±5,04* 41,73±4,05* 41,63±3,42* 

51 0 6,00± 2,99* 42,55±1,16 23,82±4,29* 39,26±3,22* 38,46±3,84* 39,00±3,17* 

52 0 0 21,94±1,45* 28,43±2,81* 38,86±1,72* 36,83±2,43* 38,53±2,35* 

9 0 0,66±0,65* 13,75±0,84* 14,27±3,91* 33,35±2,41* 31,70±2,00* 30,40±3,86* 

10 0 0,66±0,65* 0* 8,07±1,79* 29,13±1,69* 28,76±2,54* 31,00±3,11* 

62 0 0* 6,26±0,77* 17,78±1,46* 31,23±3,92* 30,00±2,26* 25,56±4,53* 

63 0 0* 6,61±0,57* 9,92±1,77* 26,03±5,03* 24,13±3,14* 21,88±4,80* 

92 0 0* 4,02±0,90* 14,40±3,22* 29,90±3,89* 29,00±3,39* 28,93±1,65* 
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Annexe 5 : Cinétique de développement des orobanches fixées sur les racines des 

plantes de pois chiche (mutants et variété mère (système mini-rhizotron) 

Les valeurs présentées sont les moyennes de 3 répétitions ± Intervalle de confiance 

(Anova :Bonferroni test, α =0,05) 

 

 

 Stade 14 JAI 21 JAI 28  JAI 35 JAI 42 JAI 49 JAI 56 JAI 

 

 

Contrôle 

1 

2 

3 

4 

5 

4.00± 0,80 

0 

0 

0 

0 

22,66± 3,20 

0 

0 

0 

0 

7,00± 1,13 

15,66± 1,72 

0 

0 

0 

8,00± 1,13 

9,00± 1,95 

7,00± 0,80 

0 

0 

6,66± 1,30 

4,66± 2,26 

4,33±1,72 

7,00± 0,80 

0 

3,66±0,65 

4,00±1,22 

4,33±0,92 

11,33±1,72 

0,66±0,46 

3,66±0,65 

0 

3,33± 0,65 

15,00±1,13 

2,00±1,13 

 Total 4,0± 0,61 22,6± 2,17 22,66± 2,20 24,00±1,13 24,00± 2,31 24,00± 1,75 24,00±0,50 

 

 

47 

1 

2 

3 

4 

5 

8,66± 0,92 

0 

0 

0 

0 

18,00± 4,93 

0 

0 

0 

0 

15,33± 2,35 

7,00± 1,95 

2,00± 1,13 

0 

0 

10,33± 2,61 

8,00± 1,13 

6,00±1,13 

0 

0 

8,33±2,35 

3,33± 0,65 

6,00±1,13 

6,66±1,22 

0 

3,33±1,72 

1,66±0,46 

10,00±2,17 

8,00± 1,13 

1,33±0,46 

3,33± 1,72 

0,33±0,65 

3,33±0,65 

16,00± 2,26 

1,33±0,65 

 Total 8,66± 0,71* 18,00± 4,93 24,33±1,01 24,33± 3,63 24,33±2,81 24,33±1,82 24,33±1,51 

 

 

 

12 

1 

2 

3 

4 

5 

8,00±1,60 

0 

0 

0 

0 

12,66± 4,52 

4,33±1,72 

0 

0 

0 

13,33± 1,72 

7,33±1,72  

0 

0 

0 

9,66±0,65 

5,00± 1,95 

9,66±2,35 

0 

0 

4,00± 1,13 

2,66± 0,65 

6,00± 1,13 

11,66±2,01 

0 

4,00± 1,13 

2,66± 0,46 

 6,00± 1,60 

11,66±2,84 

0 

4,00±1,13 

0 

6,33± 1,30 

16,33± 1,30 

1,66± 1,72 

 Total 8,00±1,23* 17,00± 2,99* 19,66± 1,33 24,33± 3,26 24,33±2,67 24,33± 4,49 24,33± 2,84 

 

 

35 

1 

2 

3 

4 

5 

12,00±1,60 

0 

0 

0 

0 

16,33± 2,26 

0 

0 

0 

0 

13,33± 3,63 

9,00±2,99 

0 

0 

0 

6,33± 2,35 

4,66± 1,3 

11,33±2,35 

0 

0 

5,66± 3,26 

2,0± 1,13 

4,00±1,13 

10,66±2,81 

0 

5,00± 1,95 

1,33± 1,84 

2,33± 0,46 

13,00± 1,13 

0,33±0,46 

4,00±1,13 

0,33± 0,65 

2,00± 1,13 

14,33± 0,65 

1,00±1,13 

 Total 12.00±1.60* 16.33± 2.26* 22.66± 1.82 22.33± 3.63 22.33±4.82 22.33± 3.03 22.33± 3.39 

 

21 

1 

2 

3 

4 

5 

2,33± 1,22 

0 

0 

0 

0 

18,66±2,50 

0 

0 

0 

0 

13,66± 1,72 

10,66± 1,72 

1,00±1,13 

0 

0 

6,33± 0,65 

6,00± 1,13 

9,00±1,13 

4,00±1,13 

0 

6,00±1,13 

5,00± 1,13 

6,66± 0,65 

7,66±0,92 

0 

5,66±1,30 

2,33±1,84 

4,66± 0,92 

12,00± 2,26 

0,66±0,92 

4,33±0,65 

0 

4,33± 0,65 

15,66± 2,35 

1,00±1,13 

 Total 2,33± 1,22* 18,66± 2,99 25,33± 3,31 25,33±1,30 25,33±0,50 25,33± 5,35 25,33± 1,13 

 

4 

1 

2 

3 

4 

5 

3,66± 1,30 

0 

0 

0 

0 

14,00± 1,60 

8,33±2,61 

0 

0 

0 

10,33± 1,30 

12,00± 2,26 

2,00±1,13 

0 

0 

7,33±1,72 

6,33± 0,65 

13,66±1,72 

0 

0 

4,00± 1,13 

4,33± 1,30 

5,33± 0,65 

13,67± 1,66 

0 

3,33± 0,65 

3,00± 0,80 

6,00±0,92 

13,33±1,30 

1,33± 0,46 

3,33±0,65 

0,33± 0,65 

3,66± 0,65 

17,33±2,26 

2,66± 0,65 

 Total 3,66± 1,30 22,33±2,50 24,33± 1,82 27,33±2,61 27,33± 2,10 27,33± 2,20 27,33±2,20* 

 

14 

1 

2 

3 

4 

5 

3,00±1,60 

0 

0 

0 

0 

16,00± 3,39 

0 

0 

0 

0 

15,00± 2,99 

6,66± 0,65 

0 

0 

0 

4,00± 2,26 

5,66±0,65 

12,00± 3,39 

0 

0 

4,66± 0,57 

3,00± 1,95 

7,33± 1,72 

8,33±0,92 

0 

3,00± 1,13 

1,66± 0,46 

1,66±0,46 

14,00± 2,99 

1,33± 0,92 

3,00±1,13 

0,33±0,65 

2,00±1,13 

15,00±1,13 

1,33±1,72 

 Total 3,00± 1,60* 16,00± 3,39* 21,66± 2,81 21,66± 5,10 21,66±0,50 21,66± 2,81 21,66± 2,53 
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 Stade 14 JAI 21 JAI 28  JAI 35 JAI 42 JAI 49 JAI 56 JAI 

 

 

93 

1 

2 

3 

4 

5 

5,00± 1,60 

0 

0 

0 

0 

18,00± 5,18 

0 

0 

0 

0 

15,33± 2,35 

5,00± 1,13 

0 

0 

0 

10,00± 1,13 

7,66±1,30 

5,00±0,80 

0 

0 

3,66± 0,65 

3,66± 1,72 

4,66± 0,65 

10,67± 1,22 

0 

3,00± 1,13 

1,00± 0,80 

3,33± 0,46 

13,66± 2,26 

1,66± 1,22 

3,00± 1,13  

0,33± 0,65 

3,33± 0,65 

17,00± 1,13 

 2,00± 1,13 

 Total 5,00± 1,23 18,00± 5,18 20,33± 1,33 22,66±0,65 26,66±2,81 22,66± 1,33 22,66± 1,13 

 

 

37 

1 

2 

3 

4 

5 

0 

0 

0 

0 

0 

17,00± 2,40 

0 

0 

0 

0 

15,00± 2,99 

9,33± 3,97 

0 

0 

0 

10,66± 2,84 

6,00± 1,95 

13,33± 0,65 

0 

0 

4,00± 1,13 

6,00 ±  1,13 

14,33± 2,35 

5,66± 1,22 

0 

4,00± 1,13 

5,66 ± 0,92 

6,00 ± 0,80 

14,00± 1,95 

0,33  ± 0,46 

4,00± 1,13 

0 

5,33 ± 1,72 

19,66± 1,30 

1,00  ± 1,13 

 Total 0* 17.0± 1.85* 24.33± 1.33 30.00±2.26* 30.00± 2.31 30.00±1.51* 30.00±4.07* 

 

 

 

6 

1 

2 

3 

4 

5 

5,33± 0,65 

0 

0 

0 

0 

11,66± 2,84 

0 

0 

0 

0 

8,66±  1,72 

12,66± 1,72 

0 

0 

0 

8,33± 0,65 

5,33± 1,30 

7,33± 0,65 

0 

0 

4,66± 2,84 

5,33± 1,72 

10,00± 1,96 

3,00± 0,80 

0 

4,33  ± 2,84 

2,00  ± 0,80 

3,33  ± 0,46 

13,33± 1,72 

0 

3,00± 1,13 

0 

4,33± 0,65 

14,33± 1,72 

1,33± 0,65 

 Total 5,33± 0,65 11,60± 2,84* 21,00± 2,31 21,00± 1,13 23,00± 0,80 23,00± 2,31 23,00± 0,87 

 

 

37 

1 

2 

3 

4 

5 

0 

0 

0 

0 

0 

17,0± 3,39 

0 

0 

0 

0 

15,00± 2,99 

9,33± 3,97 

0 

0 

0 

13,33± 2,35 

5,33± 0,65 

7,66± 0,65 

0 

0 

4,00± 1,13 

6,00 ± 1,13 

14,33± 2,61 

5,66± 1,22 

0 

4,00± 1,13 

3,33± 0,46 

8,00± 0,80 

14,33± 2,35 

0,33± 0,46 

4,00± 1,13 

0 

5,33± 1,72 

19,66± 1,30 

1,00± 1,13 

 Total 0* 17,00± 3,39 24,33± 1,33 26,33± 1,30 30,00±2,31* 30,00±1,75* 30,00±4,07* 

 

36 

1 

2 

3 

4 

5 

0 

0 

0 

0 

0 

8,00± 2,99 

0 

0 

0 

0 

16,66± 2,84 

4,00± 1,13 

0 

0 

0 

9,66± 2,84 

16,00± 3,39 

0 

0 

0 

5,66± 0,65 

4,00± 1,13 

3,66±1,30 

10,33± 0,92 

0 

3,33± 1,30 

2,33± 0,46 

2,66± 0,92 

15,33± 3,45 

0 

2,33± 1,72 

1,33± 0,65 

3,66± 1,30 

16,33± 3,45 

0 

 Total 0* 8,00± 2,99* 20,66± 1,82 20,66± 2,84 23,66±1,82 23,66±4,14 23,66±3,07 

 

49 

1 

2 

3 

4 

5 

5,00± 0,80 

0 

0 

0 

0 

10,00± 2,26 

0 

0 

0 

0 

11,66± 2,61 

5,00± 1,95 

0 

0 

0 

6,33± 2,35 

12,00± 1,13 

0 

0 

0 

5,33± 1,30 

3,33± 2,35 

8,66±1,30 

1,00± 0,80 

0 

4,66± 1,30 

1,66± 0,46 

4,33± 0,46 

7,66± 0,65 

0 

2,00± 1,13 

1,66± 0,46 

2,66± 0,65 

12,00± 2,99 

0 

 Total 5,0± 0,80 10,00± 2,26* 16,66± 3,07 18,33±1,72* 18,33±1,33* 18,33±0,50* 18,33± 2,61* 

 

55 

1 

2 

3 

4 

5 

3,00± 1,38 

0 

0 

0 

0 

11,00± 1,95 

0 

0 

0 

0 

11,66± 3,45 

8,00± 1,95 

0 

0 

0 

3,33± 0,65 

18,00± 1,95 

0 

0 

0 

7,33± 0,65 

15,00± 2,26 

0 

0 

0 

4,00± 1,13 

2,00± 0,80 

2,00± 0,80 

14,33± 2,84 

0 

3,66± 1,30 

1,66± 0,65 

1,00± 1,13 

16,00± 1,13 

0 

 Total 3,00± 1,38 11,00± 1,80* 19,66± 4,14 21,66± 2,35 22,33± 1,33 22,33± 2,67 22,33± 0,65* 
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 Stade 14 JAI 21 JAI 28  JAI 35 JAI 42 JAI 49 JAI 56 JAI 

 

 

11 

1 

2 

3 

4 

5 

0 

0 

0 

0 

0 

10,00± 2,99 

0 

0 

0 

0 

2,00± 1,13 

10,00± 4,07 

0 

0 

0 

8,33± 3,45 

10,66± 2,35 

0 

0 

0 

4,66± 1,72 

5,33± 1,30 

9,33± 2,84 

0 

0 

3,66± 1,30 

2,66±0,46 

3,33± 1,22 

9,33± 1,30 

0,33± 0,46 

3,33± 0,65 

1,66± 0,65 

0,66± 0,65 

12,33± 0,65 

1,33± 1,72 

 Total 0* 10,00± 2,99* 12,00± 3,03* 19,00± 1,13* 19,33± 1,33* 19,33± 2,50* 19,33±1,33* 

 

 

67 

1 

2 

3 

4 

5 

0 

0 

0 

0 

0 

18,00± 2,99 

0 

0 

0 

0 

11,66± 1,72 

12,66± 2,35 

0 

0 

0 

7,33± 1,72 

5,00± 2,99 

12,00± 3,66 

0 

0 

6,66± 1,30 

2,33± 1,30 

15,33± 0,65 

0 

0 

5,66± 0,65 

0,66± 0,46 

2,66± 1,22 

15,33± 1,72 

0 

5,66± 0,65 

0,33± 0,65 

1,33± 0,65 

14,33± 0,65 

2,66± 0,65 

 Total 0* 18,00± 2,99 24,33±  2,20 24,33± 2,35 24,33± 1,33 24,33± 1,01 24,33± 1,72 

 

 

72 

1 

2 

3 

4 

5 

7,00± 0,80 

0 

0 

0 

0 

4,66± 0,65 

11,33± 2,35 

0 

0 

0 

7,66±  1,13 

9,66± 2,84 

0 

0 

0 

7,66± 1,13 

10,66± 3,63 

0 

0 

0 

7,00± 1,13 

2,33± 2,84 

10,66± 1,72 

0 

0 

6,66± 1,72 

1,66± 0,46 

1,00± 0,80 

10,00± 1,95 

0,66±0,46 

4,66±2,84 

2,33± 0,65 

0,33± 0,65 

11,00± 1,13 

1,66± 0,65 

 Total 7,00± 0,80* 16,00± 1,75* 17,33± 5,10 18,33± 5,69 20,00± 3,82 20,00± 2,31 20,00± 1,95* 

 

 

13 

1 

2 

3 

4 

5 

4,00±0,61 

0 

0 

0 

0 

16,66± 2,26 

0 

0 

0 

0 

7,00± 1,95 

11,00± 1,13 

0 

0 

0 

8,33± 0,65 

11,33± 2,35 

0 

0 

0 

6,33± 0,65 

3,00± 1,13 

7,66± 0,65 

4,33± 0,46 

0 

6,00± 1,13 

1,00± 0,80 

2,66± 0,92 

11,66± 1,72 

0 

7,33± 0,65 

0 

0 

13,00± 4,07 

1,00± 1,13 

 Total 4,00± 0,61 16,66± 2,26* 18,00 ± 0,87 19,66± 2,61* 21,33± 1,33 21,33± 1,82 21,33± 3,80 

 

83 

1 

2 

3 

4 

5 

12,00± 2,40 

0 

0 

0 

0 

17,0± 3,39 

0 

0 

0 

0 

8,66± 1,30 

8,33± 2,61 

0 

0 

0 

9,33± 1,72 

12,33± 3,26 

0 

0 

0 

7,33± 2,35 

2,66± 1,72 

12,33± 2,84 

0,33±0,46 

0 

6,00± 1,13 

1,00 ±0,80 

2,33± 0,46 

13,00± 4,07 

0,33± 0,46 

8,00±1,13 

0 

1,33± 1,30 

11,66± 0,65 

1,66± 0,65 

 Total 12,00± 2,40* 17,0± 3,39 17,0± 1,75* 21,66± 1,30 22,6± 3,64 22,66± 4,98 22,66± 1,30 

 

60 

1 

2 

3 

4 

5 

8,00± 0,80 

0 

0 

0 

0 

5,00± 1,95 

11,00±1,13 

0 

0 

0 

7,00± 2,99 

12,66± 2,35 

0 

0 

0 

8,33± 0,66 

14,33± 3,45 

0 

0 

0 

8,66± 1,72 

3,00± 1,13 

9,33±2,84 

1,66± 0,46 

0 

6,33± 1,30 

2,33± 0,46 

2,66± 0,92 

11,00± 1,13 

0,33± 0,46 

6,33± 0,65 

1,66± 0,65 

1,00± 1,13 

13,00±4,07 

0,66± 0,65 

 Total 8,00± 0,80* 16,00± 2,9* 19,66± 3,64 22,66± 3,63 22,66± 3,31 22,66±1,33 22,66±3,63 

 

90 

1 

2 

3 

4 

5 

6,00± 1,60 

0 

0 

0 

0 

14,00± 2,99 

0 

0 

0 

0 

7,66± 1,72 

7,33± 1,30 

0 

0 

0 

4,33± 1,30 

6,66± 1,30 

9,66± 2,01 

0 

0 

5,33± 1,30 

3,00± 1,13 

1,66± 1,30 

12,00± 0,80 

0 

3,66± 0,65 

0,66± 0,46 

2,00± 0,80 

15,33± 2,35 

0,33± 0,46 

3,66± 0,65 

0 

2,00± 1,13 

15,00± 2,99 

1,33± 0,65 

 Total 6,00± 1,60 14,00± 2,99* 15,00± 2,31* 20,66± 1,72 22,00± 1,75 22,00± 3,50 22,00± 2,35 
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 Stade 14 JAI 21 JAI 28  JAI 35 JAI 42 JAI 49 JAI 56 JAI 

 

 

81 

1 

2 

3 

4 

5 

0 

0 

0 

0 

0 

17,00± 4,52 

0 

0 

0 

0 

6,33± 2,84 

11,00± 3,39 

0 

0 

0 

5,00± 0,65 

1,66± 0,65 

13,33± 1,84 

0 

0 

5,00± 1,13 

1,33± 1,72 

13,66± 1,72 

0 

0 

4,66± 0,65 

0,33± 0,46 

4,66± 0,92 

10,66± 2,61 

0,33± 0,46 

4,66± 0,65 

0 

4,66± 1,30 

10,33± 1,72 

1,00± 1,13 

 Total 0* 17,00± 4,52 17,33± 4,32 20,00± 1,95 20,00± 3,03 20,66± 3,64 20,66± 2,84* 

 

 

86 

1 

2 

3 

4 

5 

0 

0 

0 

0 

0 

12,00± 2,99 

0 

0 

0 

0 

4,33± 1,72  

9,00± 2,64 

0 

0 

0 

8,66± 2,26 

9,33± 1,72 

0 

0 

0 

5,33± 0,65 

3,33± 0,65 

3,00± 1,13 

6,33± 0,46 

0 

5,33± 0,65 

0,66±  0,46 

1,33± 0,46 

10,66± 1,30 

0 

5,33± 1,72 

0,66± 1,30 

0,33± 0,65 

11,33± 3,63 

0,33± 0,65 

 Total 0* 12,00± 2,99* 13,33± 3,64* 18,00±2,99* 18,00± 1,51* 18,00± 2,31* 18,00± 4,07 

 

 

89 

1 

2 

3 

4 

5 

3,00± 1,60 

0 

0 

0 

9,00± 2,26 

0 

0 

0 

0 

1,33± 1,30 

8,00± 1,95 

0 

0 

0 

4,66± 0,65 

14,33± 1,72 

0 

0 

0 

3,00± 1,95 

2,66± 2,35 

14,00± 2,99 

0 

0 

2,00± 1,13 

1,66± 0,46 

5,33± 0,46 

10,66± 1,72 

0 

5,00± 1,13 

0 

2,33± 0,65 

10,33± 1,72 

2,00± 1,13 

 Total 3,00± 1,60 14,0± 1,6* 9,33± 0,50* 19,00± 1,96* 19,33±1,82* 19,66± 1,82* 19,66± 0,65* 

 

 

51 

1 

2 

3 

4 

5 

2,00± 0,80 

0 

0 

0 

0 

8,33± 1,72 

0 

0 

0 

0 

5,66± 1,72 

11,00± 4,52 

0 

0 

0 

6,00± 1,13 

12,00± 2,99 

0 

0 

0 

5,33± 1,30 

5,66± 1,72 

7,33± 1,30 

0 

0 

7,66± 1,30 

3,00± 0,80 

15,00± 2,26 

0 

0 

4,00± 1,13 

2,00± 1,13 

11,67± 3,45 

0,33± 0,65 

0 

 Total 2,00± 0,61* 8,33± 1,72* 16,66± 4,49 18,00± 2,99  18,33± 1,82* 18,33± 2,02 18,33± 3,39 

 

52 

1 

2 

3 

4 

5 

0 

0 

0 

0 

0 

6,33± 1,72 

0 

0 

0 

0 

4,00± 2,26 

7,00± 1,95 

0 

0 

0 

3,00± 1,95 

11,33± 1,72 

0 

0 

0 

3,33± 1,30 

9,00± 1,95 

2,66± 0,65 

0 

0 

3,33± 1,72 

3,00± 1,60 

8,66± 1,22 

0 

0 

4,00± 1,13 

2,00± 1,13 

1,00± 1,13 

8,00± 1,13 

0 

 Total 0* 6,33± 1,72* 11,00± 2,31* 14,33± 2,35* 15,00± 1,75* 15,00± 0,87* 15,00± 1,95* 

 

9 

1 

2 

3 

4 

5 

0 

0 

0 

0 

0 

0 

0 

0 

0 

0 

5,00± 1,13 

0 

0 

0 

0 

3,33± 0,65 

4,00± 1,13 

0 

0 

0 

8,33± 4,28 

4,00± 1,13 

0,33± 0,65 

0 

0 

6,00± 1,95 

2,66± 0,46 

3,66± 0,92 

0,66± 1,30 

0 

6,00± 1,13 

0 

4,66± 1,30 

2,33± 1,72 

0 

 Total 0* 0* 5,0± 1,13* 7,33± 1,72* 13,00± 1,7 5* 13,00± 1,75* 13,00± 0,87* 

10 

1 

2 

3 

4 

5 

0 

0 

0 

0 

0 

0 

0 

0 

0 

0 

8,33± 1,72 

0 

0 

0 

0 

4,00± 1,13 

4,66± 3,45 

0 

0 

0 

5,33± 0,65 

3,66± 0,65 

0 

0 

0 

6,66± 0,65 

2,33± 1,22 

2,33± 1,22 

0 

0 

6,33± 1,30 

1,66± 1,33 

2,66± 1,30 

0,66± 1,30 

0 

 Total 0* 0* 8,00± 1,72 8,66± 2,35* 9,00± 0,87* 11,33± 2,81* 11,33± 0,50* 
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 Stade 14 JAI 21 JAI 28  JAI 35 JAI 42 JAI 49 JAI 56 JAI 

 

 

62 

1 

2 

3 

4 

5 

0 

0 

0 

0 

0 

0 

0 

0 

0 

0 

3,00±1,12 

0 

0 

0 

0 

7,66± 1,30 

2,00± 1,13 

0 

0 

0 

7,00± 1,13 

3,00± 2,26 

0 

0 

0 

6,66± 0,65 

0,66± 0,46 

3,00± 0,80 

0 

0 

6,00± 1,13 

0,33± 0,65 

2,00± 1,13 

1,66± 1,72 

0 

 Total 0* 0* 3,00± 1,12* 9,66± 0,65* 10,00± 1,82* 10,00± 0,87* 10,00± 2,26* 

 

 

63 

1 

2 

3 

4 

5 

0 

0 

0 

0 

0 

1,00± 1,13 

0 

0 

0 

0 

4,66± 1,30  

0 

0 

0 

0 

4,66± 1,30 

1,33± 1,72 

0 

0 

0 

5,00± 1,13 

1,00± 1,13 

0 

0 

0 

3,66± 0,65 

0,66±  0,46 

1,66± 0,46 

0 

0 

1,66± 0,65 

2,33± 0,065 

2,00 ± 1,13 

0 

0 

 Total 0* 1,00± 1,13* 4,66± 1,01* 6,00±  

1,13* 

6,00± 0,87* 6,00± 0,87* 6,00± 0,65* 

 

 

92 

1 

2 

3 

4 

5 

0 

0 

0 

0 

1,00± 1,13 

0 

0 

0 

0 

0,66± 0,65 

0,66± 0,65 

0 

0 

0 

5,00± 1,95 

1,66± 2,35 

0 

0 

0 

9,33± 3,26 

3,33± 1,03 

0 

0 

0 

8,00± 1,13 

0,33± 0,46 

4,33± 0,46 

0 

0 

8,00± 1,95 

0 

1,33± 1,30 

3,33± 0,65 

0 

 Total 0* 1,00± 1,13* 1,33± 0,50* 6,66± 1,72* 12,66± 3,54* 12,66± 1,01* 12,66± 1,72* 
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Annexe 6 : Développement d’O, foetida  sur le système racinaire du pois chiche (mini-rhizotron) 
 a : germination, b : début de fixation, c : formation d’un tubercule,  d : début de fixation nécrosée, e : tubercule 

nécrosé, f : début de nécrose d’orobanche fixée en stade 3) 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Annexe 7 : Phénotypes des orobanches (O. foetida) parasitant la variété témoin non irradiée (a) et 

les mutants résistants de la M2 (9, 10, 62, 63 et 92 (b, c, d) au 56
ième

 JAI (système mini-rhizotron).  
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Annexe 8: Cinétique d’exsudation du pouvoir stimulant de la variété témoin non irradiée et des 

mutants M3 de pois chiche vis-à-vis de la germination des graines d’O. foetida. 
Les données sont les moyennes de 3 répétitions ± intervalle de confiance (Bonferroni test, α=0,05).* : valeur 

significativement différente de celle de la lignée témoin (à la même date d’exsudation). 

 
T : témoin

 7 j 14 j 21 j 28 j 35 j 42 j 49 j 

T 0 15.53±3,65 31,23± 2,54 46,56± 3,00 72,59± 7,57 68,94± 1,80 60,81± 5,26 

47 0 15,11± 2,41 30,78± 4,23 41,10±3,22* 68,76± 3,50 59,36± 3,51* 52,26±4,59* 

55 0 15,3± 2,74 26,56±5,60 40,03±2,73* 64,30± 4,78 56,30± 3,96* 48,47±3,23* 

9 0 7,03± 1,35* 19,36± 3,22* 28,83±1,76* 32,85±5,76* 27,90±3,40* 23,53± 2,02* 

10 0 0* 10,33± 3,62* 24,10±2,26* 32,26±2,15* 24,06±2,15* 21,56±1,75* 

62 0 7,31± 1,81* 17,63± 2,59* 23,73±2,49* 29,77±4,81* 24,26±2,93* 21,46± 1,88* 

63 0 5,30± 1,00* 6,14± 1,18* 19,31±1,07* 28,41±6,32* 19,69±0,83* 17,74± 1,62* 

92 0 1,99± 0,33* 11,61± 1,76* 17,17±1,62* 27,33±2,34* 24,79±1,44* 17,7± 1,89* 
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Annexe 9 : Cinétique de développement des orobanches fixées sur la variété témoin contrôle et les 

mutants M3 d’intérêt de pois chiche (système mini-rhizotron), 

Les valeurs présentées sont les moyennes de 3 répétitions ± Intervalles de Confiance (Anova, Test de 

Bonferroni, α=0,05), 

 

 

 

 Stade 14 JAI 21 JAI 28  JAI 35 JAI 42 JAI 49 JAI 56 JAI 

 

 

Contrôle  

1 

2 

3 

4 

5 

4,33± 1,72 

0 

0 

0 

0 

19,66± 5,34 

0 

0 

0 

0 

8,33± 0,65 

12,00± 3,39 

0 

0 

0 

6,33± 0,65 

7,33± 0,65 

7,66± 1,72 

0 

0 

5,66± 1,72 

4,66± 0,65 

4,66± 1,30 

6,00± 1,13 

0,33± 0,65 

4,33± 0,65 

1,33± 0,65 

1,00± 1,13 

13,66± 2,84 

1,00± 1,13 

2,66± 0,65 

0,33± 0,65 

1,66± 0,65 

15,00± 1,95 

1,66± 0,65 

 Total 4,33± 1,72 19,66± 5,34 20,33± 2,44 21,33± 0,46 21,33± 3,63 21,33± 3,54 21,33± 2,35 

 

 

47 

1 

2 

3 

4 

5 

8,33± 1,72 

0 

0 

0 

0 

16,00± 5,98 

0 

0 

0 

0 

11,33± 3,63  

7,66± 2,35 

1,00± 1,13 

0 

0 

5,00± 4,07 

3,66± 1,72 

13,00± 1,13 

0 

0 

3,33± 2,84 

2,66± 0,65 

3,33± 0,65 

9,33± 1,72 

0,66± 1,30 

3,33± 2,35 

0,66±  0,65 

1,33± 0,65 

13,66± 1,72 

2,00±1,13 

3,00± 2,26 

0,33± 0,65 

1,00± 1,13 

14,66± 0,65 

2,00± 1,13 

 Total 8,33± 1,72* 16,00± 5,98 20,00± 3,48 21,00±4,28 21,00± 1,51 21,00± 2,99 21,00± 1,72 

 

 

55 

1 

2 

3 

4 

5 

4,33± 2,84 

0 

0 

0 

0 

15,00± 2,99 

0 

0 

0 

0 

8,00± 2,99 

13,00± 4,93 

0 

0 

0 

5,00± 1,13 

14,33± 1,72 

2,33± 0,65 

0 

0 

4,00± 2,26 

4,33± 1,30 

2,33± 0,65 

9,66± 2,35 

1,33± 1,72 

3,00± 1,13 

2,66± 1,72 

1,00± 1,95 

13,66± 1,72 

1,33± 1,72 

3,00± 1,13 

2,66± 1,72 

0 

14,66± 1,30 

1,33± 1,72 

 Total 4,33± 2,84 15,00± 2,99 21,00± 3,39 21,66± 2,35 21,66±4,28 21,66± 3,97 21,66± 1,72 

 

 

9 

1 

2 

3 

4 

5 

0 

0 

0 

0 

0 

1,00± 1,13 

0 

0 

0 

0 

5,66± 1,30 

0 

0 

0 

0 

3,66± 0,65 

4,66± 1,72 

0 

0 

0 

4,33± 1,30 

3,33± 0,65 

0,66± 0,65 

0 

0 

4,33± 1,30 

2,00± 1,95 

2,00± 1,95 

0 

0 

4,00± 1,13 

1,33± 1,30 

3,00± 1,13 

0 

0 

 Total 0* 1,00± 1,13* 5,66± 1,30* 8,33± 2,35*  8,33± 1,30* 8,33± 1,30* 8,33± 3,35 

 

10 

1 

2 

3 

4 

5 

0 

0 

0 

0 

0 

0 

0 

0 

0 

0 

2,66± 2,84 

0,66± 0,65 

0 

0 

0 

2,66± 0,65 

3,66± 0,65 

0 

0 

0 

2,33± 1,30 

3,00± 1,13 

1,00± 1,13 

0 

0 

2,00± 1,13 

2,66± 0,65 

1,66± 0,65 

0 

0 

1,66± 0,65 

0,33± 0,65 

3,66± 1,30 

0,66± 0,65 

0 

 Total 0* 0* 3,33± 2,84* 6,33± 1,30* 6,33± 1,35* 6,33± 1,73* 6,33± 1,30* 
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Stades de développement identifiés en accord avec l’échelle de notation de Labrousse et al. (2001) –Stade 1= orobanche 

germée et fixation sur les racines de l’hôte  

-Stade 2 : formation de tubercules  

-Stade 3 : tubercule possédant de nombreuses racines adventives  

-Stade 4 : tubercule possédant un bourgeon de croissance  

-Stade 5 : tubercule avec hampe florale 

 Stade 14 JAI 21 JAI 28  JAI 35 JAI 42 JAI 49 JAI 56 JAI 

 

62 

 

1 

2 

3 

4 

5 

0 

0 

0 

0 

0 

0 

0 

0 

0 

0 

3,00± 1,13 

2,00± 1,13 

0 

0 

0 

7,33± 0,65 

2,00± 1,13 

0 

0 

0 

6,00± 2,2 

2,00± 1,13 

1,33± 0,65 

0 

0 

6,00± 1,13 

1,00± 1,13 

3,33± 1,72 

0 

0 

6,00± 1,13 

0,33± 0,65 

2,33± 0,65 

0,66± 0,65 

0 

Total 0* 0* 5,00± 1,13* 9,33± 1,72* 9,33± 2,61* 10,33± 1,72* 9,33± 1,30* 

63 

 

1 

2 

3 

4 

5 

0 

0 

0 

0 

0 

0 

0 

0 

0 

0 

5,00± 1,95 

0 

0 

0 

0 

5,00± 2,26 

1,66± 0,65 

0 

0 

0 

3,00± 1,13 

2,66± 0,65 

1,00± 1,13 

0 

0 

3,00± 1,13 

1,33± 0,65 

2,33± 0,65 

0 

0 

3,00± 1,13 

0,66± 0,65 

3,00± 1,71 

0 

0 

Total 0* 0* 5,00± 1,95* 6,66± 2,35* 6,66± 2,84* 6,66± 1,30* 6,66± 0,65* 

 

 

92 

1 

2 

3 

4 

5 

0 

0 

0 

0 

0 

3,00± 1,95 

0 

0 

0 

0 

5,66± 1,30 

0 

0 

0 

0 

5,33± 2,03 

1,00± 1,13 

0 

0 

0 

4,00± 1,13 

2,00± 1,13 

0,33± 0,65 

0 

0 

3,66± 0,65 

1,00± 1,13 

1,66± 0,65 

0 

0 

3,66± 0,65 

0,33± 0,65 

1,66± 0,65 

0,66± 0,65 

0 

 Total 0* 3,00± 1,95* 5,66± 1,30* 6,33± 2,30* 6,33± 1,72* 6,33± 1,72* 6,33± 1,30* 
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Résumé 
 
Les orobanches sont des adventices parasites 
largement répandues dans les agrosystèmes du bassin 
méditerranéen. En Tunisie, Orobanche foetida 
s’attaque aux Légumineuses cultivées et en  cause 
d’importantes pertes. Les méthodes de lutte 
actuellement proposées demeurent insuffisantes. Parmi 
ces dernières, la sélection des variétés résistantes 
reste la méthode de contrôle la plus économique. Dans 
ce contexte, l’induction de mutations génétiques en 
utilisant les rayons gamma a été testé pour augmenter 
la variabilité génétique de pois chiche avec l’objectif ici 
à moyen terme de proposer de nouvelles lignées 
résistantes. L’effet de l’irradiation sur la germination et 
la croissance des plantes de pois chiche (cv. Amdoun) 
a été étudié. La dose 150 Gy a été définie comme la 
dose mutagène capable d’induire des mutations 
génétiques chez le pois chiche (cv. Amdoun). Une 
première sélection phénotypique dans une parcelle 
naturellement infestée par O. foetida a permis de 

sélectionner 30 génotypes mutants (M2), en raison de 
leur faible sensibilité, qui se traduisait par un nombre 
réduit d’orobanches émergées. Ces génotypes ont été 
ensuite étudiés au laboratoire pour apprécier d’une part 
leur capacité à induire la germination des graines 
d’orobanche et d’autre part leur degré de résistance en 
conditions d’infestation artificielle. Aucun des mutants 
n’a perdu totalement sa capacité à induire la 
germination de l’orobanche mais cinq d’entre eux ont 
une capacité significativement réduite par rapport au 
témoin Amdoun. La résistance repose également sur 
l’induction d’une nécrose précoce du parasite, 
empêchant la formation du suçoir, et sur une 
perturbation du développement souterrain de la hampe 
florale qui limite l’émergence du parasite. L’ensemble 
de ces caractères induits par radiomutagenèse est 
stable puisque conservés dans la génération M3. 
L’efficacité de la radiomutagenèse pour induire une 
résistance forte repose sur la modulation, dans les 
racines sous infestation, du profil d’accumulation des 
composés phénoliques solubles et de l’expression 
d’acteurs majeurs de la résistance à l’orobanche tels 
que les peroxydases et la polyphénoloxydase. 

  

 

Mots clés : 
Rayons gamma ; mutation induite; nouveaux génotypes ; 
pois chiche; plante parasite ; résistance ; Orobanche. 
Foetida ; minirhizotron 

 

Abstract 
 
Broomrapes are parasitic weeds widespread in 
agricultural systems of the Mediterranean basin. In 
Tunisia, Orobanche foetida attacks on cultivated 
legumes cause significant losses. Currently proposed 
control methods are insufficient. The selection of 
resistant varieties is the most economic method of 
control. In this context, the induction of genetic 
mutations is used to increase the genetic variability in 
the medium term for propose new resistant lines. In our 
study, the effectiveness of radio mutagenesis was 
evaluated in chickpea. The effect of irradiation on the 

germination and growth of chickpea plants (cv. Amdoun) was 

studied. The 150 Gy dose was defined as the mutagen dose 

capable of causing genetic mutations in chickpea A first 

phenotypic selection in a naturally O. foetida infested 
plot was used to select 30 genotypes (M2 progeny), 
because of their low sensitivity which resulted in a 
reduced number of emerged orobanche. These 
genotypes were then studied in the laboratory to 
appreciate first their ability to induce seed germination 
broomrape and also their degree of resistance under 
artificial infestation. None of the mutants has completely 
lost the ability to induce germination of Orobanche 
seeds but five of them displayed a significantly reduced 
capacity compared to Amdoun control. Additional 
resistance components were observed, such as early 
necrosis of the parasite which prevents haustorium 
formation, and late disturbance in the subterranean 
development of the floral shoot which reduced parasite 
emergence. All the radiomutagenesis induced 
characters were stable as kept in the following M3 
generation. This study shows that the effectivness of 
radiomutagenenis for producing strong resistance is 
related to modulations of accumulation of phenolic 
compounds and expression patterns of peroxidases and 
polyphenoloxidase in chickpea roots under infestation. 
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